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“We are just an advanced breed of monkeys on a minor planet of a very average 
star. But we can understand the Universe. That makes us something very special.” 
Stephen Hawking 
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Résumé (en français) 
 
Au cours des cinq dernières années l’existence d’un contrôle de la transcription par 
les ARN non-codants longs (lncRNAs) a été décrite dans une large variété d’eucaryotes. 
Cependant, les mécanismes par lesquels les lncRNAs régulent la transcription restent en 
grande partie méconnus. Les premiers travaux effectués dans le cadre de cette thèse ont 
participé à la caractérisation du mécanisme mis en jeu par un lncRNA, nommé nam1, dans le 
contrôle de l’entrée en différenciation sexuelle chez la levure Schizosaccharomyces pombe. Il 
a ainsi été montré qu’au cours de sa synthèse le lncRNA nam1 est ciblé par la protéine de 
liaison à l’ARN Mmi1 et une machinerie de surveillance des ARN qui comprend l’exosome, un 
complexe de dégradation des ARN conservé au cours de l’évolution. La fixation de Mmi1 au 
lncRNA nam1 contrôle la terminaison de la transcription de nam1 et empêche ainsi la 
transcription de se poursuivre et d’interférer alors avec la transcription du gène situé en aval 
(codant pour une MAP kinase essentielle à l’entrée en différenciation). Les travaux suivant 
montrent l’implication dans ce mécanisme de la protéine Cti1, un des co-facteurs connus de 
l’exosome. Fait marquant, ces travaux rapportent aussi l’existence d’un mode de production 
inédit pour un lncRNA. En effet, ils révèlent que la transcription non-interrompue d’un gène 
codant conduirait à la production d’un ARN bi-cistronique. La maturation co-
transcriptionnelle de cet ARN bi-cistronique produirait, d’un côté, un ARN messager et, de 
l’autre, le lncRNA nam1. Enfin, ils ont permis la caractérisation initiale d’un nouveau 
composant de la machinerie de surveillance des ARN recrutée sur nam1 par Mmi1. Ainsi, 
dans leur ensemble, ces travaux contribuent à une meilleure connaissance des mécanismes 
pouvant être mis en jeu par un lncRNA et agissant en cis pour réguler l’expression génique 
et, à travers elle, des processus cellulaires majeurs, tel que la différenciation cellulaire. De 
plus, ils décrivent un nouveau mécanisme de biogénèse d’un lncRNA. 
 
ARN non-codant, Différenciation Sexuelle, Silencing Transcriptionnel des Gènes, Complexe 
Exosome, Surveillance des ARN, Schizossacharomyces pombe 
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Résumé (en anglais) 
 
Over the last five years, the control of transcription mediated by long non-coding 
RNAs (lncRNAs) has been reported to take place in a wide variety of eukaryotes. However, 
the mechanisms by which lncRNAs regulate transcription remain relatively poorly described. 
The first work conducted in the context of this PhD thesis has contributed to the 
characterization of the mechanism used by a lncRNA, named nam1, to control entry into 
sexual differentiation of the fission yeast Schizosaccharomyces pombe. It was shown that, 
while the lncRNA nam1 is being produced, it is targeted by the RNA binding protein Mmi1 
and a RNA surveillance machinery that includes the exosome, a conserved complex 
throughout evolution. The binding of Mmi1 to nam1 lncRNA controls the termination of 
transcription of nam1, which prevents this non-coding transcription from interfering with 
the transcription of the downstream gene, coding for a MAP kinase essential to entry into 
differentiation. The following work shows the importance of the protein Cti1, one of the 
known co-factor of the exosome, in the nam1-dependent control of sexual differentiation. 
Remarkably, it also strongly suggests the existence of a new way of producing a lncRNA. 
Indeed, it reveals that read-through transcription of a protein-coding gene leads to the 
production of a bi-cistronic RNA, which is co-transcriptionally matured to produce on one 
side a messenger RNA and on the other side the lncRNA nam1. Finally, this work initiated the 
characterization of a new component of the RNA surveillance machinery targeting nam1. 
Collectively, this work brings several insights into the mechanisms used by cis-acting lncRNAs 
to regulate gene expression and, thereby, major cellular processes such as cell 
differentiation. Moreover, it also provides insights into the biogenesis of lncRNAs by 
reporting a new mode of production of lncRNAs. 
 
Non-coding RNA, Sexual Differentiation, Transcriptional Gene Silencing, Exosome Complexe, 
RNA surveillance, Schizossacharomyces pombe. 
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Avant-propos  
En 1958, le biologiste anglais Francis Crick décrit pour la première fois le dogme 
central de la biologie moléculaire. Cette hypothèse stipule que l’information passe 
unidirectionnellement de l’ADN, molécule stable, à l’ARN, de manière transitoire, puis aux 
protéines ayant une fonction dans la cellule. Cette idée d’unidirectionnalité a été fortement 
remise en cause dans la deuxième moitié de vingtième siècle. En effet, dans les dernières 
décennies, la molécule d’ARN est passée du rôle de simple messager éphémère (ARNm) ou 
de molécule structurante aidant à cette fonction de transmission de l’information (ARNt, 
ARNr) à un acteur clé de la régulation génique, notamment grâce à la découverte des ARN 
non-codants. Cependant, malgré l’explosion du nombre d’ARN non-codants découverts, 
leurs fonctions biologiques et mode d’action restent encore majoritairement incompris.  
Dans les vingt dernières années, de nombreux travaux ont mis en évidence un fait 
remarquable concernant la transcription du génome. Bien qu’il soit constitué chez l’Homme 
de gènes codants pour seulement 5%, la quasi-totalité du génome est transcrite. Cette 
transcription produit deux types d’ARN non-codants, les ARN avec une (plusieurs) fonction(s) 
particulière(s) et les ARNs non-fonctionnels et potentiellement néfastes. La cellule utilise 
ainsi des machineries de surveillance pour contrôler proprement la production de ces ARN 
non-codants.  
Ma thèse a porté sur l’une de ces machineries de surveillance des ARN et sa capacité 
à réguler la différenciation sexuelle via le contrôle d’un ARN non-codant chez la levure 
fissipare Schizosaccharomyces pombe (S. pombe). 
La partie Introduction de mon manuscrit est divisée en trois chapitres. Le premier 
présente le rôle des ARN non-codants et leurs fonctions dans la mise sous silence des gènes. 
Le second porte sur l’exosome (un composant principal de la machinerie de surveillance des 
ARNs contrôlant la différenciation sexuelle de S. pombe) et ses diverses fonctions dans la 
gestion cellulaire des ARN en général et les ARN non-codants en particulier. Enfin, le dernier 
chapitre présente la différenciation sexuelle chez la levure S. pombe en mettant en avant les 
données présentes dans la littérature sur le rôle de l’ARN dans le contrôle de ce processus 
vital.  
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La partie Résultats de mon manuscrit est aussi composée de trois chapitres. Le 
premier a contribué à mettre en évidence que la protéine de liaison à l’ARN Mmi1 est 
capable de contrôler l’entrée en différenciation sexuelle par son association avec un long 
ARN non-codant et le recrutement d’une machinerie de surveillance des ARN, comprenant 
l’exosome, un complexe de dégradation des ARN. Cette association entraine la terminaison 
et la dégradation du long ARN non-codant ce qui modifie l’expression d’un gène régulateur 
de l’entrée en différenciation sexuelle et situé à proximité. Le second axe, en lien direct avec 
la premier axe, a permis une caractérisation plus détaillée des acteurs impliqués dans cette 
régulation dépendant d’un ARN non-codant et dans la biogénèse de cet ARN long non-
codant. Il a, entre autres, a mis en valeur l’implication de la protéine Cti1, un cofacteur de 
l’exosome au sein de la machinerie de surveillance des ARN recrutée par Mmi1. Le dernier 
axe a initié la caractérisation d’Erh1, une protéine nouvellement identifiée comme étant un 
partenaire de Mmi1.  
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Chapitre I : Mise sous silence de l’expression 
génique par les ARN non-codants 
 
1. ARN non-codants 
1.1. La transcription du génome eucaryote 
L’information biologique qui se transmet d’un organisme à un autre est stockée sous 
forme d’une macromolécule composée d’une séquence de nucléotides. Cette succession de 
nucléotides compose l’acide désoxyribonucléique (ADN). Cette molécule d’ADN fut 
découverte pour la première fois par le biologiste Friedrich Miescher en 1869 lors de l’étude 
de noyaux de leucocytes. La structure de l’ADN en hélice double brin fût ensuite déterminée 
par James Watson and Francis Crick en 1953, grâce aux recherches d’Erwin Chargaff en 1950 
sur l’association des nucléotides et aux travaux de cristallographie des physiciens Rosalind 
Franklin et Maurice Wilkins (Chargaff et al., 1950; Franklin, 1950; Watson and Crick, 1953).  
Bien que l’ADN soit la molécule qui permette de stocker l’information génétique, deux 
autres types de molécules sont essentielles pour transmettre l’information de l’ADN à la 
cellule : l’acide ribonucléique (ARN) qui est obtenu à partir de l’ADN par un procédé appelé 
transcription, et les protéines qui sont obtenues à partir d’un ARN messager (ARNm) par un 
procédé appelé traduction. Ce passage de l’information de l’ADN à l’ARNm puis à la protéine 
constitue le dogme central de la biologie moléculaire qui a été établi pour la première fois 
par Francis Crick en 1958 (Crick, 1958).  
Chez les eucaryotes la transcription nucléaire est réalisée par trois ARN polymérases, les 
ARN polymérases I, II, et III qui sont structurellement très proches (Cramer et al., 2008). La 
polymérase I produit des ARN ribosomaux (ARNr) qui sont des composants essentiels à la 
structure des ribosomes. La polymérase III produit les ARN de transfert (ARNt) qui sont des 
éléments essentiels à la traduction des ARNm. La polymérase II fût initialement caractérisée 
pour son rôle dans la transcription des ARN messagers. 
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Les ARN messagers transcrits par l’ARN polymérase II, possèdent au moins une phase 
ouverte de lecture (ORF) codant pour une protéine. Ils sont exportés dans le cytoplasme 
pour y être traduits. 
 Il y a un peu moins d’une vingtaine d’années, il était suggéré que le génome était 
composé d’environ 20000 gènes dispersés entre des régions d’ADN non transcrites. 
Cependant, l’avènement des techniques de séquençage à haut débit de l’ARN du génome 
(ENCODE, GENCODE, FANTOM5 CAGE project) ont mis en évidence la transcription pervasive 
d’un nombre conséquent d’ARN non-codants dans le génome humain (Birney et al., 2007; 
Hon et al., 2017, ENCODE consortium, 2007). 
Aujourd’hui on estime qu’environ 75% du génome de mammifère produit des ARN et 
dans les cellules humaines seuls 50% de ceux-ci codent pour des ARNm, des ARNt, et des 
ARNr. Le reste constitue une population d’ARN non-codant majoritairement non caractérisés 
(Andersson et al., 2014; Derrien et al., 2012) et transcrits par la polymérase II. Parmi ces ARN 
non-codants, une limite arbitraire de 200 nucléotides (nt) a été choisie pour différentier les 
petits ARN non-codants (<200nt) et les longs ARN non-codants (>200nt). 
La quantité importante de transcrits non-codants par rapport aux transcrits codants 
suggère qu’ils pourraient avoir un rôle essentiel dans la régulation génique.  
 
1.2. Diversité des ARN non-codants 
Une large proportion du génome est transcrite en ARN qui ne codent pas pour des 
protéines. Ces ARN non-codants (ncRNAs) existent sous une très grande variété de formes 
(taille, structure, biogénèse)  et sont classés en deux grandes catégories, les petits et les 
longs ARN non-codants. Ces différents transcrits possèdent des fonctions associées, toutes 
aussi variées telles que des fonctions structurales, catalytiques, de mise sous silence 
transcriptionnel ou post-transcriptionnel, ou encore d’interférence de transcription par la 
transcription invasive, des processus qui seront décrits ultérieurement.  
 
 
20 
 
1.2.1. Les petits ARN non-codants 
Au sein des petits ARN non-codants on retrouve notamment, de petits transcrits de 20-
30 nucléotides, les petits ARN interférents (siRNAs), les micros ARN (miRNAs) et les piwi-
interacting ARN (piRNAs). Tous sont impliqués dans des mécanismes de mise sous silence 
transcriptionnel et/ou post-transcriptionnel en se liant aux protéines de type Argonaute via 
le mécanisme de l’interférence à l’ARN (RNAi).  
Les siRNAs et les miRNAs ont une distribution large au sein des cellules et s’associent 
avec des protéines de la famille Argonaute, tandis que les piRNA sont retrouvés dans les 
cellules germinales des métazoaires et se lient à la sous-famille PIWI (P-element Induced 
Wimpy testis ) des protéines Argonaute (pour revue: Ghildiyal and Zamore, 2009). 
Les miRNAs sont retrouvés chez les plantes, les algues, les animaux, les protistes et les 
virus. Leur taille est comprise entre 20 et 25 nt. Ils jouent un rôle dans la régulation de la 
stabilité des ARNm et la traduction. Ils proviennent de transcrits formant, par repliement, 
des structures en double brin d’ARN appelés pri-miRNAs. Ces pri-miRNAs sont clivés par les 
protéines Drosha chez les animaux ou Dicer chez les autres organismes (Ghildiyal and 
Zamore, 2009; Lagos-Quintana et al., 2001; Lau et al., 2001; Lee and Ambros, 2001).  
Les siRNAs sont présents chez les plantes, les algues, les animaux, les mycètes et les 
protistes. Ils font en moyenne 21 nucléotides et ont des fonctions dans la régulation post-
transcriptionelle des ARNm et des transposons, et dans la mise sous silence transcriptionelle 
de nombreuse régions du génome. Ils proviennent de la transcription convergente sens et 
anti-sens formant des ARN double brins qui sont ensuite clivés par Dicer. Chez la levure et la 
plante, des ARN polymérases ARN-dépendants peuvent synthétiser un ARN double brin à 
partir d’un brin d’ARN en cours de transcription, qui sera clivé en siRNAs qui agiront dans la 
voie du RNAi (Ghildiyal and Zamore, 2009; Ghildiyal et al., 2008; Tabara et al., 1999; Yang 
and Kazazian, 2006). 
Les piRNAs sont retrouvés exclusivement chez les Métazoaires (sauf Trichoplax 
adhaerens). Ils font environ 24-30 nucléotides et ont des fonctions de régulation des 
transposons, des ARNm, jouent un rôle dans l’arrangement du génome et plus globalement 
dans la spermatogénèse. Ils sont produits à partir d’un long transcrit primaire simple brin et 
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sont maturés par un mécanisme indépendant de Dicer qui fait intervenir des exonucléases et 
des protéines de type Argonaute (Aravin et al., 2001; Ghildiyal and Zamore, 2009; Hilz et al., 
2016; Houwing et al., 2007; Vagin et al., 2006). 
Entre les petits et les longs ARN, on retrouve aussi les petits ARN nucléolaires (snoRNAs) 
qui font entre 50 et 300 nucléotides. Ces transcrits sont parmi les plus anciens ARN non-
codants découverts, et les mieux conservés au cours de l’évolution (Hutzinger et al., 2009). 
Les snoRNAs sont présents dans le nucléole et les corps de Cajal (Cajal bodies), leur fonction 
principale est un rôle structurant pour la formation de ribonucléoprotéines (RNP) qui 
agissent dans les modifications enzymatiques d’autres ARN, principalement les ARN 
ribosomaux. Mais plus récemment il a été aussi montré que les snoRNAs pouvaient avoir de 
nombreuses autres fonctions, par exemple dans la régulation du métabolisme ou dans la 
modulation de l’épissage alternatif (Bachellerie et al., 2002; Mleczko and Bąkowska-
Żywicka, 2016).  
 
1.2.2. Les longs ARN non-codants (lncRNAs) 
Les ARNs longs non-codants ont été définis comme les ARNs non-codants de plus de 200 
nucléotides. Cette définition est avant tout un moyen de les distinguer des petits ARN non-
codants (présentés dans la partie précédente). Bien qu’étant les transcrits de l’ARN 
polymérase II les plus abondants dans la cellule chez les mammifères, les lncRNAs et leurs 
fonctions sont encore les moins caractérisés. Leur découverte et leur étude sont d’une 
importance majeure pour la biologie humaine et la compréhension des pathologies car ils 
représentent une composante majeure, et essentiellement inexplorée du génome  (Ponting 
et al., 2009). En dresser une liste exhaustive reste donc, à l’heure actuelle, impossible.  
La biologie du développement montre que le pourcentage du génome non-codant 
par rapport au génome codant s’accroit avec l’évolution des organismes (Fig 1). Associée à 
l’augmentation de cet ADN non-codant se retrouve une production importante de lncRNAs 
(Mattick, 2011). Cette observation suggère que la complexité génique d’un individu implique 
une régulation de ses gènes via les ARN non-codants. Cependant malgré ce postulat, encore 
très peu de lncRNAs ont été caractérisés, à la fois sous un angle structural et fonctionnel, 
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pour leur rôle régulateur. Les mécanismes d’action des lncRNAs et des exemples de lncRNAs 
dont la fonction est connue seront détaillés dans la partie « Mise sous silence de la 
transcription par l’intermédiaire des lncRNAs. » 
 
 
 
Figure 1: La proportion de régions non-codantes augmente avec l’évolution des organismes 
(Mattick, 2011). Chaque barre en abscisse représente un organisme différent, la valeur en ordonnée 
représente la proportion de régions non-codantes (ADNnc/ADN total) identifiées dans les différents  
génomes.  
 
2. Généralité sur la chromatine 
La présence de tous ces ARN, codants et non-codants, dépend de l’accessibilité des ARN 
polymérases à l’ADN. Or l’ADN est structuré de manière très importante au sein du noyau. 
Son architecture va donc être primordiale pour constituer un niveau de régulation génique 
supplémentaire au sein de la cellule.  
Une molécule d’ADN nucléaire est une très grande molécule. Lorsque l’on extrait l’ADN 
d’une cellule et qu’on le mesure, il représente deux mètres. Pour le contenir dans le noyau 
d’une cellule humaine qui mesure 5 à 7µm, l’ADN va devoir être compacté de manière très 
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importante. La compaction de cette molécule chargée négativement se fait via son 
association avec des protéines de type histone, chargées positivement (Kornberg, 1977).  
L’unité de base de la chromatine est le nucléosome composé de 146 paires de bases (pb) 
d’ADN enroulé autour d’un octamère d’histones, composé de deux copies de chacune des 
histones, H2A, H2B, H3 et H4. Le nucléosome est stabilisé par l’histone H1 qui participe aussi 
à la compaction de la chromatine (Luger et al., 1997). Cet enchainement de nucléosomes 
constitue le nucléo-filament qui est le premier niveau de compaction de l’ADN. Ce nucléo-
filament peut subir des niveaux de compaction supplémentaires selon le stade du cycle 
cellulaire ou l’activité de la cellule (transcription ou réplication) (Fig  2).  
En 1928, Le généticien suisse-allemand Emil Heitz a fait la distinction entre deux types de 
chromatine en se basant sur l’observation microscopique du noyau eucaryote. E. Heitz 
distingue des régions très denses au sein du noyau qu’il appelle « hétérochromatine » en 
opposition aux régions peu condensées, qu’il appelle « euchromatine ». Plus tard, il a été 
suggéré que la densité de l’hétérochromatine rendait son accès difficile pour les ARN 
polymérases, la rendant transcriptionnellement inactive. L’euchromatine est, de ce fait, riche 
en gènes codants et est plutôt transcriptionellement active tandis que l’hétérochromatine 
est pauvre en gènes codants et plutôt transcriptionnellement inactive.  
La chromatine permet de condenser l’ADN mais aussi de réguler son accessibilité. Elle 
doit être une structure possédant une certaine flexibilité d’organisation afin de permettre 
aux différentes machineries de la transcription, réplication, recombinaison ou réparation, 
d’accéder à l’ADN. De nombreuses modifications structurales ou biochimiques sont 
associées à ces changements, parmi lesquelles les modifications post-traductionnelles des 
histones et des modifications de densité en nucléosomes.  
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Figure 2: L’organisation de la chromatine. Les différents niveaux de compaction de l’ADN forment, 
de gauche à droite, le nucléofilament de chromatine qui se condense en une fibre de 30nm, puis 
s’organise en boucles de 300nm. Ces boucles vont se condenser sur elles-mêmes, jusqu’à la 
formation du chromosome mitotique. Schéma adapté de (Felsenfeld and Groudine, 2003). 
 
2.1. Modifications post-traductionnelles des histones  
Les protéines histones sont sujettes à de nombreuses modifications post-
traductionnelles réversibles. Ces modifications ont lieu en grande majorité sur la queue N-
terminale des histones, positionnée en  périphérie des nucléosomes et donc facilement 
accessible.  
Les modifications d’histones, comprennent des acétylations, méthylations, 
ubiquitinations, sumoylations, biotinylations sur les lysines, l’ADP ribosylation des acides 
glutamiques, ainsi que l’isomérisation des prolines et la déamination des arginines (Fig  3). 
Plus récemment, les techniques de spectrométrie de masse ont pu mettre en évidence de 
nouvelles modifications d’histones très courantes, les crotonylations des lysines et 
l’hydroxylation des tyrosines (Kouzarides, 2007; Tan et al., 2011). Ces différentes 
modifications constituent un code d’identité de l’état de la chromatine, appelé « code 
histone » (Latham and Dent, 2007; Strahl and Allis, 2000). 
Les protéines qui vont apporter ces modifications d’histones sont appelées des 
« writers », les protéines qui vont les retirer sont les « erasers » tandis que les protéines qui 
vont « lire » ces marques pour transmettre une information sont appelées les « readers » 
(Rothbart and Strahl, 2014). 
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Les protéines « writers » : Parmi toutes les protéines « writers », celles qui permettent 
l’acétylation ou la méthylation des histones sont les plus étudiées et les mieux comprises. 
L’acétylation des histones est effectuée par des enzymes nommées Histone Acétyl-
Tranférase (HAT). De manière similaire, les méthylations sont effectuées par des histones 
méthyl-transférases. Ces modifications peuvent interagir entre elles, en cis (sur une même 
histone) ou en trans (entre différentes histones) (Latham and Dent, 2007). L’exemple le 
mieux décrit d’action en cis est l’exclusion mutuelle entre deux modifications d’un même 
résidu, comme la méthylation ou l’acétylation sur la lysine 9 de l’histone 3 (H3K9). Cette 
lysine peut donc être retrouvée soit sous forme méthylée (H3K9me) soit sous forme acétylée 
(H3K9ac) (Turner, 2005). En trans, l’exemple le mieux décrit est la mono-ubiquitination de 
l’histone H2B sur la lysine 123 qui est essentielle pour la méthylation des lysines 4 et 79 de 
l’histone H3 durant l’activation de la transcription (Sun and Allis, 2002). 
 
Les protéines « erasers » : Ces enzymes vont avoir la fonction opposée des « writers » et 
vont permettre de retirer une modification post-transcriptionnelle sur les histones. Il est 
nécessaire de retirer une modification pour en ajouter une autre (Torres and Fujimori, 2015). 
La désacétylation des histones est réalisée par des enzymes appelées Histones Déacétylases 
(HDAC) et la déméthylation par des histones déméthylases (Latham and Dent, 2007).  
Les protéines « readers » : Les modifications des queues N-ter des histones sont ensuite 
reconnues par des protéines « readers » qui s’ancrent à la chromatine et modifient ses 
caractéristiques. De manière générale, la reconnaissance des modifications des histones par 
les « readers » impacte la compaction de la chromatine et la transcription des régions d’ADN 
associées (Latham and Dent, 2007). On retrouve de très nombreux « readers » au sein de la 
cellule. Ces readers sont absolument essentiels à la transmission d’un signal depuis la 
chromatine au reste de la cellule. Ils reconnaissent les modifications post-traductionnelles 
des histones via des domaines d’interactions très conservés au cours de l’évolution (Marfella 
and Imbalzano, 2007; Vermaak et al., 2005).  
Parmi ces différents « readers » la famille des protéines à chromodomaine est l’une des 
plus étudiée. Le chromodomaine (Chromatin organization modifier domain) est composé de 
40 à 50 acides aminés et est impliqué dans le remodelage de la chromatine et l’expression 
des gènes (Marfella and Imbalzano, 2007; Messmer et al., 1992). Il permet l’attachement à la 
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chromatine via des interactions protéiques (Cowell and Austin, 1997), à l’ARN (Akhtar et al., 
2000) et à l’ADN (Bouazoune et al., 2002). L’une des protéines à chromodomaine la plus 
étudiée est la protéine HP1 (Heterochromatin Protein 1) qui se lie à la marque épigénétique 
H3K9me3 (Lachner et al., 2001) aux régions d’hétérochromatine. HP1 va aussi reconnaitre 
les complexes chromatine-ARN suggérant l’importance de l’ARN dans le recrutement à la 
chromatine des protéines « readers » (Maison et al., 2002; Muchardt et al., 2002). 
 
 
Figure 3: Modifications post-traductionnelles des histones. A) Les différentes modifications post-
traductionnelles des histones sur les acides aminés cibles. B) Représentation schématique de la 
séquence des queues N-terminal des différentes histones et leurs principales modifications 
associées. (Latham and Dent, 2007) 
 
2.2. Remodelage de la chromatine  
Il est nécessaire pour la cellule d’avoir une chromatine capable d’une grande plasticité 
structurale pour permettre l’accès aux différentes machineries de transcription et de 
réplication. Ainsi, par exemple, au cours du cycle cellulaire, la chromatine est fortement 
réarrangée de façon transitoire (Rajender et al., 2011). A cette occasion, les nucléosomes 
sont désassemblés, déplacés ou éliminés de la chromatine. 
Les mécanismes de remodelage de la chromatine font appel à des protéines 
chaperonnes, qui vont permettre l’assemblage/le désassemblage de l’octamère d’histones 
et son association à l’ADN (Eitoku et al., 2008), et à des facteurs de remodelage ATP-
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dépendants qui vont contrôler le positionnement des nucléosomes sur la fibre ADN (Cairns, 
2007).  
Parmi les protéines chaperonnes, on retrouve les CAF (Chromatin Assembly Factor) qui 
sont essentielles pour le déplacement des histones lors de la réplication de l’ADN (Ridgway 
and Almouzni, 2000). On retrouve aussi le complexe FACT (Facilitates Chromatin 
Transcription), composé des protéines Spt16 et Pob3, qui permet le déplacement des 
histones lors du passage de l’ARN polymérase (Formosa, 2013). Une étude récente a mis en 
évidence que FACT avait une fonction importante dans le maintien de la mise sous-silence 
d’un grand nombre d’ARN non-codants, appelés SNT (Spt16-suppressed Non-coding 
Transcript), confirmant ainsi l’importance de l’architecture de l’ADN dans la régulation des 
ARN non-codants (Feng et al., 2016).  
Au sein des facteurs de remodelage ATP-dépendants, on retrouve le complexe SWI/SNF 
(Switching defective/Sucrose Non Fermenting) qui va induire la position aléatoire des 
nucléosomes le long de la chromatine (Clapier and Cairns, 2009). SWI/SNF est souvent 
retrouvé à la chromatine active et va ensuite induire la mise sous silence de l’expression des 
gènes à ces régions. De manière intéressante des travaux ont mis en évidence un lien entre 
les ARN long non-codants et SWI/SNF chez l’Homme. Certains lncRNAs régulent les 
modifications de la chromatine en recrutant SWI/SNF, mécanisme qui pourrait être impliqué 
dans le processus tumoral (Lee and Roberts, 2013; Prensner et al., 2013).  
 
2.3. Euchromatine et hétérochromatine 
2.3.1. Généralité 
Le génome eucaryote peut être grossièrement divisé en euchromatine et 
hétérochromatine, deux entités structurellement et fonctionnellement distinctes. Tandis 
que l’hétérochromatine est plus compacte, l’euchromatine quant à elle possède une 
structure plus relâchée. L’euchromatine contient très peu d’éléments répétés et est riche en 
gènes codants pour des protéines alors que l’hétérochromatine est riche en éléments 
répétés et pauvre en gènes codants (Grewal and Jia, 2007).  
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2.3.2. Caractéristiques de l’hétérochromatine et de l’euchromatine 
L’euchromatine est caractérisée moléculairement par une chromatine riche en 
histones acétylées sur leurs résidus H3 et H4. Elle est aussi caractérisée par la triméthylation 
de la lysine 4 de l’histone H3. Les séquences ADN de l’euchromatine sont quant à elles, 
faiblement méthylées. Ces modifications lui confèrent un caractère majoritairement actif 
transcriptionnellement (Kouzarides, 2007). 
L’hétérochromatine à l’opposé est caractérisée par des histones majoritairement hypo-
acétylées. Elle contient des histones H3 di- ou tri- méthylées au niveau de la lysine 9 
(H3K9me2-3) ainsi que les marques H3K27me3. Une structure compacte et une forte densité 
d’histones lui confère son caractère majoritairement transcriptionnellement inactif 
(Kouzarides, 2007; Peters et al., 2003). L’hétérochromatine est aussi caractérisée par la 
présence de la protéine HP1 associée à la chromatine, ou de son homologue Swi6 chez S. 
pombe. HP1 reconnait la marque H3K9me3 nécessaire à la maintenance de 
l’hétérochromatine (Bannister et al., 2001; Maison and Almouzni, 2004).  
L’hétérochromatine se maintient de génération en génération grâce à des mécanismes 
épigénétiques. Son initiation et son maintien sont essentiels à la régulation de la 
transcription des gènes codants et non-codants. La définition de l’épigénétique étant 
souvent discutée, il en existe plusieurs définitions (Bird, 2007). Ici la notion d’épigénétique 
se réfère à la définition proposée par Danny Reinberg en 2010 : « l’épigénétique représente 
les variations d’expression génique sans changement de la séquence ADN, héritables de 
génération en génération par les processus de mitose et de méiose » (Bonasio et al., 2010). 
Suivant cette définition, le contrôle de l’expression des gènes par des ARN non-codants est 
un processus épigénétique.  
L’hétérochromatine est classiquement divisée en deux sous-types : l’hétérochromatine 
constitutive et l’hétérochromatine facultative.  
 
2.3.3. L’hétérochromatine constitutive 
L’hétérochromatine constitutive est définie comme une structure stable et compacte 
retrouvée dans tous les types cellulaires. Elle comprend un grand nombre de 
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caractéristiques de l’hétérochromatine, notamment une grande densité d’histones, et leurs 
hypoacétylations et hyperméthylations. Chez les mammifères l’hétérochromatine est aussi 
riche en ADN méthylé (Bird, 2007). Cependant la méthylation de l’ADN n’étant pas 
conservée chez la levure S. pombe, cette caractéristique ne sera pas discutée dans ce 
manuscrit. 
 L’hétérochromatine constitutive se forme aux péri-centromères et aux régions sub-
télomériques chez les eucaryotes supérieurs, zones composées de séquences répétées 
d’ADN majoritairement non-codant (Beisel and Paro, 2011). La chromatine des centromères 
et des télomères ne présente pas la même composition en nucléosomes que 
l’hétérochromatine, cependant l’ADN de ces régions est également enrichi en séquences 
répétées et est aussi mis sous silence transcriptionnel, suggérant que cette chromatine a les 
mêmes caractéristiques que celles de l’hétérochromatine (Fig 4).  
Les éléments d’ADN répétés de ces régions, appelées régions satellites, étaient 
décrits comme transcriptionnellement inertes. Un nombre croissant d’études a néanmoins 
mis en évidence l’existence d’un grand nombre de transcrits satellites non-codants. Ces ARN 
non-codants sont impliqués, entre autre, dans la maintenance des régions centromériques, 
et dans l’élongation et la réplication des télomères (Biscotti et al., 2015).  
 La levure fissipare S. pombe est un organisme modèle très utilisé pour l’étude des 
mécanismes moléculaires impliqués dans la formation d’hétérochromatine et la mise sous 
silence des gènes. Son génome est réparti sur trois chromosomes et a été séquencé en 2002 
(Wood et al., 2002). Les travaux pionniers effectués chez S. pombe ont notamment montré 
un rôle essentiel des petits ARN non-codants dans la formation de l’hétérochromatine 
(Grewal and Jia, 2007). 
Chez S. pombe, l’hétérochromatine constitutive est, en plus des régions sub-
télomériques et péri-centromériques également retrouvée au niveau de la région du 
déterminisme sexuel (désigné mat, pour « mating region ») localisé sur un locus du 
chromosome 2 (Fig  4B).  
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Figure 4: Distribution de l'hétérochromatine constitutive. A) Représentation schématique des 
régions d'hétérochromatine constitutive d'un chromosome eucaryote (zones rouges claires), des 
télomères et des centromères (zones rouges). B) Représentation des régions d'hétérochromatine 
constitutive sur le chromosome 2 de S. pombe. 
 
2.3.3.1. Localisation et organisation de l’hétérochromatine  
Chez les mammifères, les centromères et les régions péricentromériques sont 
rassemblés en foyers appelés Chromocentres (Taddei et al., 2004), tandis que les régions 
subtélomériques et les télomères seraient distribués aléatoirement dans la cellule (Luderus 
et al., 1996).  
L’hétérochromatine est généralement localisée à proximité de l’enveloppe nucléaire et 
l’euchromatine au centre du noyau (Wang et al., 2016b). Une étude récente a montré que la 
chromatine au centre était mieux protégée des radiations que la chromatine en périphérie. 
L’architecture de la cellule pourrait être un moyen de protéger les régions codantes 
contenues plutôt dans l’euchromatine, et l’hétérochromatine agirait alors comme une 
couche protectrice contre les radiations (García-Nieto et al., 2017).  
Chez S. pombe, les centromères des trois chromosomes s’associent à proximité de 
« spindle pole body » (équivalent chez la levure du centrosome) à la périphérie du noyau. 
Les télomères sont quant à eux regroupés en foyers à proximité de l’enveloppe nucléaire 
(Funabiki et al., 1993).  
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2.3.3.2. Composition et fonction 
 Chez la plupart des eucaryotes, les régions d’hétérochromatine constitutive sont 
constituées de séquences répétées. Le type de séquence est différent selon les espèces 
(Cleveland et al., 2003). Elles comprennent aussi des éléments mobiles, les transposons 
(Lander et al., 2001; Schueler and Sullivan, 2006). Ces derniers sont capables de se déplacer 
sous forme d’ADN ou d’ARN et de s’insérer dans d’autres endroits du génome. Ces 
déplacements peuvent provoquer des mutations, des cassures d’ADN et des recombinaisons 
illégitimes (Konkel and Batzer, 2010). 
La structure de ces régions permet de maintenir toutes ces séquences répétées ou 
transposables dans un état transcriptionnel globalement inactif afin de maintenir la stabilité 
du génome et de limiter les évènements de recombinaison (Beisel and Paro, 2011; Grewal 
and Elgin, 2007).  
 
a) La chromatine centromérique et télomérique 
La chromatine centromérique et péricentromérique jouent un rôle aussi dans la 
ségrégation des chromosomes au cours de la division cellulaire. En effet la chromatine 
centromérique contient l’histone CENP-A (Centromere Protein A), un variant de l’histone H3 
qui va permettre l’accrochage des kinétochores (Blower et al., 2002). Les kinetochores, une 
structure protéique attachée aux microtubules des fuseaux mitotiques, vont se fixer sur la 
chromatine centromérique pour permettre la séparation et la répartition des chromatides 
sœur lors de la mitose (Mitchison and Salmon, 2001).  
La structure de la chromatine centromérique est donc essentielle à la mitose et la 
chromatine péricentrique, riche en histones H3K9me3, correspond aux derniers sites 
d’attachement des chromatides sœurs au cours de la mitose (Eymery et al., 2009). Les 
travaux réalisés chez S. pombe puis chez l’homme et la souris, ont montré que les ARN non-
codants produits à ces régions sont essentiels à la formation de cette hétérochromatine 
(Biscotti et al., 2015; Grewal and Jia, 2007). Ces travaux suggèrent l’importance des ARN 
non-codants dans la division des cellules.  
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La chromatine télomérique et sub-télomérique joue un rôle important dans le 
maintien de l’intégrité de l’ADN des extrémités des chromosomes soumis à la dégradation et 
à la recombinaison (Martínez and Blasco, 2011). Au niveau de ces régions, un ARN long non-
codants appelé TERRA (Telomeric Repeat-containing RNA) est transcrit et fait partie de la 
composition de la chromatine télomérique (Azzalin et al., 2007). Chez les eucaryotes 
supérieurs, TERRA permet le recrutement d’HP1 pour maintenir l’hétérochromatine 
télomérique (Deng et al., 2009). 
b) La chromatine du déterminisme sexuel chez S. pombe 
Chez S. pombe, on retrouve aussi de l’hétérochromatine constitutive au niveau de la 
région du déterminisme sexuel (« Mating locus », Fig  4B). La levure peut adopter deux types 
sexuels, le type P (pour Plus : h+) ou le type M (pour Minus : h-) (Egel et al., 1990).  
La particularité de S. pombe est que chaque cellule possède l’information génétique 
pour l’expression des deux types sexuels localisée sur le bras droit du chromosome 2. Le 
passage de l’un à l’autre est soumis à un contrôle très sophistiqué faisant intervenir 
l’hétérochromatine (Egel, 2005). Cette région est constituée de trois loci : mat1, mat2M et 
mat3P et est divisée en deux sous-parties, une région euchromatique et une région 
hétérochromatique.  
La région euchromatique, transcriptionnellement active, contient le locus mat1 
tandis que la région hétérochromatique, transcriptionnellement inactive, contient les loci 
mat2M et mat3P. Ce sont ces deux derniers qui contiennent l’information pour le 
déterminisme sexuel de la levure. Cependant, ces régions ne peuvent s’exprimer qu’après un 
évènement de recombinaison au locus mat1 (Egel, 2005). Le processus démarre par un 
blocage de la fourche de réplication de l’ADN induisant une cassure simple brin au locus 
mat1, qui va être réparée par recombinaison homologue en utilisant les séquences soit de 
mat2M soit de mat3P qui possèdent des régions d’homologie avec mat1. Après cet 
évènement de recombinaison, les cellules qui ont recombiné mat2M au locus mat1 seront 
de type sexuel h- (Minus) et les cellules qui ont recombiné mat3P au locus mat1 seront de 
type sexuel h+ (Plus) (Egel, 2005; Klar et al., 2014).  
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2.3.4. L’hétérochromatine facultative  
Contrairement à l’hétérochromatine constitutive, l’hétérochromatine facultative est 
riche en séquences codantes et sa présence dépend du type cellulaire et/ou des stades de 
développement d’un organisme. Elle est ainsi présente fréquemment au niveau de gènes  
codants dont l’expression est régulée au cours du développement (Hirasawa and Feil, 2010). 
L’hétérochromatine facultative joue un rôle important au cours de la différenciation 
car elle permet la spécialisation des cellules (Surani et al., 2007). Cette hétérochromatine 
peut être restreinte à des petites zones du génome, ou encore recouvrir un chromosome 
entier comme dans le cas de l’inactivation d’un des deux chromosomes X chez les cellules de 
mammifère femelles (Kalantry, 2011). Cette hétérochromatine facultative présente 
globalement les mêmes caractéristiques structurales (état compacté) et moléculaires (hyper-
méthylation et hypo-acétylation des histones) que l’hétérochromatine constitutive (Grewal 
and Jia, 2007).  
Chez la levure S. pombe, il existe plusieurs ilots d’hétérochromatine facultative, 
contenant principalement des gènes impliqués dans les processus de différenciation sexuelle 
(Cam et al., 2005; Hiriart et al., 2012; Zofall et al., 2012). Parmi ces gènes on trouve le gène 
méiotique mei4, un master régulateur de la méiose dont l’expression est contrôlée en cycle 
végétatif par la formation d’hétérochromatine facultative et par une dégradation active de 
son ARNm par une machinerie de surveillance qui a fait l’objet de ma thèse (voir chapitre II 
et III de l’introduction, Hiriart et al., 2012; Zofall et al., 2012). Sur ces ilots 
d’hétérochromatine on retrouve les marques épigénétique et la structure caractéristique de 
l’hétérochromatine: méthylation d’H3K9me3, hypo-acétylation des histones et recrutement 
de la protéine Swi6, homologue d’HP1 (Cam et al., 2005; Zofall et al., 2012).  
L’hétérochromatine permet la mise sous silence d’un grand nombre de gènes et sa 
régulation est essentielle pour le contrôle du transcriptome de la cellule. De nombreux ARN 
non-codants jouent un rôle actif dans la structure de la chromatine. Les études pionnières 
qui ont été effectuées chez la levure S. pombe, ont permis de révéler concrètement que des 
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petits ARN étaient directement impliqués dans l’initiation de la formation de 
l’hétérochromatine via le processus du RNAi.  
 
3. Mise sous silence des gènes par l’ARN 
L’ARN, et notamment les ARN non-codants, sont des acteurs clés dans le processus de 
mise sous silence des gènes par régulation post-transcriptionnelle (Post Transcriptional Gene 
Silencing : PTGS) ou transcriptionnelle (Transcriptional Gene Silencing : TGS). Dans les 
paragraphes suivants de ce manuscrit, je vais présenter la capacité des petits et longs ARN 
non-codants à réguler l’expression des gènes.  
 
3.1. Mise sous silence dépendant de l’interférence à l’ARN (RNAi)  
3.1.1. Généralité sur le RNAi  
L’interférence à l’ARN ou RNAi est un processus cellulaire conservé au cours de 
l’évolution faisant intervenir de petits ARN non-codants. Il a été initialement découvert chez 
le vers Caenorhabditis elegans (C. elegans) en 1998 par les chercheurs Andrew Fire et Craig 
Mello (Tabara et al., 1998, 1999) qui ont montré que l’introduction d’un ARN double brin 
dans la cellule permettait la répression des gènes dont la séquence est complémentaire à cet 
ARN. Plus tard, les travaux d’Andrew Hamilton et de David Baulcombe ont mis en évidence 
que ce processus du RNAi faisait intervenir de petits ARN non-codants d’environ une 
vingtaine de nucléotides (Hamilton and Baulcombe, 1999). A l’heure actuelle, leurs travaux 
sont exploités pour inactiver transitoirement un gène par la technique de « knock down » via 
la production ou l’introduction de petits ARN interférents.  
Le processus du RNAi nécessite une phase activatrice suivie d’une phase effectrice. La 
première phase est initiée par la présence d’un ARN double brin qui est clivé par la protéine 
Dicer générant ainsi des petits ARN double brin d’environ vingt nucléotides appelés ARN 
interférents. Ces ARN sont ensuite chargés sur des protéines de la famille Argonautes (Ago) 
(Meister et al., 2004; Peters and Meister, 2007). Une fois chargé sur les protéines Ago, l’ARN 
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sous forme simple brin sert de module de reconnaissance pour recruter la protéine Ago sur 
un ARN qui possède une séquence complémentaire au petit ARN chargé (Ketting, 2011).  
La phase effectrice consiste dans le recrutement d’Ago et des protéines qui lui sont 
associées à l’ARN ciblé par l’ARN interférent par appariement de séquence. Une protéine 
Ago associée à des partenaires compose le complexe effecteur. La liaison du complexe 
effecteur via le petit ARN sur les ARN cibles provoque une réduction de l’expression du gène 
correspondant (Fig 5). Cette diminution peut se faire à un niveau post-transcriptionnel 
(PTGS) via une inactivation/dégradation de l’ARN, soit au niveau transcriptionnel (TGS) par 
modification de la chromatine.  
 
Figure 5 : Schéma du mode d’action de l’ARN interférence. 1) La présence d’ARN double brin dans la 
cellule va induire son clivage (Dicing) en petits ARN par la ribonucléase Dicer. Ces petits ARN sont 
chargés dans un complexe effecteur contenant une protéine de la famille Argonaute. Cette étape est 
appelée phase activatrice. 2) Le brin guide contenu dans le complexe effecteur va permettre son 
recrutement par appariement de séquence sur les ARN cibles spécifiques au cours de la phase 
effectrice. 3) Le recrutement du complexe effecteur sur les ARN cibles va permettre un « silencing » 
post-transcriptionnel (PTGS) ou transcriptionnel (TGS). 
Le mécanisme du RNAi n’est pas conservé chez la levure S. cerevisiae mais est 
cependant retrouvé et très étudié chez la levure S. pombe. Qui plus est, les protéines Dicer 
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et Ago sont codées par des familles multigéniques chez de nombreux organismes, mais 
codées uniquement par les gènes appelés Dcr1 (Dicer) et Ago1 (Argonaute) chez S. pombe 
facilitant leur étude fonctionnelle.   
 
3.1.2. Mise sous silence des gènes par régulation post-transcriptionnelle (PTGS)  
Le PTGS, consiste en la mise sous silence des gènes réalisée par la dégradation et/ou 
le blocage de la traduction d’un transcrit ciblé par de petits ARN. Dans le cytoplasme les 
petits ARN, siRNAs et miRNAs, sont chargés dans un complexe effecteur appelé RISC (RNA-
Induced Silencing Complex).  
Les siRNAs permettent une complémentarité parfaite avec les ARN cibles, ce qui 
provoque leur clivage via l’activité de « slicing » des protéines Ago. Ce mécanisme est très 
répandu chez les plantes où il a été montré que la quasi-totalité des siRNAs et des miRNAs 
possèdent une complémentarité parfaite pour leur cibles (Rhoades et al., 2002).  
En revanche, chez les animaux, il a été montré que les miRNAs ont une 
complémentarité généralement partielle avec leurs cibles, impliquant surtout les sept 
premiers nucléotides en 5’, plus quelques-uns situés ailleurs sur la séquence du miRNA 
(Fabian et al., 2010). En plus du blocage de la traduction, cette complémentarité imparfaite 
provoque la dégradation de l’ARN cible par une machinerie de dégradation des ARN appelée 
exosome qui fera l’objet du chapitre II de ce manuscrit (Bushati and Cohen, 2007; Castel and 
Martienssen, 2013). 
 
3.1.3. Mise sous silence par régulation transcriptionnelle (TGS)  
Le RNAi fonctionne aussi dans le noyau où les petits ARN et le complexe effecteur 
s’associent à d’autres protéines pour agir sur la chromatine. Ces protéines vont être 
recrutées à la chromatine par le RNAi grâce aux petits ARN qui s’associent aux ARN 
complémentaires naissants en cours de transcription. Les ARN naissants ciblés vont servir de 
plateforme de recrutement aux protéines nécessaires à la mise sous silence des régions par 
formation d’hétérochromatine (Almeida and Allshire, 2005). 
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Chez S. pombe le complexe effecteur qui permet l’induction de ce TGS est appelé 
RITS (RNA-Induced Transcriptional Silencing Complex). Il est composé de la protéine 
Argonaute Ago1, de la protéine à chromodomaine Chp1 (Chromodomain Protein 1) et de la 
protéine Tas3 (Targeting complex subunit 3) qui fait le lien entre les deux autres protéines 
(Verdel, 2004). 
 
3.1.3.1. Le rôle du RNAi dans la modification de la chromatine 
 Chez les plantes et les mycètes (dont la levure S. pombe), la voie du RNAi peut 
réprimer des gènes cibles à un niveau transcriptionnel en guidant des modifications 
épigénétiques de la chromatine, par exemple la méthylation d’H3K9 ou de l’ADN (chez les 
plantes). Les mécanismes les plus étudiés concernent la méthylation de l’ADN induite par 
l’ARN chez la plante (RNA-directed DNA Methylation : RdDM) et la formation 
d’hétérochromatine RNAi-dépendante chez S. pombe.  
Chez la plante Arabidopsis thaliana (A. thaliana) le RdDM va agir majoritairement au 
niveau des séquences répétées, qu’elles soient mobiles (transposons) ou non. Au niveau de 
ces régions, l’ARN polymérase IV transcrit un ARN qui va être converti en ARN double brin 
par l’ARN polymérase dépendante de l’ARN RDR2 (RNA-dependant RNA polymerase 2). La 
présence de cet ARN double brin néo-synthétisé enclenche la voie du RNAi, il est clivé par la 
protéine dicer DCL3 et est chargé dans la protéine Argonaute AGO4. Les ARN produits dans 
ces régions par l’ARN polymérase V serviront de plateforme de recrutement par 
appariement de base des petits ARN chargés dans AGO4. Ce complexe effecteur permettra 
le recrutement d’une ADN méthyltransférase  (DNA methyl transferase : DNMT) (voir Fig 6, 
Chinnusamy and Zhu, 2009; Haag and Pikaard, 2011 ). 
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Figure 6 : Modèle de la méthylation de l’ADN induite par l’ARN (RdDM) chez Arabidopsis thaliana. 
1) L’ARN polymérase IV va initier la RdDM par la transcription des régions à méthyler. 2) L’ARN 
polymérase dépendante des ARN 2 (RDR2) utilise les transcrits de l’ARN polymérase IV comme 
matrice pour produire de l’ARN double brin. 3) Les siRNAs de 24nt sont produits par le clivage de 
l’ARNdb par DCL3 puis chargés sur AGO4 du complexe RISC et méthylés (4). 5)  Ciblage du complexe 
aux ARN transcrits par l’ARN polymérase V qui servent de plateforme de recrutement. 6) AGO4 
interagit avec RDM1 et RDM2 (RNA-directed DNA Methylation 1 et 2), et va induire la méthylation 
des cytosines sur l’ADN (7) (Schéma adapté de Haag and Pikkard, 2011). 
 
D’autres exemples de modifications épigénétiques médiées par un ARN plateforme 
et le RNAi ont été montrés chez les métazoaires. Par exemple, il a été montré chez le vers C. 
elegans et les vertébrés que la reconnaissance co-transcriptionnelle des ARN naissants par le 
RNAi permettait une inhibition de la transcription pendant l’élongation et une déposition de 
marques H3K9me (Giles et al., 2010; Guang et al., 2010). De la même manière, il a été 
montré chez la Drosophile que le RNAi est essentiel à la mise place des marques H3K9me 
aux régions d’hétérochromatine péricentriques (Fagegaltier et al., 2009). 
Ces différents travaux chez de nombreux organismes modèles ont ainsi pu amener 
l’idée du rôle essentiel de la machinerie du RNAi dans l’assemblage des structures de 
l’hétérochromatine. Toutefois, les détails mécanistiques de ces processus de régulation 
dépendant de l’ARN ont été apportés par les études réalisées chez la levure S. pombe.  
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3.1.3.2. Formation d’hétérochromatine RNAi-dépendant chez S. pombe 
 
a) Initiation de la formation d’hétérochromatine induite par le RNAi 
Des études réalisées chez S. pombe, ont permis de montrer pour la première fois que 
le RNAi était directement impliqué dans la formation d’hétérochromatine (Verdel, 2004; 
Volpe et al., 2002). Ce mécanisme nécessite l’action du complexe effecteur du RNAi RITS, 
ainsi que l’ARN naissant en cours de transcription. Cet ARN long non-codant naissant, appelé 
« ARN plateforme » provient des régions qui seront mises sous silence par la formation 
d’hétérochromatine.  
La formation d’hétérochromatine chez S. pombe débute avec la production de siRNAs 
qui proviennent soit de transcription anti-sens, soit de lncRNAs formant des structures tige-
boucle clivées par la protéine Dicer1/Dcr1 (Fig 7A, Djupedal and Ekwall, 2009). Ces petits 
ARN sont chargés sur la protéine Ago1 du complexe ARC (Argonaute siRNA Chaperone) 
comprenant les protéines Arb1 et Arb2, deux protéines chaperonnes essentielles au 
chargement des siRNA double brin dans Ago1 et à l’élimination du brin passager (Buker et 
al., 2007). Ago1 chargé de son siRNA, désormais simple brin, va ensuite former le complexe 
RITS avec les protéines Chp1 et Tas3 (Debeauchamp et al., 2008; Verdel, 2004). 
Le recrutement de RITS à la chromatine se fait par au moins deux points d’accroche. 
Le premier se fait par la reconnaissance brin spécifique du petit ARN chargé dans Ago1 à un 
lncRNA naissant en cours de transcription (Bühler et al., 2006; Djupedal et al., 2005). Le 
second point d’accroche se fait par la liaison du chromodomaine de Chp1 aux marques 
H3K9me de la chromatine (Partridge et al., 2002; Schalch et al., 2009). Ce double accrochage 
vise à stabiliser l’ancrage de RITS à la chromatine.  
Il existe une interdépendance importante entre la liaison de RITS à la chromatine et la 
présence de la marque H3K9me. En effet la production de siRNA et la fixation de RITS sont 
dépendantes de la présence de la marque H3K9me et inversement. Ce phénomène 
s’explique par une boucle de rétrocontrôle positif dans laquelle RITS à la chromatine recrute 
l’histone méthylase Clr4 qui permet la déposition de H3K9me. La déposition de cette 
marque va permettre le recrutement de RITS de manière plus stable, et le recrutement accru 
de Clr4 initiant ainsi la formation d’hétérochromatine (Lejeune et al., 2011). 
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b) Boucle d’amplification du RNAi en cis  
Au cours de l’étape d’initiation de formation d’hétérochromatine, le complexe RDRC 
(RNA-Dependant RNA polymerase Complex) va être recruté sur l’ARN « plateforme ». Ce 
complexe est composé des protéines Rdp1 (RNA-dependent polymerase 1) une ARN 
polymérase dépendante de l’ARN, Hrr1 (Helicase required for RNAi-mediated 
heterochromatin assembly 1) une ARN hélicase, et Cid12 (Caffein Induced Death 12) une 
poly(A) polymérase (Motamedi et al., 2004). Le complexe RDRC va interagir avec RITS au 
niveau de l’ARN plateforme naissant afin de le répliquer sous forme double brin. Ce nouvel 
ARN double brin va être pris en charge par la protéine Dcr1 pour former de nouveaux siRNA 
chargés dans RITS, créant ainsi une boucle d’amplification du système en cis (Fig  7, 
Colmenares et al., 2007; Motamedi et al., 2004). 
Dans la formation d’hétérochromatine dépendant des petits ARN, les lncRNAs servant de 
plateforme au recrutement des complexes effecteurs jouent un rôle majeur dans le 
« silencing » de ces régions. Mais de nombreux autres systèmes de mise sous silence de 
transcription utilisent eux aussi des lncRNAs.  
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Figure 7 : Formation d’hétérochromatine dépendant du RNAi chez S. pombe. A) La transcription bi 
directionnelle et les lncRNAs formant des structures tige-boucle activent la voie du RNAi et 
permettent la production de siRNAs via la protéine Dcr1. B) Les siRNAs sont chargés dans Ago1 au 
sein du complexe ARC libérant le brin passager. Ago1 chargé de son siRNA simple brin va former le 
complexe RITS en se liant aux protéines Tas3-Chp1. C) Le recrutement de RITS sur l’ARN naissant se 
fait via l’interaction du siRNA et de l’ARN cible par appariement de séquence et par la liaison entre le 
chromodomaine de Chp1 et la marque épigénétique H3K9me. RITS permet le recrutement du 
complexe CLRC (Clr4-Rik1-Cul4 methyltransferase complex) comprenant l’histone méthyltransférase 
Clr4 qui va permettre la déposition de la marque H3K9 à la chromatine. D) RITS va aussi permettre le 
recrutement du complexe RDRC qui va transcrire l’ARN sous forme double brin, induisant la 
formation de nouveaux siRNAs amplifiant ainsi le système en cis (Schéma adapté de Martienssen and 
Moazed, 2015). 
 
3.2. Mise sous silence de la transcription par l’intermédiaire des lncRNAs  
Au sein d’une cellule on retrouve une myriade d’ARN non-codants dont une majorité de 
longs ARN non-codants. Cependant, bien que la fonction des ARN non-codants dans la 
régulation post-transcriptionnelle des ARN messagers soit de mieux en mieux comprise 
notamment grâce à l’étude du RNAi, leurs rôles dans la régulation de la transcription et de la 
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modification de la chromatine restent encore majoritairement à éclaircir. L’un des ARN longs 
non-codants les plus étudiés est le lncRNA Xist qui représente un véritable paradigme pour 
comprendre les mécanismes de mise sous silence transcriptionnelle par un lncRNA.  
 
3.2.1. Le lncRNA Xist  
Le long ARN non-codant Xist (X-inactive-specific transcript) est responsable chez les 
mammifères de l’inactivation d’un des deux chromosomes X chez les femelles (Wutz, 2003). 
Il fait partie de l’un des premiers lncRNAs découvert chez les mammifères (Brockdorff et al., 
1991). Le gène Xist est localisé sur le chromosome X et produit un transcrit de 17 à 20 Kb qui 
a la propriété de recouvrir complétement le chromosome X inactivé (Fig  8A, Brown et al., 
1992).  
Seul le chromosome X inactivé (Xi) va exprimer Xist, qui est indispensable à son 
inactivation (Penny et al., 1996). Les cellules qui forment l’embryon dans le placenta des 
mammifères subissent l’inactivation de l’un des deux chromosomes X de manière aléatoire. 
Dans un premier temps, les deux chromosomes X vont s’apparier au niveau du centre 
d’inactivation Xic (X inactivation center) qui contient de nombreux éléments de régulation 
dont le gène Xist. Cet appariement peut se faire à l’aide du transcrit anti-sens de Xist appelé 
Tsix ( Bacher et al., 2006).  
Tsix, fortement exprimé au chromosome actif (Xa) va inhiber l’expression de Xist. Au 
niveau du futur Xi, l’inactivation se fait via l’activation de l’expression de Xist grâce à la 
fixation d’un facteur de transcription appelé YY sur le site de nucléation localisé dans le 
premier exon du gène Xist (Jeon and Lee, 2011) et via le recrutement du complexe PRC2 
(Polycomb Repressive Complex 2) sur une séquence de l’ARN conservée et appelée RepA (Fig  
8B, Lee and Bartolomei, 2013). L’expression de Xist va amplifier le recrutement de PRC2 à la 
chromatine entrainant la déposition de la marque d’hétérochromatine H3K27me3. Le 
recouvrement de Xist sur l’intégralité du chromosome Xi va permettre la diffusion de PRC2 
et de la marque H3K9me3 sur tout le chromosome (Wutz et al., 2002).  
Plus récemment, il a été montré que le lncRNA Xist est hautement méthylé sur la N6-
Adénosine (m6A) et que cette modification est importante pour la mise sous silence de 
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gènes dépendant du lncRNA Xist. De manière intéressante, la protéine à domaine YTH, 
YTHDC1, un « reader » de m6A, serait impliquée dans la mise sous silence des gènes 
dépendant du lncRNA Xist (Patil et al., 2016). Au cours de ma thèse, je me suis intéressé à la 
protéine Mmi1 une protéine à domaine YTH homologue à YTHDC1 dans son rôle de mise 
sous silence dépendant d’un lncRNA. Ces études suggèrent une conservation des 
mécanismes de mise sous silence dépendant des lncRNAs au cours de l’évolution. 
Malgré sa découverte en 1991 (Borsani et al., 1991; Brockdorff et al., 1991; Brown et 
al., 1992) et le fait qu’il soit activement étudié depuis cette époque (Gendrel and Heard, 
2014) peu d’informations sont encore disponibles sur le mode d’action du Xist et sa fonction 
moléculaire. L’étude de Xist montre ainsi la difficulté de travailler avec les lncRNAs.  
  
Figure 8 : Inactivation du chromosome X par le lncRNA Xist chez les mammifères. A) Le centre 
d’inactivation (Xic) va permettre l’initiation de l’inactivation du chromosome via l’activation du gène 
Xist sur l’un des deux chromosomes et son recouvrement en cis par le lncRNA Xist. B) Représentation 
du Xic contenant le gène Xist et son anti-sens Tsix produit par le chromosome X actif (Xa). Le Xi est 
inactivé suite à l’activation de la transcription de Xist par le facteur YY et le recrutement de PRC2 à la 
chromatine par le lncRNA Xist.  
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3.2.2. Les principaux mécanismes d’action connus des lncRNAs  
Depuis la découverte du lncRNA Xist, de très nombreux autres lncRNAs ont été 
découverts. Des fonctions et mécanismes moléculaire ont été élucidés pour certains d’entre 
eux. Parmi ces mécanismes on retrouve des fonctions associées à la régulation post-
transcriptionnelle et transcriptionnelle.  
3.2.2.1. Les mécanismes de régulation post-transcriptionnelle  
Un très grand nombre de lncRNAs ont une localisation prédominante dans le 
cytoplasme chez les humains (Derrien et al., 2012; Djebali et al., 2012), suggérant qu’ils sont 
impliqués dans des fonctions post-transcriptionnelles. Cependant encore peu de ces 
fonctions post-transcriptionnelles ont été mises en évidence (Ulitsky and Bartel, 2013). 
Comme décrit précédemment, les lncRNAs sont nécessaires à la production des 
miRNAs (pri-miRNAs) et participent pour cette raison à la mise sous silence post-
transcriptionnelle par la voie du RNAi (Fig  9A, Ghildiyal and Zamore, 2009; Lagos-Quintana 
et al., 2001; Lau et al., 2001). 
Parmi les fonctions post-transcriptionnelles décrites, Il a été montré que les lncRNAs 
avaient une fonction importante dans la régulation de l’épissage. C’est le cas notamment du 
lncRNA MALAT1 (Metastasis-Associated Lung Adenocarcinoma) chez l’Homme. MALAT1 a 
été initialement caractérisé pour son implication dans les cancers du poumon puis dans 
d’autres types de cancer où il est fortement dérégulé (Ji et al., 2003). Par la suite, il a été 
montré qu'il avait de nombreuses fonctions biologiques dans l’épissage alternatif, 
l’organisation nucléaire ou les modifications épigénétiques (Zhang et al., 2017). Le contrôle 
de l’épissage alternatif par ce lncRNA se fait par son interaction avec le spliceosome et les 
pré-ARNm (Fig  9B, Tripathi et al., 2010).  
Bien que des lncRNAs fonctionnent dans la voie du RNAi, d’autres peuvent agir 
comme une « éponge » ou un « leurre » pour les petits ARN non-codants. En effet il a été 
proposé que la concentration en miRNAs dans le cytoplasme (et probablement dans le 
noyau) soit régulée par la quantité de lncRNAs possédant des séquences ciblées par ces 
miRNAs. Cette fonction a notamment été découverte chez les plantes où un lncRNA appelé 
IPS1 (Induced by Phosphate Starvation 1) possède des séquences reconnues par le miRNA-
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399 (miR-399). En conditions normales de croissance, le miR-399 va cibler l’ARNm PHO2 qui 
est impliqué dans le métabolisme du phosphate. En condition de carence en phosphate, IPS1 
est surexprimé par la cellule, ce qui va séquestrer miR-399 et permettre à PHO2 d’être 
exprimé (Franco-Zorrilla et al., 2007). Ces lncRNAs, appelés « competitive endogenous RNA » 
(ceRNA) ont été aussi découverts chez l’Homme dans d’autres mécanismes similaires, en 
particulier dans le contrôle de la différentiation musculaire et de l’auto renouvellement des 
cellules souches (Fig  9C, Karreth et al., 2011; Salmena et al., 2011; Tay et al., 2011). Parmi 
ces ceRNAs on retrouve aussi une classe particulière de lncRNAs qui sont sous forme 
circulaire (circular RNAs), et qui ont été identifiés pour la première fois dans les testicules de 
souris (Capel et al., 1993). Mais ce n’est que bien plus tard que la fonction de ces ARN 
circulaires, résistants aux exonucléases, dans la séquestration des miRNAs a été mise en 
évidence (Memczak et al., 2013). 
D’autres lncRNAs vont aussi inhiber la voie du RNAi, non pas en séquestrant les petits 
ARN non-codants, mais en jouant le rôle d’inhibiteur compétitif aux cibles du RNAi. C’est 
notamment le cas du lncRNA BACE1AS chez l’Homme qui est impliqué dans la maladie 
d’Alzheimer où il est surexprimé (Faghihi et al., 2008). Ce lncRNA est partiellement anti-sens 
à sa cible ARNm BACE1. La fixation de BACE1AS sur BACE1 va stabiliser ce dernier en 
recouvrant la séquence spécifique d’un miRNA. Ce dernier ne pourra plus se fixer sur BACE1 
empêchant ainsi sa dégradation  (Fig  9D, Faghihi et al., 2010). 
Un exemple de lien entre lncRNA et exosome a aussi été mis en évidence chez 
l’Homme. Il a été montré que des lncRNAs peuvent reconnaitre des éléments répétés « Alu » 
dans les régions 3’ UTR de certains ARNm formant une structure double brin qui active la 
voie de dégradation exosome-dépendant SMD (Straufen-Mediated Decay, Fig  9E, Park and 
Maquat, 2013; Park et al., 2013). 
Malgré la grande variété de fonctions post-transcriptionelles découvertes, le nombre 
de lncRNAs cytoplasmiques encore inconnu suggère, qu’à l’heure actuelle, les fonctions 
connues des lncRNAs ne représentent que la partie émergée de l’iceberg.  
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3.2.2.2. Les mécanismes de régulation transcriptionnelle 
A la lumière des études réalisées sur le lncRNA Xist, plusieurs fonctions 
transcriptionnelles ont été découvertes chez de nombreux lncRNAs. De la même manière 
que le Xist, certains de ces lncRNAs peuvent agir à proximité de leur sites de synthèse (cis) 
tandis que d’autres vont agir à distance sur plusieurs chromosomes (trans) (Vance and 
Ponting, 2014). 
 
a) Régulation transcriptionnelle par les lncRNAs en trans 
Des lncRNAs peuvent s’associer avec des activateurs ou répresseurs de la 
transcription et réguler ainsi plusieurs gènes. Dans le cas des cancers de la prostate, il a été 
montré qu’un lncRNA surexprimé va s’attacher au récepteur de l’androgène (AR). Son 
association à ce récepteur va permettre l’activation de plus de 2000 gènes dépendants de 
l’androgène (Androgen-dependent genes) (Fig  9H et 9I, Yang et al., 2013). 
Un lncRNA peut aussi servir de guide pour des complexes de modification de la 
chromatine via son interaction directe avec l’ADN par appariement de base, formant un 
triplex ADNdb-ARNsb, au promoteur des gènes cibles. Ce mécanisme a notamment été mis 
en évidence pour le recrutement de l’ADN méthyltransférase DNMT3b par un lncRNA au 
promoteur ciblé par le facteur de transcription TTF-1 (Transcription Termination Factor 1) 
chez l’Homme (Fig  9J, Schmitz et al., 2010).  
Un lncRNA unique peut s’associer avec des complexes de modification de la 
chromatine pour aller agir à de multiples loci et réguler leur transcription. Cela a notamment 
été montré par la découverte du lncRNA Hotair (HOX antisens intergenic RNA) qui est 
conservé chez la souris et l’Homme. Hotair est transcrit depuis l’homeobox (Hox) C et 
fonctionne en trans pour aller éteindre la transcription des gènes sur le locus Hox D situé sur 
un autre chromosome. Les gènes HOX codant pour des facteurs de transcription 
d’importance fondamentale pour le développement embryonnaire, Hotair joue un rôle 
essentiel dans le contrôle de la différenciation cellulaire (Bhan and Mandal, 2015). La mise 
sous silence des gènes HOX par Hotair se fait grâce à son association avec PRC2 et son 
recrutement sur la chromatine permettant ainsi la formation d’hétérochromatine à ces 
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régions. Ce mécanisme met en évidence des fonctions d’ARN structurants pour la formation 
de complexes de modification de la chromatine (Fig  9K, Rinn et al., 2007; Tsai et al., 2010). 
 
b) Régulation transcriptionnelle par les lncRNAs en cis 
L’une des fonctions les plus fréquemment associée aux lncRNAs est de servir de 
plateforme pour recruter des complexes de modification de la chromatine à l’instar de Xist 
avec le complexe PRC2. Grâce à la méthode de précipitation de l’ARN et de séquençage 
d’ARN à haut débit (RNA-seq), il a pu être mis en évidence que le complexe PRC2 chez 
l’Homme était associé à un grand nombre de lncRNAs, suggérant une étroite relation entre 
les ARN non-codants et le remodelage de la chromatine (Zhao et al., 2010). 
Dans ces cas de régulation co-transcriptionnelle, c’est le lncRNA lui-même en cours 
de transcription qui va servir de plateforme au recrutement de complexes de remodelage de 
la chromatine (Fig 9L). Chez la plante il a notamment été mis en évidence que les lncRNAs en 
cours de transcription étaient reconnus par la machinerie du RNAi et recrutaient l’ADN 
méthyltransférase RDM pour mettre sous silence les régions ciblées (Fig  6, Haag and 
Pikaard, 2011). Comme décrit précédemment, chez la levure S. pombe, les longs transcrits 
non-codants en cours de transcritpion provenant des régions péri-centromériques 
permettent le recrutement d’acteurs permettant de former l’hétérochromatine (Motamedi 
et al., 2004; Verdel, 2004; Volpe et al., 2002). 
 
En résumé, les ARN non-codants représentent une majorité du transcriptome des 
eucaryotes supérieurs. Ils ont longtemps été considérés comme de simples sous-produits de 
la cellule sans fonction hormis quelques exceptions. Toutefois le nombre d’articles associant 
des fonctions importantes aux ARN non-codants explose littéralement. Nous sommes pour 
cette raison probablement très loin être en mesure de dresser une liste exhaustive des 
fonctions et mécanismes moléculaires associés aux lncRNAs.  
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Figure 9 : Différents mécanismes associés à la fonction  des lncRNAs. Figure adapté de Yang et al., 
2014. A) Les miRNAs sont produits à partir des lncRNAs, ceux-ci vont donc servir de réservoir à 
miRNA. B) Les lncRNAs peuvent se fixer sur la limite intron/exon et empêcher l’épissage alternatif. C) 
Certains lncRNAs peuvent contenir des séquences reconnues par certains miRNAs, grâce à cela les 
miRNAs sont séquestrés et ne peuvent plus aller inactiver leurs cibles. D) Les lncRNAs peuvent aussi 
agir comme inhibiteurs compétitifs directement sur les cibles ARN des miRNAs. E) La structure en 
double brin lncRNAs::ARNm peut activer la dégradation par la machinerie de l’exosome 
cytoplasmique. F) Des lncRNAs anti-sens peuvent former un duplex ARN-ARN avec l’ARN pré-
messager qui recrute l’enzyme d’édition de l’ARN ADAR (Adenosine Deaminase that Act on RNA) 
(Singh, 2012). G) Les lncRNAs se fixant sur les mRNAs peuvent influencer positivement ou 
négativement l’efficacité de traduction selon les cibles ARNm et la structure du lncRNA. H) Les 
lncRNAs interagissent directement avec des facteurs de transcription pour permettre l’activation de 
certains gènes. I) A l’inverse, certains lncRNAs interagissent avec des facteurs de transcription pour 
les inactiver. J) A l’image du RNAi où un petit ARN peut servir de guide, les lncRNAs pourraient aussi 
servir de guide pour des protéines de modification de la chromatine. K) Les lncRNAs peuvent servir 
d’ARN structurant pour des complexes de modification de l’hétérochromatine. L) Le lncRNA en cours 
de transcription va former une plateforme de recrutement pour des modificateurs de la chromatine. 
C’est notamment le cas pour le lncRNA Xist qui va recruter le complexe PRC2 nécessaire à la 
formation d’hétérochromatine au chromosome X à inactiver. 
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Chapitre II : Régulations co- et post-
transcriptionnelles par l’exosome 
 
La cellule a mis au point un réseau complexe de régulations impliquant de 
nombreuses nucléases permettant de contrôler les ARN non-codants. Parmi ces nucléases, la 
machinerie de l’exosome joue un rôle majeur. Ce complexe fait partie des machineries les 
plus conservées entre tous les organismes. Dans ce chapitre je vais présenter la structure et 
l’activité de dégradation de l’exosome, les cofacteurs nécessaires à sa fonction, pour finir par 
les différentes fonctions cellulaires de l’exosome et de ses cofacteurs. 
Comme décrit précédemment, la quasi-totalité du génome génère un nombre 
considérable de transcrits codants et non-codants. Ces transcrits non-codants sont soit des 
transcrits régulateurs de nombreux processus cellulaires, soit des transcrits potentiellement 
délétères pour la cellule et issus de la transcription pervasive. Il est absolument essentiel 
pour le bon fonctionnement de la cellule de contrôler très finement le niveau de ces 
différents ARN (Houseley, 2012; Houseley and Tollervey, 2008).  
Ce contrôle qualitatif et quantitatif des ARN est assuré par un réseau complexe 
d’endonucléases et d’exonucléases, parmi lesquelles l’exosome occupe une place centrale 
notamment pour les ARN non-codants.  
Historiquement, l’exosome fût découvert chez la levure S. cerevisiae, et c’est dans ce 
modèle biologique que le plus grand nombre d’études a été réalisé pour comprendre sa 
structure et ses fonctions. Je présenterai donc l’état des connaissances concernant les 
cofacteurs et les fonctions de l’exosome chez S. cerevisiae, puis chez la levure S. pombe qui 
est le modèle d’étude utilisé au cours de mes travaux de thèse, pour finir chez l’Homme afin 
de comprendre la conservation de ces systèmes au cours de l’évolution. 
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1. Structure et activité de dégradation de l’exosome 
L’exosome est un complexe protéique nucléaire et cytoplasmique extrêmement bien 
conservé au cours de l’évolution. L’exosome dégrade les ARN via une activité endo- et 
exonucléolytique. Cette dégradation des ARN permet le contrôle d’un grand nombre de 
fonctions cellulaires, il est essentiel notamment pour la maturation, la surveillance et la 
terminaison des ARN. Ce complexe est absolument essentiel à la survie de la cellule et 
nécessite de nombreux cofacteurs qui l’assistent dans sa fonction et son recrutement 
spécifique aux différentes cibles ARN.  
1.1. Structure de l’exosome 
L’exosome possède un cœur composé de neuf protéines conservées depuis les 
procaryotes et les Archaea jusqu’aux eucaryotes supérieurs. Ce cœur appelé exo-9 forme un 
anneau possédant un canal central de 8 à 10 Å pouvant laisser passer un ARN simple brin, 
suggérant que l’ARN est déstructuré pour former un simple brin linéaire afin de passer au 
travers de l’exosome (Liu et al., 2006; Lorentzen and Conti, 2006). Le cœur de l’exosome 
chez la levure, l’archaebactérie ou l’Homme est proche structurellement du mono-hexamère 
RNase PH (Phosphorolytic RNA-degrading, Deutscher et al., 1988) de la bactérie ainsi que la 
RNase PNPase (PolyNucleotide Phosphorylase) présente à la fois chez les bactéries et les 
eucaryotes supérieurs (Leszczyniecka et al., 2002). La grande conservation au cours de 
l’évolution suggère l‘importance cruciale de la structure en tunnel pour la fonction de 
dégradation de l’ARN (Fig 10, Lykke-Andersen et al., 2009). 
Chez tous les eucaryotes, l’anneau est constitué de trois hétéromères distincts 
composés de six protéines : Rrp41-Rrp45, Rrp46-Rrp43 et Mtr3(/Mtr41)-Rrp42 (Liu et al., 
2006). Cet anneau de six protéines est stabilisé par trois protéines additionnelles, Csl4, 
Rrp40 et Rrp4 (Lykke-Andersen et al., 2009, Fig 10).  
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Figure 10 : Architecture commune des complexes de dégradation de l’ARN. Figure extraite de 
Lykke-Andersen et al., 2009. A) Diagramme schématique illustrant les sous-unités et la composition 
de la RNase PH bactérienne (les domaines PH (Phosphorolytique) sont représentés en vert foncé ou 
clair selon leur orientation au sein de la structure), de la RNase PNPase (homo-trimère ou chaque 
sous-unité comporte deux domaines RNase PH-like appelés PH1 et PH2), du cœur de l’exosome chez 
les archaebactéries et le cœur de l’exosome chez la levure et l’Homme. B) Structures 
tridimensionnelles des différents complexes de dégradation de l’ARN : RNAse PH (Ishii et al., 2003), 
PNPase (Symmons et al., 2000), cœur de l’exosome chez l’Archeaebactérie (Lorentzen et al., 2007), 
et chez l’Homme (Liu et al., 2006 ).   
Bien que le cœur de l’exosome possède trois domaines d’activité phosphorolytique 
tout comme la RNAse PH et la PNPase, il a été montré que chez les eucaryotes, ce cœur est 
catalytiquement inactif. Ce n’est par conséquent pas le cœur de l’exosome qui possède 
l’activité catalytique de dégradation des ARN (Dziembowski et al., 2007; Lorentzen et al., 
2007). Ses activités catalytiques sont apportées par la nucléase Rrp44, présente à la fois dans 
le cytoplasme et le noyau, et par la nucléase Rrp6, présente seulement dans le noyau.  
 La nucléase active Rrp44, aussi appelée Dis3, est l’homologue de la RNAse II/R 
bactérienne et s’associe à la base du cœur de l’exosome pour former le complexe Exo-10 
(Lorentzen et al., 2008). L’exo-10 est présent dans toute la cellule, alors que le complexe 
Exo-11 qui contient en plus la nucléase Rrp6 homologue de la RNaseD bactérienne est 
retrouvé uniquement dans le noyau. Les fonctions de l’exo-10 concernent surtout le contrôle 
qualité des ARNm par la voie NMD (Non–Mediated Decay). Mes travaux de thèse se sont 
focalisés sur la fonction de l’exosome nucléaire (Exo-11), ainsi le manuscrit va 
majoritairement aborder la structure et la fonction de celui-ci.  
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1.2. Activité de dégradation de l’exosome  
L’exosome nucléaire a été initialement identifié comme un facteur central dans la 
maturation et la dégradation d’ARN stables tel que les ARNr, les snoARN (small nucleolar  
RNAs : snoRNAs), les snARN (small nuclear RNAs : snRNAs) et les ARNt (Allmang et al., 1999; 
Mitchell et al., 1996, 1997). Depuis, de nombreuses autres cibles ARN de l’exosome ont été 
identifiées partout dans le génome chez la levure, la drosophile, la souris, les plantes et 
l’Homme, révélant ainsi une très large variété de cibles. Toutes ces données ont permis 
d’élargir les rôles de l’exosome dans la surveillance des ARN (Chekanova et al., 2007; Kiss 
and Andrulis, 2010; Schneider et al., 2012). 
 Malgré l’absence d’activité catalytique contenue dans le coeur, l’exosome force la 
majorité des substrats à passer au centre de son tunnel central (Makino et al., 2015 , Fig 11). 
La nucléase Dis3(/Rrp44) possède à la fois une activité endo- et exo-nucléase (Lebreton et 
al., 2008; Schneider et al., 2007; Wasmuth and Lima, 2012) et est essentielle à la cellule, 
tandis que Rrp6 possède seulement l’activité 5’-3’ exonucléase (Wasmuth et al., 2014).  
 
Figure 11: Dégradation de l'ARN par l'exosome nucléaire. L’ARN dégradé par Rrp6 passe par 
l’anneau supérieur composé de protéines de la famille S1/KH mais pas par le coeur RNase PH-like, 
tandis que l’ARN dégradé par Dis3 passe par le tunnel central du cœur de l’exosome sous forme 
simple brin. Schéma adapté de Makino et al., 2015 
 
53 
 
Le caractère essentiel de toutes les sous-unités du cœur de l’exosome et de Dis3, 
montre l’aspect non redondant de la fonction de dégradation de l’exosome avec les autres 
nucléases de la cellule. Bien que la protéine Rrp6 ne soit pas essentielle, la délétion de son 
gène chez la levure entraine un retard de croissance très important suggérant que Dis3 et 
Rrp6 ne partagent pas les mêmes fonctions, ni les mêmes cibles ARN.  
La caractérisation structurale de l’exosome a permis de mettre en évidence que l’ARN 
transite par le cœur pour atteindre le site catalytique de Rrp44/Dis3 (Makino et al., 2015; 
Wasmuth and Lima, 2012). Cependant les mécanismes par lesquels l’ARN est apporté à la 
protéine Rrp6 ou encore le fait qu'il utilise ou non le canal central de l’exosome, sont encore 
mal connus. Des études structurales de l’exosome ont mis en évidence que Rrp6 se fixe à 
l’ARN simple brin polyadénylé. L’ARN en 3’ est accroché au site catalytique de Rrp6 tandis 
que le reste de l’ARN traverse l’anneau S1/KH dans un sens opposé à ce qui est observé pour 
Dis3 (Fig11, Wasmuth et al., 2014). De plus il a été montré que Rrp6 et Dis3 ont des substrats 
ARN différents. Rrp6 est capable de dégrader des ARN dont la partie 3’ se termine par une 
fonction hydroxyde (–OH) ou un phosphate (-PO4) tandis que Rrp6 ne reconnait pas les ARN 
qui se terminent par un phosphate (Zinder et al., 2016).  
Globalement, la cellule va utiliser les fonctions de nucléase de l’exosome pour la 
maturation et la surveillance d’un très grand nombre d’ARN. Plus récemment, le rôle de 
l’exosome dans le maintien sous silence de régions hétérochromatiques et dans la 
terminaison a été mis en évidence et sera décrit plus loin dans ce chapitre.   
Bien que l’exosome possède des fonctions de dégradation de l’ARN, il a été montré in 
vitro qu’il est relativement inactif après purification (Mitchell et al., 1997). Pour fonctionner 
efficacement, il est essentiel que l’exosome soit associé de cofacteurs qui vont l’assister dans 
sa fonction. Ces cofacteurs vont permettre le recrutement et la reconnaissance de l’exosome 
à ses cibles, le déroulement de l’ARN, et la poly(A) polymérisation des cibles, permettant 
l’ancrage de l’ARN à l’exosome.  
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2. Cofacteurs de l’exosome  
L’intégralité des cofacteurs, qu’ils soient conservés entre les espèces ou uniques à un 
organisme, ont pour fonction de recruter et d’assister la fonction de l’exosome qui va ainsi 
pouvoir réguler le métabolisme des ARN au sein de la cellule.  
A l’instar de l’exosome, la structure des différents cofacteurs est très conservée au 
cours de l’évolution. Cependant les fonctions de certains cofacteurs ont légèrement 
divergées au cours de l’évolution.  
Parmi ces cofacteurs on retrouve le complexe TRAMP (Trf4-Air1-Mtr4 
Polyadenylation complex), la protéine Cti1/Rrp47, la protéine Mpp6, le complexe NNS (Nrd1-
Nab3-Sen1) chez S. cerevisiae ainsi que le complexe MTREC/NURS (Mtl1-Red1 Core/Nuclear 
RNA Silencing) chez S. pombe et son homologue NEXT (Nuclear Exosome Targeting Complex) 
chez l’Homme (Table 1).  
Tableau 1 : Conservation des co-facteurs de l’exosome de la levure à l’Homme  
Complexes/ 
Cofacteurs 
Nom chez 
 S. pombe 
Homologue 
chez 
 S. cerevisieae 
Homologue 
chez l’Humain 
Fonction moléculaire/ 
Commentaires 
TRAMP 
Cid14 Trf4  hTrf4/PAPD7 Poly(A) polymérase 
/ Trf5 / 
Mtr4 Mtr4 hMtr4/SKIV2L2 Hélicase à ARN 
Air1 Air1 ZCCHC7 Liaison à l’ARN 
/ Air2 / 
Cti1 Cti1 Rrp47 C1D/Lrp1 Liaison à l’ARN 
Mpp6 Mpp6 Mpp6 MPP6 Liaison à l’ARN 
MTREC/NURS 
chez S. pombe ; 
NEXT chez 
l’Homme 
Mtl1 Mtr4 hMtr4/SKIV2L2 Hélicase à l’ARN  
Red1 / Zcchc8 Protéine à doigts de Zinc 
Iss10/Pir1 / Rbm7 (?) Homologie entre Iss10 et 
Rbm7 suggérée mais non 
prouvée 
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NNS (spécifique 
à S. cerevisiae)  
Seb1 Nrd1 ? Liaison à l’ARN  
Nab3 Nab3 ? Liaison à l’ARN 
Sen1 Sen1 SETX/senotaxin Hélicase ARN/ADN 
 
2.1. Le complexe TRAMP 
Découvert pour la première fois chez la levure S. cerevisiae, le complexe TRAMP est 
un complexe trimèrique composé chez celle-ci de l’hélicase à ARN Mtr4, des poly(A) 
polymérases non-canoniques Trf4 ou Trf5 ainsi que des protéines à doigts de zinc Air1 ou 
Air2. Chez S. cerevisiae on distingue deux complexes, TRAMP4 et TRAMP5 contenant 
respectivement Trf4 et Trf5 (LaCava et al., 2005). TRAMP4 est présent surtout dans le 
nucléoplasme tandis que TRAMP5 est principalement localisé dans le nucléole (Anderson 
and Wang, 2009). 
Chez la levure S. pombe, le complexe TRAMP est composé de Mtr4, Air1 et Cid14. La 
protéine Cid14 est l'homologue de Trf4. Chez l’Homme, bien que l‘existence du complexe 
TRAMP soit sujet à débat, un complexe TRAMP-like composé de Mtr4, PAPD5 et ZCCHC7 est 
présent et assiste l’exosome de manière similaire au complexe TRAMP (Fig 13, Sudo et al., 
2016). 
TRAMP va assister l’exosome dans ses fonctions de maturation des ARN 
ribosomiques et dans la surveillance des ARN cryptiques (de la Cruz et al., 1998; LaCava et 
al., 2005; Liang et al., 1996). 
2.1.1. Les poly(A) polymérases : Cid14/Trf4 et Trf5 
Les ARNm après transcription sont polyadénylés à leur extrémité 3’ afin de les 
stabiliser et de permettre leur export dans le cytoplasme nécessaire pour leur traduction. 
Cette polyadénylation est réalisée par la polymérase canonique PAP (Poly(A) Polymerase) 
également conservée chez tous les eucaryotes étudiés. Les études effectuées sur TRAMP ont 
permis de mettre en évidence que la polyadénylation des ARN est aussi importante pour 
leur dégradation.  
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Les ARN cibles de l’exosome sont polyadénylés avec une queue poly(A) courte, de 3-4 
adénines. Pour se faire TRAMP utilise une poly(A) polymérase non canonique, Trf4 ou Trf5 
chez la levure S. cerevisiae. (Vaňáčová et al., 2005). 
Cette queue poly(A) de 3-4 adénines ajoutée en 3’ des cibles de TRAMP va servir 
d’accroche pour l’hélicase Mtr4 qui va ensuite faire passer l’ARN dans le tunnel central de 
l’exosome accédant ainsi à la sous-unité catalytique Dis3/Rrp44 (Jia et al., 2011, Fig 11).  
Chez S. pombe et chez l’Homme, Cid14/hTrf4 vont elles aussi permettre la 
polyadénylation des ARN cibles de l’exosome (Win et al., 2006).   
2.1.2. L’hélicase à ARN : Mtr4 
Mtr4 est la sous-unité la plus conservée au sein du complexe TRAMP. C’est une 
protéine de la famille des ARN hélicases à motif DEVH box, ATP dépendantes, requises pour 
l’activité de l’exosome (de la Cruz et al., 1998).  
Il a été montré chez S. cerevisiae que Mtr4 utilise sa fonction ARN hélicase pour 
dérouler l’ARN et permettre son passage sous forme ARN simple brin dans le canal central 
de l’exosome (Fig 12, Makino et al., 2015). Contrairement aux autres sous-unités de TRAMP, 
Mtr4 est essentielle pour la cellule, suggérant qu’elle possède des fonctions indépendantes 
de ce complexe. Il est notamment connu que Mtr4 agit indépendamment de TRAMP pour la 
maturation des ARNr 5.8S (de la Cruz et al., 1998; van Hoof et al., 2000; Jackson et al., 2010; 
Kadaba et al., 2006). En accord avec ces données, il a été montré que Mtr4 est présent en 
excès dans le noyau en comparaison des autres sous-unités de TRAMP (LaCava et al., 2005).   
Mtr4 possède un domaine « Arch » formant un « bras » pouvant rediriger l’ARN qui 
passe dans le cœur de l’exosome pour être dégradé par Dis3, vers le site catalytique de Rrp6. 
Grâce à cela, les ARNr 7S sont maturés en ARNr 3.8S+30 par Dis3, puis redirigés à Rrp6 pour 
obtenir l’ARNr 3.8S mature. Ce processus est ATP-dépendant, et l’ATP est hydrolysé au 
niveau du domaine ATPase de Mtr4 (Fig 12, Jackson et al., 2010; Taylor et al., 2014). 
Il a aussi été montré que Mtr4 est capable de moduler l’activité de Cid14/Trf4. En 
effet, Mtr4 détecte le nombre d’adénines ajoutées par Cid14/Trf4 ou Trf5 et lorsque cette 
queue poly(A) atteint environ 4-5 adénines il désassemble TRAMP, libère l’ARN et par 
conséquent stoppe l’activité de la poly(A) polymérase (Jia et al., 2011).  
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Figure 12 : Le domaine Arch de Mtr4 permet de rediriger l’ARN de Dis3 à Rrp6 (d’après Schmidt and 
Butler, 2013). L’hydrolyse d’ATP par Mtr4 modifie la structure de son domaine Arch ce qui permet de 
rediriger l'ARN cible d'un nucléase (Dis3) à une autre (Rrp6). Il n’est encore pas clair si Mtr4 agit seul 
ou au sein de TRAMP pour ce mécanisme.  
Chez la levure S. pombe, il existe deux homologues de Mtr4 : le premier appelé Mtr4 
est présent au sein du complexe TRAMP de la même manière que chez S. cerevisiae, tandis 
que le second homologue appelé Mtl1 (Mtr4-like protein 1) est associé au complexe 
MTREC/NURS (Mtl1-Red1 Core/Nuclear RNA Silencgin) (Egan et al., 2014; Lee et al., 2013). 
Chez l’Homme, on retrouve Mtr4 au sein du complexe TRAMP-like qui agit dans le nucléole 
pour la maturation des ARNr. Mtr4 est aussi associé à un autre complexe nucléaire, appelé 
NEXT ( Nuclear EXosome Targeting) (Lubas et al., 2011, 2015, Fig 13A).  
 
2.1.3. Les protéines à doigts de Zinc : Air1/Air2 
Chez cerevisiae, Air1 et Air2 possèdent un domaine de liaison de l’ARN absolument 
essentiel à la fixation de TRAMP à ces cibles. En effet, malgré sa forte similarité avec la 
poly(A) polymérase canonique Pap1 au niveau du domaine catalytique, Trf4 ne possède pas 
de domaine de liaison à l’ARN. Son association avec les protéines de liaison à l’ARN Air1 ou 
Air2 est donc nécessaire à la stabilisation de TRAMP aux ARN (Holub et al., 2012; Vaňáčová 
et al., 2005). Il a été montré que Trf4 s’associe préférentiellement à Air2, tandis que Trf5 ne 
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s’associe qu’avec Air1 (Houseley and Tollervey, 2006). Air1 et Air2 contiennent cinq 
domaines à doigts de zinc de type CCHC leur permettant de fixer les ARN cibles de TRAMP. 
Chez la levure S. pombe et chez l’Homme, Air2 ainsi que Trf5 ne sont pas conservés, 
on ne retrouve donc que la version de TRAMP contenant Air1 (ZCCHC7 chez l’Homme) et 
Trf4.  
 
Figure 13 : Fonction de Mtr4 au sein du complexe TRAMP et NEXT chez l’Homme (d’après Lubas et 
al., 2011). A) Le complexe TRAMP, composé de hTrf4, Zcchc7 et Mtr4, va assister l’exosome dans la 
maturation des ARNr au sein du nucléole. B) le complexe NEXT, composé de Rbm7, Zcchc8 et Mtr4, 
assiste l’exosome pour la dégradation des ARN non-codants PROMPTs. Ces ncRNAs PROMPTs sont de 
petits ARN non-codants produits en antisens des régions promotrices des gènes, juste en amont du 
site de démarrage de la transcription (TSS : Transcription Start Site)  
 
Chez la levure S. pombe et chez l’Homme, le complexe TRAMP possède les mêmes 
fonctions que chez S. cerevisiae dans la maturation/dégradation des ARNr, des ARNt, et des 
petits ARN nucléaires (snRNAs). Cependant chez S. pombe, Mtl1, le deuxième homologue de 
Mtr4, va agir au sein du complexe MTREC/NURS dans la surveillance des ARN non-codants 
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(Egan et al., 2014; Lee et al., 2013). Chez l’Homme, bien qu’il n’y ait qu’un seul homologue 
de Mtr4, celui-ci est présent au sein du complexe TRAMP et du complexe NEXT, qui va agir 
tout comme MTREC/NURS dans la surveillance d’un grand nombre d’ARN non-codants, dont 
les PROMPTs (PROMoter uPstream Transcripts) des transcrits instables produits antisens des 
promoteurs de gènes. A l’image de TRAMP4 et TRAMP5 qui ont des localisations 
subnucléaires différentes, on retrouve un enrichissement de TRAMP au sein du nucléole 
alors que NEXT est quant à lui enrichi dans le nucléoplasme (Lubas et al., 2011, Fig 13B). Les 
complexes METREC/NURS chez S. pombe, et NEXT chez l’homme seront détaillé un peu plus 
loin dans ce chapitre. 
 
2.2. La protéine Cti1/Rrp47 
Chez cerevisiae, la protéine Rrp47, connue sous le nom de C1D/Lrp1 chez l’Homme 
ou Cti1 chez S. pombe est une petite protéine (environ 15kDa) capable de se lier à la fois à 
l’ARN et à l’ADN (Nehls et al., 1998; Schilders et al., 2007).  
Rrp47 a été initialement décrit pour son interaction directe avec Rrp6 (Mitchell et al., 
2003). De même que Rrp6 et TRAMP, Rrp47 est impliqué dans la maturation des ARNr 
(Mitchell et al., 2003) et la surveillance des ARNs non codants instable issue de la 
transcription pervasive, appelé CUTs (Cryptic Unstable Transcript) (Marquardt et al., 2011). 
De manière intéressante, il a été montré que Rrp47 est important à la fois pour la stabilité de 
la protéine Rrp6 mais aussi pour la transcription de son ARNm (Feigenbutz et al., 2013) 
confirmant une étroite relation entre ces deux protéines.  
Rrp47 est capable de se fixer aux ARN structurés tel que les structures tige-boucle 
poly(A)-poly(U) (structures possédées par les ARNt et ARNr) mais aussi sur l’ADN double 
brin. Sa constante de dissociation pour l’ADN est la même que pour l’ARN, suggérant ainsi 
que l’ARN peut jouer un rôle de compétiteur pour le recrutement de Rrp47 à l’ADN et 
inversement (Stead et al., 2007).  
Plus récemment, il a été montré que Rrp47 interagit avec la partie N-terminale de 
Rrp6 pour former une plateforme de recrutement pour la protéine Mtr4. Ceci suggère 
fortement que la majorité des fonctions de Rrp47 dans la maturation des ARNr ou la 
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dégradation des CUTs et des snRNAs proviendrait du recrutement de Mtr4/TRAMP à ses 
cibles (Schuch et al., 2014, Fig 14). 
Chez la levure S. pombe, des études ont montré que Cti1 (Cut3-Interacting Protein 1) 
a également des fonctions dans la réparation de l’ADN via son interaction avec les 
condensines. Cependant il n’est pas connu si cette fonction chez S. pombe est dépendante 
de l’exosome. (Akai et al., 2011; Chen et al., 2004).  
Chez l’Homme, C1D/Lrp1 a été initialement caractérisé pour son rôle dans la 
réparation de l’ADN, ce qui est en accord avec le rôle identifié chez la levure S. pombe 
(Jackson et al., 2016; Yavuzer et al., 1998). Tout comme Rrp47, son interaction avec Rrp6 et 
sa connexion physique avec l’exosome ont été démontrées (Schilders et al., 2007). 
 
Figure 14 : Recrutement de Mtr4 à l’exosome par Cti1 et Rrp6. A) La région N-terminale de Rrp6 et 
Rrp47 forment une plateforme permettant le recrutement de Mtr4 via sa queue N-terminale. B) 
Modèle du complexe Exo-11-Mpp6-Rrp47-Mtr4 (Schuch et al., 2014). 
 
2.3. La protéine Mpp6 
Chez la levure S. cerevisiae la délétion de mpp6 entraine, tout comme celle de rrp47, 
une accumulation des ARNr non matures ainsi que des CUTs. Cependant la double délétion 
de mpp6 et rrp47 est synthétique létale pour la cellule, indiquant que les deux protéines 
possèdent aussi des fonctions distinctes (Butler and Mitchell, 2010; Milligan et al., 2008). 
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Mpp6 interagit directement avec le cœur de l’exosome via la sous-unité Rrp40 (Schuch et al., 
2014; Wasmuth et al., 2017, Fig 14B). 
Contrairement à TRAMP et Rrp47/Cti1, la séquence de Mpp6 est moins conservée au 
cours de l’évolution. Cependant une étude récente a montré que Mpp6 fixe l’ARN et aide au 
recrutement de Mtr4 pour faciliter la dégradation et la maturation des ARN structurés par 
l’exosome (Wasmuth et al., 2017).  
 
2.4. Le complexe Nrd1-Nab3-Sen1 (NNS) 
Chez S. cerevisiae, Nrd1 est connu pour former un complexe trimérique avec Nab3 et 
Sen1, appelé complexe NNS (Nrd1-Nab3-Sen1). Nrd1 et Nab3 interagissent directement et 
de manière séquence-spécifique avec l’ARN naissant en cours de transcription (Carroll et al., 
2004; Lunde et al., 2011). Nrd1 va aussi interagir avec l’ARN polymérase II. La spécificité de 
Nrd1 et Nab3 à leurs ARN cibles a permi de suggérer que le complexe NNS aide l’exosome à 
distinguer les ARN à dégrader et les ARN à maturer (Vasiljeva and Buratowski, 2006). Le 
complexe NNS agit dans la terminaison des ARN non-codants (CUTs, snRNAs et snoRNAs), 
leur maturation et leur dégradation via son interaction avec la queue C-terminale de l’ARN 
polymérase II et via sa connexion avec l’exosome (Arigo et al., 2006; Carroll et al., 2004; 
Steinmetz et al., 2001; Thiebaut et al., 2006; Vasiljeva et al., 2008). Ce mécanisme sera 
détaillé dans la partie « Exosome et terminaison de transcription». Sen1, est une hélicase 
impliquée dans la résolution des structures R-loop des hybrides ARN-ADN. La résolution de 
ces structures aide à la terminaison des ARN par NNS (Mischo et al., 2011).  
Récemment il a été montré chez S. cerevisiae que Nrd1 peut interagir soit avec Mpp6 
induisant la terminaison des ARN cibles de NNS via la nucléase Dis3, soit avec Trf4 qui va 
permettre la maturation ou dégradation des cibles via Rrp6 (Kim et al., 2016). 
Nab3 peut interagir avec Rrp6 de manière indépendante de Nrd1. Contrairement au 
complexe NNS, Nab3 facilite la fonction du complexe TRAMP dans la maturation des ARNr. 
Qui plus est, des mutants des complexes TRAMP (4 ou 5) présentent des défauts de 
croissance importants. La surexpression de Nab3 va compenser ce défaut de croissance 
contrairement à la surexpression de Nrd1 et Sen1, confirmant ainsi des fonctions de Nab3 
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indépendantes de NNS. La restitution du phénotype sauvage dans des mutants de TRAMP 
par la surexpression de Nab3 est dépendante de Rrp6 mais pas du cœur de l’exosome. En 
effet, des cellules présentant des mutations pour les gènes codant pour les sous-unités de 
TRAMP et rrp6 ont un défaut de pousse qui n’est plus rétabli par la surexpression de Nab3. 
En revanche, le défaut de pousse observé dans des cellules mutées par TRAMP et le cœur de 
l’exosome sont toujours secourues par la surexpression de Nab3 (Fasken et al., 2015, Fig 15).  
Ainsi ces résultats confirment non seulement un rôle de Nab3 indépendant de NNS, 
mais aussi que Rrp6 possède des fonctions indépendantes du reste de l’exosome.  
 
Figure 15 : Rôle établi du complexe NNS (A) et rôle proposé pour le rôle de Nab3 seul (B). Schéma 
adapté de (Fasken et al., 2015). A) Le complexe NNS se fixe sur les séquences terminatrices des 
ncRNA et ARNr et recrute l’exosome nucléaire pour terminer, maturer ou dégrader les ARN. B) 
Modèle proposé par Fasken et al, où Nab3 recrute Rrp6 seul aux ncRNA pour maturer ou dégrader 
les ARN de manière Nrd1-indépendante.  
 
Chez la levure S. pombe, Seb1, l’homologue de Nrd1, fonctionne différemment du  
complexe NNS de S. cerevisiae. En effet, il a été montré que Seb1 favorise la terminaison des 
transcrits codants et non-codants de l’ARN polymérase II de manière indépendante de 
l’exosome. Pour cela, Seb1 va se fixer de manière séquence-spécifique à l’ARN naissant ainsi 
qu’à la queue C-terminale de la polymérase après son passage sur un site de 
polyadénylation. Seb1 favoriserait par la suite l’action du complexe de clivage et de 
polyadénylation (complexe CPF). L'absence de Seb1 favorise l’accès de la polymérase aux 
sites distaux de polyadénylation suggérant ainsi un rôle de Seb1 dans le contrôle co-
transcriptionnel de la polyadénylation alternative (Lemay et al., 2016).  
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Chez l’Homme, le complexe NNS ne semble pas conservé. Cependant l’homologue de 
Sen1 appelé SETX ou Senotaxin a été impliqué, de manière identique à Sen1, dans la 
résolution des structures hybrides ARN-ADN (R-loop) (Alzu et al., 2012) et dans la 
terminaison de transcription dépendante de l’exoribocnuléase 5’-3’  XRN2 (Skourti-Stathaki 
et al., 2011). La dépendance de ces fonctions à l'exosome n'est pas connue actuellement.    
 
2.5. Le complexe MTREC/NURS chez S. pombe et NEXT chez l’Homme 
Chez S. pombe, l’exosome en plus d’agir dans la surveillance des ARN non-codants, 
est aussi impliqué dans la surveillance d’ARNm méiotiques en cycle végétatif. L’exosome va 
contrôler leur stabilité et ainsi les dégrader en cycle végétatif pour empêcher les cellules de 
déclencher le processus de méiose en condition haploïde (Harigaya et al., 2006, Chapitre III). 
La protéine à doigts de zinc Red1 (RNA elimination defective 1) est impliquée dans ce 
système de contrôle de la stabilité des ARNm méiotiques (Sugiyama and Sugioka-Sugiyama, 
2011). 
Chez S. pombe, Mtl1 agit au sein d’un complexe appelé NURS pour Nuclear RNA 
Silencing ou MTREC pour Mtl1-Red1 Core. Mtl1 interagit fortement avec Red1 formant ainsi 
un complexe cœur appelé MTREC (Lee et al., 2013). D’autres travaux ont montré que MTREC 
est associé à un complexe plus large appelé NURS qui interagit avec l’exosome (Egan et al., 
2014). Au sein de ce complexe MTREC/NURS, on retrouve des protéines fortement 
impliquées dans le contrôle de la stabilité des ARNm méiotiques : Pab2, Red5 et Iss10 ainsi 
que les protéines à doigts de zinc Rmn1 et Ars2 (Egan et al., 2014; Zhou et al., 2015). 
Dans leur étude, Zhou et al. proposent que MTREC/NURS est composé de plusieurs 
sous-complexes pour recruter l’exosome à différentes cibles. Parmi ces sous-complexes, on 
retrouve le sous-complexe formé par l’association des protéines Rmn1, Pab2 et Red5. Ce 
sous-complexe va assister l’exosome dans la dégradation des CUTs. Ces transcrits non-
codant instable sont également dégradés via le sous-complexe composé de Ars2 et des 
protéines de liaison à la coiffe (cap-binding complex) Cbc1 et Cbc2. L’association de Mtl1, 
Nrl1 et Ctr1 forme un sous-complexe qui interagit avec la machinerie d’épissage et assiste 
ainsi la maturation des ARN. Pour finir, un dernier sous complexe comprenant la protéine 
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Iss10 et la protéine de liaison à l’ARN Mmi1 permet le recrutement de l’exosome à des 
ARNm méiotiques qui sont transcrits et dégradés par l’exosome en cycle végétatif  (Fig 16, 
Harigaya et al., 2006; Zhou et al., 2015, chapitre III). 
Chez l’Homme, le complexe NEXT semble s’apparenter au complexe MTREC/NURS. 
NEXT est composé de Mtr4 (homologue à Mtl1), Zcchc8 (homologue à Red1) et Rbm7. De 
plus NEXT et MTREC/NURS possèdent tous les deux une fonction de surveillance des ARN 
non-codants instables CUTs et PROMPTs (Lubas et al., 2011, Fig 13B). Par ailleurs, NEXT tout 
comme MTREC/NURS interagit avec le complexe de liaison à la coiffe (CBC) (Andersen et al., 
2013). Il a été montré que CBC-Ars2 (CBCA) stimule la maturation en 3’ d’un grand nombre 
d’ARN, et discrimine aussi les ARN à maturer de ceux à dégrader (Hallais et al., 2013). Le 
complexe CBCA-NEXT (CBCN) va permettre la terminaison de transcription de plusieurs 
familles d’ARN (Andersen et al., 2013) mais aussi la maturation d’un grand nombre d’ARN via 
la connexion de NEXT avec le spliceosome (Falk et al., 2016). Ces résultats suggèrent une 
conservation de la machinerie de surveillance des ARN non-codants de la levure à l’Homme 
(Andersen et al., 2013).  
 
Figure 16 : Modèle présentant le rôle du complexe MTREC/NURS dans la surveillance des ARN 
(d'après Zhou et al., 2015). Le cœur du complexe MTREX/NURS est composé de Mtl1, Red1 et Pla1 
qui vont interagir avec les divers sous-complexes pour assister l’exosome dans ses différentes 
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fonctions à ses différentes cibles ARN. Le sous-complexe composé de Rmn1-Pab2-Red5 ainsi que le 
sous-complexe composé de CBC-Ars2 (CBCA) vont assister l’exosome dans la prise en charge des 
CUTs. Le sous-complexe composé de Iss10 et Mmi1 va quant à lui assister la fonction de surveillance 
des ARNm méiotiques par l’exosome.  
 
3. Les fonctions cellulaires de l’exosome et de ses cofacteurs  
Cette aptitude de l’exosome à dégrader de manière très efficace les ARN va le placer 
au centre d’un très grand nombre de fonctions essentielles à la survie de la cellule. Parmi ces 
fonctions on retrouve des fonctions de maturation, de surveillance des ARN produits de la 
transcription pervasive qui sont pour la très grande majorité non-essentiels à la cellule voir 
toxiques pour celle-ci, et enfin de terminaison de transcription.    
3.1. Rôle de l’exosome et de TRAMP dans la maturation des ARN  
L’une des premières fonctions attribuée à l’exosome et à TRAMP est leur implication 
dans la maturation des ARN ribosomiques. Cette fonction a notamment été bien décrite 
chez la levure S. cerevisiae où l’exosome et TRAMP ont été les plus étudiés.  
3.1.1. La maturation des ARNr 
Chez les eucaryotes, la biogénèse des ribosomes au sein du nucléole est un processus 
complexe. L’assemblage des ribosomes nécessite la production des ARNr 5S, 18S, 5.8S et 25S 
(ou 28S chez les métazoaires). Les ADN ribosomaux sont arrangés en deux unités 
transcriptionnelles répétées : une contenant le gène de l’ARNr 5S d’un côté et une seconde 
contenant le 18S, 5.8S et 25S. De cette seconde unité est transcrit un précurseur de l’ARNr 
(pre-ARNr) contenant des longs fragments « spacers » externes (5’ETS et 3’ETS) et internes 
(ITS1 et ITS2) (fig 17). Pour maturer les ARNr, les fragments « spacers » internes et externes 
sont dégradés par diverses exonucléases, parmi lesquelles l’exosome associé de Rrp47 et 
TRAMP.  
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Figure 17 : Organisation des ADN ribosomiques et maturation des ARNr (d’après Fernández-Pevida 
et al., 2015). Les ADNr sont organisés en deux unités transcriptionnelles, la première produit un long 
pré-ARNr qui est ensuite maturé en ARN 18S, 5.8S et 25S. Ce long pré-ARN contient des fragments 
« spacers» externes appelés 5’ ou 3’ ETS (Extenal Transcribed Spacer) ou « spacers » internes appelés 
ITS (Internal Transcribed Spacer). La seconde unité transcriptionnelle est maturée en ARNr 5S et 
contient des régions « spacers » qui ne sont pas transcrites, appelés NTS (NonTranscribed Spacer). 
 
3.1.2. Implication de l’exosome dans la maturation des ARNr 
Chez la levure S. cerevisiae, la production des ARNr 18S, 5.8S et 25S à partir du pré-
ARNr dépend donc de la dégradation des fragments 5’ETS, 3’ETS, ITS1 et ITS2. Afin de 
procéder à cette maturation la cellule a recours à un réseau comprenant plusieurs nucléases 
dont l’exosome. Ce dernier va notamment être nécessaire pour l’étape de dégradation des 
5’ ETS via la fixation de TRAMP à ces régions (Sloan et al., 2014; Sudo et al., 2016). Mtr4 
assiste l’exosome dans le clivage de l’ITS1 et dans la maturation de la partie 5’ de l’ARNr 5.8S 
(de la Cruz et al., 1998, Fig 16). 
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Figure 18 : La maturation des ARNr est dépendante d’un réseau complexe de nucléases 
(violet/rouge) (d’après Fernández-Pevida et al., 2015). L’exosome (en rouge) accompagné de 
TRAMP est directement impliqué dans plusieurs étapes de la maturation des ARNr en dégradant les 
fragments ARNr ITS et ETS.  
Les mécanismes concernant la maturation des ARNr ainsi que les différents acteurs 
impliqués dans ce système sont conservés chez la levure S. pombe, la plante et l’Homme 
(Tomecki et al., 2017). 
En plus des ARNr, l’exosome est impliqué dans la maturation d’un grand nombre de 
snoRNAs, et de snRNAs. Ces ARN étant très structurés, il a été montré que Mtr4 est 
absolument essentielle pour leur maturation (van Hoof et al., 2000).  
 
3.2. Surveillance et contrôle qualité des ARN par l’exosome et ses 
cofacteurs  
De manière intéressante, l’exosome n’est pas seulement important pour maturer ces 
différents ARN, mais il va aussi jouer un rôle dans le contrôle qualité de ceux-ci. L’exosome 
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va ainsi dégrader les ARN qui possèdent des erreurs dans leur séquence ou des déficiences 
de structure. L’exosome va aussi dégrader les ARN issus de la transcription pervasive.  
3.2.1. Contrôle qualité des ARNm/ARNt 
La production d’un ARNm mature et fonctionnel nécessite un grand nombre d’étapes 
co- et post-transcriptionnelles. Lors du « capping », de l’épissage, de la polyadénylation et de 
l’export des ARN dans le cytoplasme, des erreurs peuvent se produire à chacune de ces 
étapes. Il est donc nécessaire pour la cellule d’avoir un système de contrôle pour vérifier 
l’intégrité de l’ARNm final afin d’éviter la production d’ARN potentiellement toxiques 
(Garneau et al., 2007). L’exosome et TRAMP ont été identifiés chez S. cerevisiae comme 
étant des facteurs majeurs du contrôle qualité des ARN (Harigaya and Parker, 2012; 
Schneider et al., 2012). En effet, l’exosome et TRAMP vont permettre la dégradation 
nucléaire de pré-ARNm aberrants résultant d’un défaut d’épissage (Bousquet-Antonelli et 
al., 2000; Gudipati et al., 2012; Schneider et al., 2012) ou d’export (Das et al., 2003; Libri et 
al., 2002). L’exosome va aussi dégrader des ARNm contenants des erreurs dans leur 
séquence codante (Das et al., 2006). 
De la même façon, les ARNt produits avec des erreurs de séquences ou les pré-ARNt 
hyper-structurés sont pris en charge par TRAMP et apportés à l’exosome pour être dégradés 
(Maraia and Lamichhane, 2011; Schneider et al., 2012). Il a été montré chez S. cerevisiae que 
Trf4 est capable de reconnaitre les ARNt qui sont correctement repliés de ceux possédant 
des erreurs de repliement qui seront polyadénylés et dégradés par l’exosome (Vaňáčová et 
al., 2005). 
 
3.2.2. Dégradation des ARN non-codants de la transcription pervasive 
3.2.2.1. Les transcrits pervasifs cryptiques : CUTs 
Une fonction très importante de l’exosome concerne la dégradation des transcrits 
provenant de la transcription pervasive (Neil et al., 2009; Ntini et al., 2013). Ces ARN appelés 
« cryptiques »/CUTs consistent en une population d’ARN très instables et seulement 
détectables lorsque l’exosome nucléaire est inhibé (Preker et al., 2008; Wyers et al., 2005). 
Leur structure est conservée entre S. cerevisiae, S. pombe et l’Homme.  
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Une grande partie des CUTs provient de transcrits bidirectionnels produits au niveau 
des promoteurs, appelés PROMPTs chez les levures et l’Homme, et uaRNA (upstream 
transcript) chez la souris. Ces transcrits sont tous dégradés rapidement par l’exosome 
nucléaire (Flynn et al., 2011; Preker et al., 2011; Xu et al., 2009, Fig 19).  
Ces ARN cryptiques peuvent aussi provenir des régions d’hétérochromatine 
contenant des éléments répétés tel que les ADN ribosomiques et les télomères impliquant 
ainsi l’exosome dans la stabilité génomique de la cellule (Bühler et al., 2007; Houseley et al., 
2007; Wang et al., 2008). Bien que ces transcrits pervasifs soient dégradés par l’exosome 
chez les différents organismes étudiés, la manière dont celui va reconnaitre et dégrader ces 
cibles varie d’un organisme à l’autre. 
Chez S. cerevisiae, il a été montré que le complexe NNS est un acteur majeur dans la 
prise en charge des CUTs par l’exosome. Le complexe NNS est impliqué dans  la terminaison 
des ARN non-codants CUTs qu’il cible (Arigo et al., 2006; Steinmetz et al., 2001; Thiebaut et 
al., 2006). Ces transcrits sont ensuite pris en charge par l’exosome et TRAMP pour être 
dégradés (Vasiljeva and Buratowski, 2006). 
Chez S. pombe, les CUTs sont pris en charge par le complexe MTREC/NURS qui va 
recruter l’exosome (Egan et al., 2014; Lee et al., 2013; Zhou et al., 2015). On ne sait pas si 
comme pour S. cerevisiae, la terminaison de ces CUTs est nécessaire à leur dégradation.  
Chez l’Homme, la surveillance des CUTs/PROMPTs nécessitent le complexe NEXT qui 
comme MTREC/NURS chez S. pombe et TRAMP chez S. cerevisiae va assister leur 
dégradation par l’exosome (Lubas et al., 2011). La sous-unité Rbm7 de NEXT se fixe en 3’ des 
ARN non-codants néo-synthétisés et induit leur dégradation par l’exosome (Lubas et al., 
2015). De manière intéressante il a été montré que le complexe CBCA (Cbc-Ars2), qui 
interagit avec NEXT, favorise la terminaison de transcription des PROMPTs. Ceci suggère une 
conservation des mécanismes de surveillance des CUTs entre espèces, mais pas des 
machineries impliquées (Andersen et al., 2013; Hallais et al., 2013). 
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Figure 19 : Production des PROMPTs et CUTs (D'après Bagchi and Iyer, 2016). Les transcrits instables 
(CUTs) représentés en pointillé sont dégradés par l’exosome. La majorité de ces CUTs provient des 
transcrits bidirectionnels produits au niveau des promoteurs et appelés PROMPTs. 
 
3.2.2.2. Les autres transcrits pervasifs 
L’exosome n’est pas la seule exonucléase de la cellule à prendre en charge des 
transcrits pervasifs.  En effet, il a été mis en évidence chez la levure S. cerevisiae la présence 
de XUTs (Xrn1-sensitive Unstable Transcript). Ces ARN sont un autre type de transcrit 
pervasif qui sont pris en charge par l’exonucléase Xrn1 (van Dijk et al., 2011). De même, les 
SUTs (Stable Unannotated Transcript), encore un autre type de transcrit pervasif sont quant 
à eux pris en charge majoritairement par la voie NMD (non mediated decay) dans le 
cytoplasme (Marquardt et al., 2011; Xu et al., 2009).  
Cependant la distinction entre ces différents transcrits pervasifs est assez floue car un 
grand nombre de XUTs, SUTs et CUTs sont communs. Cela suggère que certains de ces 
différents transcrits pourraient être pris en charge par des machineries de surveillance 
communes (Marquardt et al., 2011).  
Les ARN produits par la transcription pervasive sont très souvent courts, cependant 
de nombreux longs transcrits intergéniques ainsi que des ARN longs non-codants anti-sens 
sont eux aussi pris en charge par l’exosome chez S. cerevisiae (Wlotzka et al., 2011). 
Chez l’Homme, les « enhancers » produisent eux aussi des transcrits non-codants bi 
directionnels appelés eRNAs (enhancers RNA) qui sont aussi dégradés par l’exosome 
(Szczepińska et al., 2015). De même, il a été montré que d’autres ARN non-codants tel que 
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les snRNAs sont aussi dégradés suite à leur prise en charge par NEXT et l’exosome (Hrossova 
et al., 2015).  
 
La cellule met donc en place un grand nombre de mécanismes pour prendre en 
charge ses transcrits pervasifs. Cependant les mécanismes pour reconnaitre spécifiquement 
ces transcrits, afin de ne pas dégrader les ARN essentiels à la cellule, par les différentes 
machineries de surveillance sont encore mal compris. Chez les mammifères, il a été mis en 
évidence que les PROMPTs étaient enrichis en sites de poly-adénylation (PAS : Poly-
adenylation sites) proches du promoteur (Promoter-proximal PASs). Ces PASs sont alors 
reconnus comme des signaux entrainant leur dégradation. Les mécanismes moléculaires 
impliquant la reconnaissance de ce signal ne sont toujours pas compris (Almada et al., 2013). 
 
3.2.3. Formation d’hétérochromatine dépendant de l’exosome chez S. 
pombe 
Le dogme de l’hétérochromatine suggère que la forte compaction de 
l’hétérochromatine diminue l’accès des ARN polymérases à l’ADN, empêchant ainsi la 
transcription à ces régions. Or, les études réalisées chez S. pombe ont mis en évidence que le 
RNAi est impliqué dans la dégradation en cis des transcrits de ces régions, la formation 
d’hétérochromatine à ces régions impliquent un mécanismes co-transcriptionelle de mise 
sous silence (Volpe et al., 2002; Verdel 2004).   
Les régions d’hétérochromatine restent transcriptionnellement éteintes grâce à des 
mécanismes de dégradation en cis appelés cis-PTGS (Post-Transcriptional Gene Silencing). 
(Hall et al., 2002; Verdel, 2004; Volpe et al., 2002).  
Il a ensuite été montré que l’exosome est impliqué, en parallèle du RNAi, dans ce 
mécanisme de cis-PTGS aux régions d’hétérochromatine (Reyes-Turcu et al., 2011; 
Yamanaka et al., 2012; Zhang et al., 2011; Zofall et al., 2012). En effet, un effet synergique 
pour l’accumulation des ARN péricentromériques est observé dans les mutants du RNAi 
(dcr∆ ou ago1∆) et de l’exosome (rrp6∆) en comparaison aux mutants du RNAi seul (Halic 
and Moazed, 2010; Reyes-Turcu et al., 2011). TRAMP participe aussi à ce « silencing » post 
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transcriptionnel en facilitant la fonction de l’exosome à l’hétérochromatine centromérique 
(Bühler et al., 2007).  
L’exosome est aussi responsable du silencing aux régions d’hétérochromatine 
facultative comprenant notamment les gènes méiotiques (Cam et al., 2005; Hiriart et al., 
2012; Zofall et al., 2012). De même, le complexe MTREC/NURS participe aussi au silencing 
exosome-dépendant de ces régions d’hétérochromatine facultative et des télomères (Lee et 
al., 2013). 
En plus de la dégradation des transcrits issus des régions d’hétérochromatine, 
l’exosome est aussi important pour l’intégrité de l'hétérochromatine. En effet, une 
inactivation de Dis3 ou de Rrp6 résulte en une perte de la marque H3K9me aux régions 
d’hétérochromatine constitutive (Bernard et al., 2010; Halic and Moazed, 2010; Reyes-Turcu 
et al., 2011) et facultative (Cam et al., 2005; Hiriart et al., 2012; Yamanaka et al., 2012; Zofall 
et al., 2012). De la même manière, MTREC/NURS va aussi impacter l’intégrité de 
l’hétérochromatine facultative (Egan et al., 2014; Lee et al., 2013). En revanche, 
l’inactivation de TRAMP n’a pas d’impact sur le niveau de marque H3K9me suggérant un rôle 
différent de TRAMP et de l’exosome aux régions d’hétérochromatine (Bühler et al., 2007). 
Rrp6 est aussi important pour mettre sous silence des gènes des rétrotransposons en 
agissant en parallèle du RNAi. En effet l’absence de Rrp6 à ces régions provoque la formation 
d’îlot d’hétérochromatine facultative (marqué par la présence de la modification d’histone 
H3K9me). Ces ilots sont dépendants du RNAi (Yamanaka et al., 2012). Ces résultats montrent 
une coopération forte entre l’exosome et le RNAi pour maintenir ces régions sous silence. Ce 
mécanisme nécessite aussi les protéines du complexe MTREC/NURS (Yamanaka et al., 2012; 
Lee et al., 2013; Egan et al., 2014). 
 
Les travaux réalisés au sein du laboratoire ont aussi apporté des réponses quant au 
recrutement de l’exosome à l’hétérochromatine en cis et seront donc discutés dans le 
chapitre 1 des résultats de ce manuscrit (Touat‐Todeschini et al., 2017). 
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3.2.4. Surveillance des ARNm méiotiques chez S. pombe 
Les ARNm sont synthétisés au sein du noyau et exportés dans le cytoplasme pour 
être traduits. De nombreux systèmes vont permettre la surveillance des ARNm au sein du 
cytoplasme, pour contrôler leur qualité et leur demi-vie. Parmi ces systèmes on retrouve la 
voie de dégradation par Xrn1 NMD (Nonsens-Mediated Decay) et l’exosome cytoplasmique 
(Siwaszek et al., 2014). De manière étonnante, chez la levure S. pombe il existe un système 
de surveillance co-transcriptionel des ARNm au sein du noyau qui va permettre le contrôle 
de la méiose.  
La différentiation sexuelle chez la levure est un processus déclenché en cas de stress 
qui commence par la fusion de deux cellules haploïdes de type sexuel opposé formant un 
zygote diploïde. Celui-ci va enclencher le processus de méiose pour permettre la formation 
de quatre cellules filles haploïdes (voir chapitre III de l’introduction).  
De manière étonnante, chez S. pombe il a été montré qu’un groupe de gènes 
absolument essentiels à la progression de la méiose était aussi transcrit en cycle végétatif 
mais activement dégradé par l’exosome. Ces ARNm méiotiques possèdent une séquence 
appelée DSR (Determinant of Selective Removal) reconnue par la protéine de liaison à l’ARN 
Mmi1. La fixation de Mmi1 à ces gènes va permettre le recrutement de l’exosome qui va les 
dégrader (Harigaya et al., 2006). Cette surveillance des ARNm méiotiques est dépendante du 
complexe MTREC/NURS (Egan et al., 2014; Zhou et al., 2015).  
Les gènes méiotiques codants pour ces ARNm pris en charge par Mmi1 et l’exosome 
sont maintenus sous forme « silencieux » par une combinaison associant dégradation des 
ARNm par l’exosome et formation d’hétérochromatine facultative dépendant du RNAi et de 
l’exosome (Cam et al., 2005; Hiriart et al., 2012; Zofall et al., 2012). 
Mes travaux de thèse ont contribué à mieux identifier le lien entre Mmi1 et 
l’exosome et les cofacteurs de l’exosome impliqués dans ce système de surveillance. Ces 
cofacteurs sont par conséquent détaillés dans la partie résultats du manuscrit.  
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3.3. Exosome et terminaison de transcription 
Des mutations dans les composants de l’exosome ou de ses cofacteurs entrainent un 
phénotype très complexe d’accumulation d’ARN. L’étude de ces ARN accumulés a mis en 
évidence des rôles de l’exosome qui vont au-delà de la surveillance et de la maturation. En 
effet il a été montré que l’exosome pouvait aussi avoir un rôle important dans la terminaison 
de transcription des gènes.  
La terminaison à la fin de chaque unité de transcription est essentielle pour 
empêcher le chevauchement avec les transcrits en aval qui pourrait interférer entre eux. 
(Jensen et al., 2013). La terminaison de transcription est un élément essentiel à l’intégrité du 
transcriptome, mais n’est pas un mécanisme simple à mettre en place à cause de la 
robustesse et la stabilité du complexe d’élongation (Peters et al., 2011).  Les cellules ont par 
conséquent dû mettre en place des stratégies efficaces et rapides pour le désassembler.   
Bien que la terminaison de transcription des gènes codants soit relativement bien 
caractérisée et qu’elle implique une machinerie bien définie, il est apparu récemment que 
l’exosome peut jouer un rôle direct dans la terminaison de la transcription des gènes non-
codants.  
3.3.1. Généralités sur la terminaison de transcription chez les eucaryotes 
La terminaison de transcription des ARNm nécessite deux étapes. Une première 
étape de clivage de l’ARN au niveau du site de polyadénylation permet de libérer l’ARN 
naissant, et une seconde étape qui dissocie le complexe d’élongation. Bien que cette 
seconde étape ne soit pas encore complétement définie moléculairement, deux principaux 
modèles ont été proposés : le modèle « Torpedo » et le modèle « Allostérique ». Ces deux 
modèles ne sont pas mutuellement exclusifs et pourraient très bien fonctionner ensemble 
(Porrua and Libri, 2015). 
 Chez les levures, S. cerevisiae et S. pombe, la terminaison des gènes codants pour des 
protéines dépend de trois acteurs majeurs : le complexe de clivage et de polyadénylation 
(CPF : Cleavage and Polyadenylation Factor), les facteurs de clivage (CF : Cleavage Factor), et 
la 5’->3’ exoribonucléase appelée Rat1 chez S. cerevisiae et Dhp1 chez S. pombe.  
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Le CPF et les CF vont former un complexe plus large, appelé CPF-CF, qui est recruté 
sur l’ARN naissant par sa fixation à la fois sur la séquence du signal de polyadénylation (PAS) 
et au niveau de la queue C-terminale de l’ARN polymérase (CTD : Cter domain) (Pearson and 
Moore, 2014). Il est suggéré que la fixation de CPF-CF provoque la « pause » de l’ARN 
polymérase II, mais savoir si cette pause est nécessaire pour la terminaison de transcription 
reste un sujet de discussion controversée (Churchman and Weissman, 2011; Core et al., 
2008; Glover-Cutter et al., 2008). L’ARN est clivé par le CPF-CF au niveau du PAS, et 
polyadénylé par la poly(A) polymérase canonique Pap1 associée au CPF avant d’être relâché 
de la chromatine (Hector et al., 2002).   
Il est ensuite nécessaire de libérer le complexe d’élongation (ARN polymérase, 
facteur d’élongation et ARN naissant restant). Actuellement, les mécanismes permettant le 
relâchement de la polymérase sont encore débattus. Le modèle « Allostérique » propose 
que l’ancrage du CPF-CF au CTD de l’ARN polymérase et le clivage de l’ARN au PAS engendre 
un changement de conformation du complexe d’élongation provoquant une perte des 
facteurs d’élongation et conduisant ainsi à l’arrêt de l'ARN polymérase (Richard and Manley, 
2009). Le modèle dit « Torpedo », implique la 5’-3’ exoribonucléase Rat1/Dhp1 qui viendrait 
dégrader l’ARN naissant encore lié à l'ARN polymérase. Dhp1 rattraperait l'ARN polymérase, 
et la déstabiliserait en dégradant l'ARN naissant, permettant ainsi sa libération de la 
chromatine (Kim et al., 2004, Fig 20).  
Chez les métazoaires, le mécanisme de terminaison de transcription des gènes 
codants est très proche de celui des levures. Le complexe CPF est conservé sous la forme 
d’un complexe similaire appelé CPSF (Cleavage and Polyadénylation Specifity Factor). Il a été 
montré chez l’Homme que le CPSF induit la « pause » de la polymérase au niveau de régions 
riches en G. Des hybrides ARN-ADN formant des R-loop sont enrichis à ces régions et sont 
nécessaires à la terminaison des gènes. L’hélicase SETX, homologue de Sen1 chez la levure, 
est recrutée à ces régions pour résoudre les structures R-loop. La résolution de ces R-loop 
est essentielle à l’accessibilité de l’ARN naissant par XRN2, l’homologue de Rat1/Dhp1, et au 
décrochage de l’ARN polymérase de la chromatine suivant le modèle "Torpedo" (Skourti-
Stathaki et al., 2011; West et al., 2004).  
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Des mécanismes légèrement différents sont impliqués pour la terminaison des 
transcrits produits par l’ARN polymérase I et l’ARN polymérase III chez la levure et l’Homme 
mais ne sont pas décrits dans ce manuscrit (pour revue voir: Porrua and Libri, 2015; Porrua 
et al., 2016).  
 
Figure 20 : La terminaison de transcription des ARNm chez la levure (A) et les métazoaires (B) 
(D’après Porrua and Libri, 2015). A) Le complexe CPF-CF est recruté au niveau du site de 
polyadénylation de l’ARN naissant et du CTD de l’ARN polymérase II, il va ensuite cliver et 
polyadényler l’ARNm. Par la suite, le complexe d’initiation est libéré de la chromatine. Le modèle 
allostérique propose que le CPF-CF après libération de l’ARNm change la conformation de l’ARN 
polymérase II qui perd les facteurs d’élongation et par conséquent arrête la transcription. Le modèle 
propose que l’exoribonucléase Rat1/Dhp1 dégrade le fragment RNA restant accroché à la 
polymérase, ce qui va déstabiliser cette dernière et permettre son relargage de la chromatine. B) 
Chez les métazoaires, le mécanisme est similaire et implique en plus l’hélicase SetX qui va résoudre 
les R-loop pour laisser le passage de XRN2 l’homologue de Rat1 et Dhp1 chez l’Homme.  
 
3.3.2. Implication de l’exosome dans la terminaison de la transcription chez 
S. cerevisiae  
En plus des ARNm, l’ARN polymérase II transcrit un très grand nombre d’ARN non-
codants. Chez la levure S. cerevisiae, la  terminaison de transcription de ces ARN non-
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codants, dont les CUTs, les snRNAs et les snoRNAs, implique l’exosome, TRAMP et le 
complexe NNS composé de Nrd1, Nab3 et Sen1 (voir Tableau 1). Le complexe NNS contient 
deux protéines de liaison à l’ARN, Nab3 et Nrd1, qui vont reconnaitre une séquence 
spécifique présente dans toutes les cibles de cette voie de terminaison (Carroll et al., 2007; 
Porrua et al., 2012). Nrd1-Nab3 vont se fixer sur cette séquence spécifique aux ARN 
naissants. Nrd1 va en plus interagir directement avec l’ARN polymérase II (Vasiljeva et al., 
2008; Wlotzka et al., 2011). Par la suite Nrd1-Nab3 vont recruter l’hélicase Sen1 à ARN et 
ADN qui va déloger la polymérase en transcription. Contrairement à son homologue SETX 
humain, il a été montré que Sen1 n’est pas capable de résoudre les structures R-loop, et qu’à 
l’inverse la présence d’hybrides ADN-ARN va inhiber la terminaison de transcription par le 
complexe NNS (Porrua and Libri, 2013).  
Le clivage du transcrit pour la terminaison des lncRNAs par le complexe NNS n’a 
jamais été montré. Cependant ces transcrits sont rapidement pris en charge par l’exosome 
et TRAMP après leur libération de la chromatine. Le couplage entre la terminaison par le 
NNS et la dégradation des ARN passe par une interaction physique entre Nrd1 et la protéine 
Trf4 du complexe TRAMP après la libération de la polymérase. La liaison de Nrd1 à l’ARN 
polymérase ou à Trf4 est mutuellement exclusive, permettant de coordonner 
temporellement les évènements de terminaison de transcription en premier lieu puis de 
dégradation des lncRNAs par l’exosome (Tudek et al., 2014; Vasiljeva and Buratowski, 2006).  
Cependant ce système ne semble pas être conservé chez les autres organismes 
suggérant une diversité des mécanismes de terminaison des ARN non-codants au cours de 
l’évolution.  
3.3.3. Implication de l’exosome pour la terminaison de transcription chez S. 
pombe 
Une étude reposant sur des techniques de transcriptomique à haut débit a permis de 
mettre en évidence que lorsque la nucléase Dis3 ou la protéine du cœur de l’exosome Rrp41 
sont éliminées, de nombreux ARNm et lncRNAs sont accumulés avec une séquence 3’ plus 
longue par rapport à celle observée dans des cellules sauvages. Dans ces conditions, on 
retrouve au niveau de leurs gènes respectifs, l’ARN polymérase II associée avec la 
chromatine en aval du PAS (Poly Adenylation Sites) classique, confirmant un défaut de 
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terminaison de transcription (Lemay et al., 2014). Cette étude montre que l’exosome est 
associé à la chromatine des régions transcriptionnellement actives des lncRNAs. Elle 
confirme les études réalisées chez la Drosophile et l’Homme montrant aussi un recrutement 
de l’exosome à la chromatine des gènes en cours de transcription (Andrulis et al., 2002; Basu 
et al., 2011). Pour finir, cette étude montre que le recul (« Back-tracking ») de la polymérase 
est essentiel à la terminaison de la transcription de ces gènes et propose que la polymérase 
s’arrête au PAS et recule pour permettre une accessibilité du fragment 3’ de l’ARN naissant  
à l’exosome (fig 21, Lemay et al., 2014).  
Des travaux ont montré l’importante du « back-tracking » de l’ARN polymérase III 
pour la terminaison de transcription chez les eucaryotes in vitro (Nielsen et al., 2013), 
renforçant le modèle proposé par Lemay et al. Ce modèle « Torpedo reverse »  est similaire 
au modèle « Torpedo » dans le sens où ce serait la dégradation du fragment d’ARN naissant 
restant qui déstabiliserait et libérerait l’ARN polymérase.  
 
Figure 21 : Modèle de terminaison co-transcriptionelle par l’exosome (Lemay, et al. 2014). A) La 
pause transcriptionnelle fréquemment associée au recul de la polymérase est provoquée par le 
complexe CPF, exposant la partie 3’ de l’ARN naissant qui est alors dégradée par l’exosome : modèle 
"Torpedo-reverse". B) Le clivage et la libération de l’ARN après transcription permet l’exposition de la 
partie 5’ de l’ARN qui devient accessible à Rat1 : double modèle « Torpedo » et « Torpedo reverse ».    
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Chapitre III : ARN et contrôle de la 
différenciation sexuelle 
 
Pour permettre la perpétuité d’une espèce il est nécessaire que celle-ci se 
reproduise. Au sein des êtres vivants on retrouve deux types de reproduction, sexuée et 
asexuée. Les bactéries sont des organismes asexués, à chaque division, chaque 
multiplication, elles mutent, se perfectionnent et s’adaptent à leur nouvel environnement. 
Les organismes plus complexes tels que les métazoaires vont quant à eux utiliser la 
reproduction sexuelle pour brasser leur patrimoine génétique et vont créer un nouvel 
individu unique. Ce processus adaptatif qui contribue à la survie de l’espèce est vital pour le 
maintien de l’espèce.  
La levure est un organisme eucaryote qui peut à la fois se reproduire de manière 
asexuée en condition végétative, ou de manière sexuée en condition de stress afin d’aboutir 
à la création d’une forme de résistance que sont les spores. Les levures vont réguler 
étroitement ce processus pour éviter de le déclencher dans un contexte inapproprié, lorsque 
les cellules sont à l’état haploïde, ce qui entrainerait inéluctablement leur mort. Pour ce 
faire, les levures vont inhiber le passage (« switch ») entre cycle végétatif et cycle sexué. La 
différenciation sexuelle de la levure va donc nécessiter à la fois la levée de l’inhibition de  ce 
switch, et son activation par un stress. 
 
1. Généralité sur la différenciation sexuelle 
1.1. Définition de la différenciation sexuelle  
La gamétogénèse chez les eucaryotes ou différenciation sexuelle chez la levure sont 
équivalentes. Chez les mammifères, la gamétogénèse permet la création des gamètes, les 
ovules chez les femelles et les spermatozoïdes chez l’homme. Chez la levure, ce processus de 
différenciation aboutit à la formation de spores.  
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Chez S. pombe et S. cerevisiae, la fusion des noyaux issus de deux cellules haploïdes 
de types sexuels différents suivie de la duplication de l’ADN, aboutit à la formation d’un 
zygote qui va entrer en méiose et former quatre cellules haploïdes. 
Chez l’homme, la différenciation sexuelle peut faire référence au processus de 
différenciation d’un organisme pour acquérir le phénotype « femme »/ « homme » (Moore, 
1967). Chez la levure, et dans ce manuscrit en général, la différenciation sexuelle fait 
référence au processus cellulaire de reproduction entre deux cellules de type opposé pour 
aboutir aux cellules filles, depuis les signaux déclenchant la conjugaison (entrée en 
différenciation) jusqu’à la formation de la spore (sporulation) (fig 24B).  
Ce processus méiotique est extrêmement conservé au sein des eucaryotes. La 
simplicité d’utilisation de la levure en fait un bon modèle pour l’étude des mécanismes de la 
gamétogénèse chez l’humain.  
1.2. lncRNA et différenciation sexuelle 
Au cours de ma thèse, je me suis intéressé, tout particulièrement, au contrôle de la 
différentiation sexuelle par un lncRNA chez la levure S. pombe. Des travaux pionniers ont 
permis de révéler le rôle essentiel de lncRNAs dans le contrôle de différenciation sexuelle. 
Parmi les exemples de régulation de la différenciation par des lncRNAs, les mieux étudiés 
sont la régulation de la méiose chez la levure bourgeonnante Saccharomyces cerevisiae et le 
contrôle de la floraison chez la plante Arabidopsis thaliana.   
1.2.1. Contrôle de la différenciation chez S. cerevisieae 
La levure S. cerevisiae prolifère de manière végétative sous forme haploïde de type 
MATa ou MATα ou sous forme diploïde MATa/MATα obtenu après conjugaison de cellules 
haploïde de type opposé. Cette conjugaison enclenche une vague de transcription qui va 
activer l’expression du master régulateur de la sporulation IME1 (Inducer of Meiosis 1). 
L’expression de IME1 va induire la méiose pour aboutir à la formation de spores (Mitchell, 
1994).  En présence de nutriments, des cascades de régulation vont permettre de maintenir 
le gène IME1 inactif (Neiman, 2011). Chez cette levure, les cellules végétatives peuvent se 
diviser à l’état haploïde ou diploïde. Dans les cellules haploïdes, il est nécessaire de 
maintenir le programme de différenciation constitutivement inhibé même en absence de 
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nutriment pour éviter l’induction de la méiose dans ces cellules qui n’ont qu’un seul lot de 
chromosome, ce qui serait alors létal. Pour cela, IME1 est contrôlé, en parallèle par des voies 
de détection des nutriments et par une voie de signalisation dépendante de la conjugaison. 
En effet, IME1 est réprimé constitutivement par le facteur Rme1 (Repressor of IME1) (Covitz 
and Mitchell, 1993). Après conjugaison IME1 est libéré de la répression par Rme1 et peut 
déclencher le processus de sporulation.  
De manière remarquable, il a été montré que le contrôle de la répression d’IME1 par 
Rme1 fait intervenir un lncRNA transcrit depuis le promoteur d’IME1. Ce lncRNA appelé IRT1 
(IME1 Regulatory Transcript 1) est transcrit fortement en cycle végétatif et diminue pendant 
la différenciation sexuelle de manière opposé au transcrit de IME1 (Lardenois et al., 2011; 
van Werven et al., 2012). Rme1 va induire la transcription du lncRNA IRT1 qui va bloquer en 
cis la production d’IME1. Cette répression a lieu car la transcription du lncRNA IRT1 va 
inhiber la fixation de l’activateur de la transcription Pog1 sur le promoteur de IME1, mais 
aussi car le lncRNA IRT1 va recruter à cette région les histones méthyltransferase Set2 et 
Set3 qui vont permettre la formation d’un environnement chromatique répressif 
(van Werven et al., 2012).   
Un autre lncRNA est impliqué dans le contrôle de la méiose chez S. cerevisiae par la 
régulation du gène IME4. Ce gène est important pour l’induction de la méiose (Shah and 
Clancy, 1992). Tout comme pour IME1 un lncRNA, appelé RME2 (Regulator of Meiosis 2), va 
inhiber l’expression de IME4 mais par un mécanisme différent. RME2 est antisens à IME4 et 
leur expression est anticorrélée. Dans les cellules diploïdes l’expression de RME2 est inhibée 
par l’hétéromère « aα » présent seulement après conjugaison des cellules. Cette inhibition 
de transcription entraine la production de l’ARNm d’IME4 et l’induction de la méiose. Les 
mécanismes impliquant le blocage de la transcription d’IME4 par RME2 sont encore mal 
compris mais il a été proposé que ce mécanisme fasse intervenir un blocage de l’élongation 
de la transcription d’IME2 lorsque le lncRNA RME2 est produit (Gelfand et al., 2011).  
1.2.2. Répression des gènes de la floraison par un lncRNA chez A. thaliana 
La transition en fleuraison est un changement développemental majeur chez la 
plante. Ce processus est contrôlé majoritairement par la régulation de l’expression des 
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régulateurs de la floraison. Parmi ceux-ci, le répresseur de la floraison FLC (Flowering Locus 
C) est régulé par des processus épigénétiques et un lncRNA.  
Pour permettre la floraison, le gène FLC est maintenu sous silence via la maturation 
de son transcrit non-codant anti-sens. En effet, au locus FLC le transcrit sens et anti-sens 
sont co-exprimés. Le lncRNA anti-sens produit à FLC peut être produit sous deux 
formes, appelées classe I et classe II, qui sont générés par des sites de polyadénylation 
différents. Le transcrit de classe I provient de l’utilisation d’un site de polyadénylation 
proche (proximal) tandis que le classe II provient de l’utilisation d’un  site de polyadénylation 
distant (distal) (Hornyik et al., 2010). Le complexe de maturation CstF (Cleavage Stimulating 
Factor) va être recruté au site proximal de polyadénylation par les protéines de liaison à 
l’ARN FPA et FCA (Flowering Time Control Proteins), induisant ainsi la production du lncRNA 
de classe I. La production de ce lncRNA va induire la baisse d’expression du transcrit de FLC 
par des mécanismes encore mal compris (Liu et al., 2010). En absence de FPA et FCA, le 
lncRNA anti-sens est maturé à son site distal ce qui conduit à l’expression de FLC et au 
blocage de la floraison (Hornyik et al., 2010; Liu et al., 2010).  
 
Dans ces différents exemples, les processus impliqués dans ces régulations montrent 
l’importance des lncRNAs dans le contrôle de la différenciation sexuelle par des mécanismes 
d’interférence de transcription en cis et de mise sous silence transcriptionnelle de gènes. La 
différenciation sexuelle contrôlée par un lncRNA chez la levure S. pombe est le point central 
de ma thèse et sera donc présenté en détail dans les parties « Résultats » et « Discussion » 
de ce manuscrit.  
 
1.1. La différenciation sexuelle chez la levure S. pombe  
La levure S. pombe possède deux types sexuels, M (Minus ou h-) et P (Plus ou h+) qui en 
milieu riche en nutriments se divisent par mitose et possède un génome haploïde. Cette 
prolifération est appelée cycle végétatif (Fig 22A). Lorsque que le milieu est appauvri en 
nutriments, la levure cesse sa croissance et rentre en phase G0, état de quiescence 
réversible (Harigaya and Yamamoto, 2007; Otsubo and Yamamoto, 2012). Si les cellules de 
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types sexuels opposés (h+ et h-) sont physiquement rapprochées et que les nutriments sont 
toujours indisponibles elles vont alors enclencher le processus de différenciation sexuelle.  
 
 
Figure 22 : Représentation schématique du cycle de reproduction asexué (végétatif) et sexuel de la 
levure S. pombe. A) Le cycle végétatif, ou division mitotique, est divisé en 4 phases : une phase de 
croissance brève G1 (Gap1) appelée interphase, suivie de la phase S (Synthèse) durant laquelle les 
cellules répliquent leur ADN, puis d’une deuxième étape d’interphase plus longue appelée G2. La 
phase M (Mitosis) qui suit permet la formation de cellules filles haploïdes possédant le même 
matériel génétique. B) Un manque nutritionnel enclenche l’entrée en différenciation sexuelle pour 
aboutir à la formation de spores (voir texte pour plus de détails). Figure adaptée du site internet du 
laboratoire de M. Yamamoto (www.biochem.s.u-tokyo.ac.jp/yamamoto-lab). 
 
La différenciation sexuelle commence par la production d’une phéromons par les 
cellules h+ qui produisent la phéromone de type P (facteur P) et par les cellules h- qui 
produisent la phéromone de type M (facteur M). La production de ces phéromones et leur 
reconnaissance par les récepteurs de surface sur la cellule de type sexuel opposé induisent la 
conjugaison de ces deux cellules (Fig 24, Davey, 1992; Merlini et al., 2016) . 
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Figure 23 : Déclenchement de la conjugaison entre cellules de type opposé (D’après Xue-Franzén et 
al., 2006). Les cellules h- produisent le facteur M qui est reconnu par les récepteurs localisés sur les 
cellules h+. A l’inverse, les cellules h+ produisent le facteur P reconnu par les cellules h-. 
 
Après conjugaison, les cellules aboutissent à la formation d’un zygote diploïde par 
caryogamie. Le zygote duplique ensuite son ADN, puis subit une première étape de méiose, 
appelé méiose réductionnelle ou méiose I. Durant cette étape ont lieu les évènements de 
recombinaison entre chromosomes homologues (« crossing-over »). Cette division 
réductionnelle permet la séparation des chromosomes homologues dans deux noyaux filles. 
A cette étape, succède une seconde étape de division, appelée méiose équationnelle ou 
méiose II. Durant cette étape les chromatides sœurs sont séparées et réparties dans les 
noyaux des cellules filles. Les quatre cellules haploïdes subissent alors une dernière étape de 
maturation comprenant une compaction du génome et la formation d’une paroi épaisse 
permettant ainsi aux spores de résister aux contraintes de l’environnement. Ces quatre 
spores néoformées appelées ascospores sont contenues dans un asque avant leur libération, 
après lyse de l’asque, dans le milieu. Lorsque les conditions environnementales 
redeviennent favorables, les spores germent pour redonner des cellules végétatives (Fig 
22B). La formation de ces spores, et par conséquent la différenciation sexuelle, est un 
processus essentiel à la survie des cellules (Egel et al., 1990).  
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2. Inhibition de la différenciation sexuelle au cours du cycle végétatif 
chez S. pombe 
Comme évoqué précédemment, il est essentiel pour la levure de réprimer l’entrée en 
différenciation sexuelle hors contexte. En effet, l’activation de la méiose en condition 
haploïde entraine une létalité importante des cellules qui essayent de séparer un lot de 
chromosome unique dans des cellules différentes. (Kupiec and Steinlauf, 1997; Yamamoto, 
2004). Pour empêcher cette méiose ectopique, la cellule a mis en place deux points de 
contrôle majeurs. Le premier, à un niveau transcriptionnel, réprime l’expression du facteur 
de transcription Ste11, un régulateur central de la différenciation sexuelle chez S. pombe. Le 
second est un contrôle post-transcriptionnel assuré par la protéine Mmi1, une protéine de 
liaison à l’ARN qui empêche l’accumulation d’ARNm méiotiques par recrutement de 
l’exosome. L’enclenchement du processus de différenciation va lever la répression 
transcriptionnelle de ste11 et bloquer la dégradation des ARNm méiotiques par la 
machinerie Mmi1-exosome.  
 
2.1. La répression transcriptionnelle du master régulateur ste11 
Ste11 (Sterility protein 11) est un facteur de transcription de type HMG (High 
Mobility Group) essentiel à la transition entre l’état de prolifération mitotique et la 
différenciation sexuelle (Sugimoto et al., 1991). Son activation entraine l’activation d’environ 
80 gènes essentiels aux premières étapes de la différenciation et notamment la conjugaison 
(Aono et al., 1994; Mata and Bähler, 2006). Sa simple surexpression dans les cellules 
haploïdes entraine une méiose ectopique. Par conséquent sa répression est essentielle à la 
survie cellulaire (Sugimoto et al., 1991). 
Deux voies métaboliques principales vont permettre la répression du gène ste11. La 
première se fait via l’AMP cyclique (AMPc) dont l’accumulation dépend de la présence de 
glucose dans le milieu (Mochizuki and Yamamoto, 1992), et la seconde via la voie TOR 
(Target Of Rapamycin) qui dépend du niveau d’azote dans le milieu (fig24A, Kawai et al., 
2001; Weisman and Choder, 2001).  
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La présence d’une source de carbone en quantité suffisante dans le milieu de culture 
des levures va entrainer un niveau d’AMPc élevé au sein de la cellule. Les protéines kinases 
dépendantes de l’AMPc (PKA) vont alors être activées et inhiber le facteur de transcription 
de ste11, Rst2 (Recovery of ste11 expression protein 2). Lorsque cette voie est inactivée par 
l’absence de glucose, Rst2 est actif et va permettre la transcription de ste11 (Higuchi et al., 
2002; Kunitomo et al., 2000) .   
En parallèle, un autre processus impliquant les protéines TOR va permettre la 
détection de source d’azote dans le milieu. Cette voie implique les protéines Tor1 et Tor2, 
des kinases à sérines et thréonines présentes au sein des complexes TORC2 et TORC1 
respectivement. En bref, TORC1 inhibe l’expression de ste11 en conditions riches en 
nutriments et TORC2 va l’activer en conditions de carence) (Fig24A, Alvarez and Moreno, 
2006). Le complexe TORC1 est particulièrement important puisque la perte de la kinase Tor2 
conduit à l’activation de la différenciation sexuelle (Matsuo et al., 2007).  
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Figure 24 : Régulation de l’expression du master régulateur de la différenciation sexuelle, Ste11. 
(D’après Yamamoto, 2010). A) La voie des kinases PKA et de l’AMPc qui sert de senseur de glucose 
dans le milieu, ainsi que la voie des kinases TOR qui sert de senseur des sources d’azote, jouent un 
rôle crucial dans l’inhibition de la transcription de ste11. B) Deux voies indépendantes des MAP 
kinases activées par les phéromones ou le stress induisent l’expression du gène ste11. Voir le texte 
pour plus de détails.  
 
2.2. Inhibition post-transcriptionnelle de la méiose par Mmi1  
Etonnamment, plusieurs gènes indispensables à la méiose sont transcrits en cycle 
végétatif chez S. pombe. Cependant, les ARNm produits ne sont pas traduits en protéines car 
ils sont dégradés activement et très rapidement par la cellule pour empêcher une induction 
inappropriée de la méiose. Au cœur de ce système de régulation, on retrouve la protéine de 
liaison à l’ARN Mmi1 et une machinerie de surveillance des ARN qui comprend l’exosome 
nucléaire (Chapitre II, Harigaya et al., 2006).  
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L’inactivation du gène codant Mmi1 provoque un très fort défaut de croissance lié en 
grande partie à la levée de la répression des gènes méiotiques, qui par conséquent vont être 
exprimés et déclencher la méiose haploïde. Il a été montré que ce défaut de croissance est 
partiellement secouru par l’inactivation de mei4, l’une des cibles principales de Mmi1 codant 
pour un facteur de transcription clé dans la progression de la méiose (Harigaya et al., 2006).  
 
2.2.1. Ciblage de Mmi1 sur les ARN méiotiques 
Mmi1 est une protéine de liaison à l’ARN de la famille des protéines à domaine YTH 
(YT521-B Homology). Ce domaine est conservé chez tous les eucaryotes étudiés (Stoilov et 
al., 2002) et il permet la reconnaissance d’un motif hexa-nucléotidique (Yamashita et al., 
2012; Zhang et al., 2010).  
Le domaine YTH des mammifères et de la levure S. cerevisiae reconnait la 
méthylation m6A de l’ARN (N6-méthyladénine) (Schwartz et al., 2013; Xu et al., 2014). 
Cependant malgré la forte conservation des domaines YTH (voir chapitre 1 des résultats), 
des études récentes ont montré que Mmi1 ne reconnait pas cette marque de méthylation 
m6A in vitro (Wang et al., 2016a; Wu et al., 2017).  
Des travaux réalisés au sein du laboratoire en collaboration avec le laboratoire du 
Prof. Masayuki Yamamoto ont mis en évidence que la protéine Mmi1 reconnait la séquence 
DSR (Determinant of Selective Removal) composée d’une répétition en densité suffisante du 
motif hexa-nucléotique UNAAAC. La présence d’au moins cinq motifs en tandem permet de 
reconstituer le motif DSR et suffit au recrutement de Mmi1 in vitro (Yamashita et al., 2012) .  
Mmi1 a été initialement identifiée comme une protéine pouvant cibler les ARNm 
méiotiques possédant la séquence DSR (Harigaya et al., 2006). Quatre gènes possédant cette 
séquence DSR ont été alors identifiés comme cible de Mmi1 : les gènes mei4, ssm4, rec8 et 
spo5. La taille et la densité en motifs est variable selon les gènes, allant de six motifs sur 156 
nt pour le gène spo5, à sept motifs sur 545 nt pour le gène ssm4 (Fig25, Yamashita et al., 
2012). Les ARNm méiotiques possédant ces motifs s’accumulent fortement dans des cellules 
où ce motif ou Mmi1 sont mutés (Chen et al., 2011; Harigaya et al., 2006; Hiriart et al., 
2012).  
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Des travaux sur l’identification des cibles de Mmi1 associant des approches de bio-
informatique et des techniques de précipitation de l’ARN suivies de séquençage ARN à haut 
débit ont été réalisés au laboratoire. Ils ont mis en évidence la présence d’un grand nombre 
de cibles ARN reconnues par Mmi1. Parmi ces cibles on retrouve les ARNm méiotiques 
initialement identifiés, mais aussi de nouveaux ARN codants et non-codants. Ces travaux 
seront présentés plus en détail dans le chapitre I de la partie résultats.  
 
Figure 25 : Les séquences DSR et l’emplacement des motifs UNAAAC sur les gènes méiotiques.  
Représentation schématique de mei4, ssm4, spo5 et rec8, quatre gènes ciblés par Mmi1. La taille et 
le contenu en motif UNAAAC sont variables selon les cibles. Le motif DSR peut être localisé dans la 
séquence codante ou chevauchant la partie 5’UTR comme c’est le cas pour spo5 et rec8. Les 5’ et 3’ 
UTR sont représentés par des boites noires, les séquences codantes par des boites grises et les 
introns par des lignes noires. Figure extraite de Hiriart et al., 2012. 
 
2.2.2. Recrutement de la machinerie de surveillance des ARN 
La fixation de Mmi1 sur ces ARNm méiotiques entraine le recrutement de toute une 
machinerie de surveillance à ces cibles. Plusieurs complexes protéiques ont été identifiés 
comme acteurs dans ce système de surveillance des ARN méiotiques. Parmi eux, on retrouve 
le spliceosome (McPheeters et al., 2009), les protéines impliquées dans la polyadenylation 
des ARN (Egan et al., 2014; St-André et al., 2010), ainsi que MTREC/NURS (Egan et al., 2014; 
Lee et al., 2013; Sugiyama and Sugioka-Sugiyama, 2011; Zhou et al., 2015). Toutes ces 
protéines agissent de concert avec l’exosome, rapidement identifié pour son implication 
dans la dégradation des ARN cibles de Mmi1 (Harigaya et al., 2006). 
a) Régulation des gènes méiotiques par l’épissage  
A un niveau moléculaire, la méiose chez S. pombe implique une cascade de 
changements dans l’expression des gènes (Harigaya and Yamamoto, 2007). Ces 
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changements d’expression sont dus substantiellement au programme d’épissage et de 
stabilité des ARN messagers (Averbeck et al., 2005; McPheeters et al., 2009). Cette 
régulation post-transcriptionelle du contrôle de l’épissage a notamment était montrée au 
niveau du gène crs1 qui code pour une cycline nécessaire à la méiose. En effet la 
transcription de crs1 ne varie pas au cours de la méiose, mais la maturation de l’ARN crs1 est 
bloquée. Mmi1 se fixe sur l’ARN pré-messager de crs1 dont il empêche l’épissage. Cet ARN 
est ensuite pris en charge par l’exosome recruté lui aussi par Mmi1 (McPheeters et al., 
2009). L’action inhibitrice de l’épissage par Mmi1 a été suggérée pour au moins six autres 
cibles impliquées dans la différenciation sexuelle de S. pombe (Chen et al., 2011). 
Chez l‘Homme, la protéine YTHDC1 une protéine à domaine YTH nucléaire apparenté 
à Mmi1, a été mise en évidence pour moduler positivement ou négativement l’épissage 
(Stoilov et al., 2002; Xiao et al., 2016) suggérant, en plus d’une conservation du lien Mmi1 et 
l’exosome, une extension des fonctions de Mmi1 au cours de l’évolution.  
b) Régulation des gènes méiotiques par la polyadénylation  
Les ARN méiotiques sont préalablement polyadénylés par la poly(A) polymérase 
canonique Pla1 avant d’être activement dégradés par l’exosome. En effet, Mmi1 interagit 
directement avec Pla1 et Rna15 (Yamanaka et al., 2010) dont l’orthologue chez S. cerevisiae 
est impliqué dans la maturation de l’extrémité 3’ des ARNm (Kessler et al., 1996). De plus, 
l’inactivation de Mmi1 dans les cellules entraine une accumulation des ARNm méiotiques 
avec une queue poly(A) plus courte, suggérant fortement l’implication de Mmi1 dans la 
polyadénylation de ses cibles via son interaction avec Pla1 et Rna15 (fig 26, St-André et al., 
2010; Yamanaka et al., 2010).  
Mmi1 interagit aussi avec Pab2, une « Poly(A) binding protein » (Yamanaka et al., 
2010). A l’heure actuelle, il est admis que les protéines de liaison aux queues poly(A) sont 
utiles à la stabilisation et à l’export des ARNm bien que Pab2 soit aussi impliqué dans la 
dégradation exosome-dépendante des snoRNA (Voir chapitre II, Lemay et al., 2010). Ainsi, 
Pab2 pourrait également agir sur les ARNm méiotiques ciblés par Mmi1 pour aider à leur 
dégradation par l’exosome (Fig26, Lemay et al., 2010; St-André et al., 2010; Yamanaka et al., 
2010). Comme décrit dans le chapitre II, la sous-unité Cid14 du complexe TRAMP 
polyadényle les ARN ciblés par l’exosome pour aider ce dernier dans sa fonction de 
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dégradation. La polyadénylation des ARNm méiotiques pourrait être nécessaire pour 
l’ancrage des ARN à dégrader à l’exosome comme cela a été décrit pour le complexe TRAMP.  
 
Figure 26 : Modèle de dégradation des ARN méiotiques cibles de Mmi1 par l’exosome, après 
polyadénylation. Modèle proposé et adapté de (Yamanaka et al., 2010). (A) Mmi1 recrute le 
complexe de polyadénylation par son interaction avec Pla1 et Rna15. (B) Pab2 est recruté sur la 
queue Poly(A). (C) Mmi1 en collaboration avec Pab2 aide au recrutement de l’exosome et à la 
dégradation des ARNm méiotiques.  
 
Des travaux plus récents ont montré que Pla1 et Pab2 forment un sous complexe du 
complexe MTREC/NURS qui recrute et assiste l’exosome dans sa fonction à différentes 
cibles, dont les ARNm méiotiques (Egan et al., 2014; Lee et al., 2013; Zhou et al., 2015). 
 
c) Régulations des gènes méiotiques par le complexe MTREC/NURS 
Le cœur du complexe MTREC contient, en plus de Mtl1 (voir chapitre II de 
l’introduction), la protéine Red1. Cette protéine à doigts de zinc a été identifiée initialement 
pour agir dans la voie de dégradation des ARN ciblés par Mmi1 (Sugiyama and Sugioka-
Sugiyama, 2011) ainsi que dans la formation d’hétérochromatine (Zofall et al., 2012). 
Les travaux réalisés au sein du laboratoire ont aussi montré que Red1 agit en 
parallèle du RNAi et de la méthylase Clr4 au niveau des ARN méiotiques cibles de Mmi1, 
pour induire leur mise sous silence via leur dégradation par l’exosome et la formation des 
ilots d’hétérochromatine facultative (Hiriart et al., 2012) 
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Les études récentes sur MTREC/NURS ont montré que Red1 agit au sein d’un 
complexe plus large pour aider à cette formation d’hétérochromatine facultative et aider à 
la dégradation des cibles de Mmi1 par l’exosome (Egan et al., 2014; Lee et al., 2013; Zofall et 
al., 2012).  
Au sein de ce complexe on retrouve aussi la protéine Iss10 (Insertional suppressor of 
sme2∆), qui agit en parallèle de Mmi1 et Red1 dans l’élimination des ARNm méiotiques par 
l’exosome. Son élimination de la cellule entraine notamment la perte de l’interaction entre 
Mmi1 et Red1 (Yamashita et al., 2013). En accord avec cela, l’élimination de iss10 dans les 
cellules entraine une diminution de l’interaction entre MTREC (Mtl1 et Red1) et Mmi1. Ces 
données suggèrent que Iss10 est un lien important entre Mmi1 et MTREC/NURS (Fig 16, 
Zhou et al., 2015). 
Le lien entre Mmi1 et la machinerie de surveillance des ARN a fait l’objet d’une partie 
de mes travaux de thèse, ces données seront par conséquent détaillées dans les chapitres II 
et III de la partie « Résultats ».  
 
3. Activation de la différenciation sexuelle chez S. pombe 
L’initiation et l’aboutissement d’un programme de différenciation cellulaire, comme 
par exemple la spécialisation d’une cellule souche en cellule mature au sein d’un tissu chez 
l’Homme, sont associés à un remaniement important du transcriptome. La différenciation 
sexuelle chez S. pombe ne fait pas exception à ce principe. En effet, la transition des cellules 
en cycle végétatif vers la méiose s’accompagne d’un changement massif du profil 
d’expression de plusieurs centaines de gènes (représentant environ 20% de gènes codants) 
(Mata et al., 2002). Le gène codant pour Ste11 est l’un des premiers à être activé. Ce facteur 
de transcription va être directement responsable de l’activation du programme 
transcriptionnel requis pour le processus de différenciation sexuelle. Trois vagues 
successives de transcription sont alors enclenchées :  1) la vague des gènes précoces 
(« early ») qui sont essentiels pour la réplication pré-méiotique de l’ADN et la recombinaison 
pour les « crossing-over », 2) la vague des gènes intermédiaires (« Middle ») qui vont activer 
les gènes nécessaires à la méiose et aux étapes précoces de formation des spores, et 3) la 
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vague tardive (« late ») qui correspond à l’expression de gènes du métabolisme et du stress, 
impliqués dans la maturation des spores (Fig 27, Mata et al., 2002, 2007; Wilhelm et al., 
2008). Il est nécessaire pour l’initiation et l’intégrité de ce processus de différenciation 
d’activer l’expression du gène ste11 et de lever la répression apportée par Mmi1 et sa 
machinerie de surveillance.  
 
Figure 27 : Ste11 enclenche trois vagues de transcription successives essentielles au bon 
déroulement de la différenciation sexuelle chez S. pombe. L’activation de ste11 va permettre 
l’activation successive des gènes précoces, intermédiaires puis tardifs pour aboutir à la formation 
d’un asque. Son activation permet également de lever l’inhibition contrôlée par Mmi1 sur ses cibles 
méiotiques.  
 
3.1. Activation du gène ste11 
Le gène ste11 est non seulement inactivé par deux voies de régulation différentes en 
cycle végétatif, mais il est aussi activé par deux autres voies lors de l’entrée en 
différenciation sexuelle : la voie des phéromones et la voie du stress. Ces deux voies font 
intervenir des cascades de régulation par des MAP kinases. 
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3.1.1. Généralité sur les MAP kinases  
Les « Mitogen-activated protein kinase » ou MAP kinases, sont des protéines kinase 
spécifiques des acides aminés sérine et thréonine. Elles sont ubiquitaires et conservées chez 
tous les organismes connus. Les MAP kinases sont une part essentielle du réseau de 
messagers permettant la transmission de l’information au sein de la cellule. L’information 
provient d’activateurs des MAP kinases, qui sont des récepteurs ou des senseurs d’un signal, 
le plus souvent un stress, et est transmise jusqu’à un substrat final possédant une fonction 
précise dans la cellule, par exemple des facteurs de transcription ou des enzymes (Errede et 
al., 1995; Gustin et al., 1998; Lewis et al., 1998). La première MAPK découverte est la 
protéine Erk1 chez l’humain, appelée Mitogen-activated protein à cause de son effet positif 
sur la croissance de la cellule (Bishop, 1985; Boulton et al., 1990). Cependant, depuis la 
découverte de nombreuse autres MAPK, il est devenu claire que la famille des « Mitogen-
activated proteins » porte un mauvais nom car elles sont fortement impliquées dans la 
réponse au stress abiotique qui, à l’inverse, bloque la mitose.  
Les MAP kinases sont catalytiquement inactives sous leur forme de base. Pour être 
activées, elles requièrent des étapes de phosphorylation sur une boucle d’activation 
possédant le motif TxY (Thréonine-x-Tyrosine) (Abe et al., 1999; Kato et al., 1998).  
Un module classique des MAP kinases contient trois familles de kinases, codées par 
des familles de gènes bien distinctes qui agissent en cascades : les MAP kinases (MAPK) qui 
vont activer les substrats finaux, les MAPK kinases (MAPKK) qui activent les MAPK, et les 
MAPKK kinases (MAPKKK) qui vont activer les MAPKK (pour revue chez les plantes et les 
humains respectivement: Chardin et al., 2017; Pearson et al., 2001) 
Bien que les cascades d’activation des MAPK soient assez bien décrites dans la 
littérature, de nombreuses questions subsistent concernant l’activation des MAPKKK. 
Certaines MAPKKK contiennent des motifs de régulation tels que des séquences riches en 
proline, des « leucine-zippers » ou des sites de fixation des protéines G qui peuvent 
permettre leur activation (Hirt, 2000).  
Chez la levure S. pombe, les voies MAP kinase sont aussi très conservées. Comme 
chez beaucoup d’eucaryotes, leur rôle est important dans la réponse cellulaire au stress. En 
95 
 
effet la plupart des stress (oxydatif, osmotique, UV, antifongique, température et pH) sont 
détectés par les protéines « senseur » qui activent alors la voie des MAP kinases Win/Sty1 
(Shiozaki and Russell, 1995a, 1995b). Cette voie des MAP va agir sur plusieurs processus 
cellulaires dont le contrôle du cycle cellulaire, les réponses au stress post-traduction, ou 
encore la différenciation sexuelle (Wilkinson et al., 1996). En plus de la voie Sty1, on trouve 
aussi la voie Byr1/Byr2 qui est impliquée dans l’induction de la différenciation sexuelle par 
les phéromones (Santos and Shiozaki, 2001), ces deux voies seront décrites dans la partie 
suivante.  
 
3.1.2. Activation par la voie des phéromones  
Lorsque les cellules sont privées de nutriments, les voies d’inhibition de la 
différenciation par l’AMPc (qui détecte le glucose) et TOR (qui détecte l'azote) sont levées. 
Cependant, en parallèle, une activation de ste11 par la voie des phéromones via un rétro-
control de celui-ci (Valbuena and Moreno, 2010). La protéine Ste11, produite en faible 
quantité suite à la levée de l’inhibition de son expression, active les gènes des phéromones 
et de leurs récepteurs opposés induisant ainsi la production du facteur P et du récepteur M 
dans les cellules h+, du facteur M et du récepteur P dans les cellules h- (Fig 23). La 
reconnaissance de ces facteurs par le récepteur opposé active alors la voie des MAP kinases 
Byr1/2, déclenchant la conjugaison et une surexpression de Ste11 (Fig24B, Aono et al., 1994; 
Yamamoto, 2010). 
L’élimination du gène MAPKK byr2 au sein de cette voie provoque une stérilité totale 
des cellules qui sont alors incapables de rentrer en différenciation sexuelle (Wang et al., 
1991). Sa surexpression dans des cellules végétatives induit au contraire l’expression de 
ste11, provoquant de la méiose haploïde même en présence de nutriments (Kjaerulff et al., 
2005).  
 
3.1.3. Activation par le stress  
Lorsque les cellules sont exposées à un stress, trois protéines senseurs, Mark1-2 et 3 
intègrent le message, et activent les régulateurs de la réponse au stress Msc4 et Prr1. Tandis 
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que Prr1 contrôle le cycle cellulaire, Msc4 active la voie des MAP kinases Win/Sty1. En 
réponse, la MAPK Sty1 active Atf1 et Pcr1 par phosphorylation, deux facteurs de 
transcription capables d’activer ste11. Ceci résulte, tout comme dans le cas de l’activation de 
la voie Byr1/Byr2, à une surexpression de Ste11 et à la différenciation sexuelle (Fig 24B, 
Watanabe and Yamamoto, 1996; Wilkinson et al., 1996).  
 
3.2. Inhibition de la protéine Mmi1 par un lncRNA 
En cycle végétatif la protéine Mmi1 assistée de la machinerie de surveillance des ARN 
maintient la mise sous silence des gènes méiotiques. Pour permettre le bon déroulement de 
la méiose il est donc nécessaire de bloquer ce système d’inhibition. Ce blocage est essentiel 
et se fait grâce à la séquestration de Mmi1 sur un lncRNA. En effet, si la machinerie de 
surveillance des ARN méiotiques n’est pas inhibée pendant la différentiation sexuelle, les 
cellules vont rester bloquées à l’étape de méiose I juste après avoir dupliqué leur ADN 
(Fig27). La protéine de liaison à l’ARN Mei2 s’associe avec le lncRNA produit par le gène 
sme2. Ensemble ils inhibent Mmi1 permettant ainsi la progression du programme de 
différenciation sexuelle.  
 
3.2.1. Activation de la protéine Mei2 
L’accumulation de la protéine Mei2 suffit à déclencher l’entrée en différenciation 
sexuelle dans des cellules haploïdes (Watanabe et al., 1988). Plus tard, il a été montré que 
Mei2 inhibe la répression des gènes imposée par Mmi1 (Harigaya et al., 2006). 
En cycle végétatif, Mei2 se localise dans le cytoplasme où elle est inhibée par la 
kinase Pat1 qui la phosphoryle (Fig 28A, Watanabe and Yamamoto, 1994; Watanabe et al., 
1997). Lorsque la différenciation sexuelle est enclenchée, Ste11 active la transcription de 
mei2. Ste11 active aussi la transcription des gènes mat1-Pm et mat1-Mm qui codent pour 
des protéines formant un hétérodimère capable d’activer la transcription de mei3. La 
protéine Mei3 est un pseudo-substrat de la kinase Pat1 qu’elle inhibe, empêchant ainsi 
l’inactivation de Mei2. Mei2 va par conséquent s’accumuler dans le noyau sous sa forme 
active non phosphorylée (Fig 28B, Van Heeckeren et al., 1998).  
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3.2.2. Séquestration de Mmi1 au locus sme2 
Mei2 qui s’accumule sous sa forme active dans le noyau va se localiser en un point 
unique appelé le « Mei2 Dot ». Ce point correspond au locus du gène sme2 (Shimada et al., 
2003). Le gène sme2 code pour un lncRNA appelé meiRNA qui a la particularité de 
s’accumuler à proximité de son gène et d’y rester (Shichino et al., 2014; Shimada et al., 
2003). Dans le noyau Mei2 actif s’associe avec meiRNA. Ensemble ils séquestrent la protéine 
Mmi1 (Harigaya et al., 2006). L’expression de ce lncRNA est donc essentielle pour lever la 
mise sous silence des gènes méiotiques par Mmi1. Ainsi, les cellules dépourvues du gène 
sme2 induites en différenciation sexuelle restent bloquées avant d’entrée en méiose I juste 
après duplication de leur ADN. L’inhibition de Mmi1 par le lncRNA meiRNA devient 
impossible. La mise sous silence des gènes méiotiques ciblés par Mmi1 est alors constitutive, 
bloquant ainsi la progression en différenciation (Harigaya et al., 2006; St-André et al., 2010; 
Yamanaka et al., 2010).  
Le lncRNA meiRNA, en plus d’être reconnu par Mei2, est enrichi en motif DSR 
permettant la liaison de Mmi1. En différenciation le niveau de meiRNA s’accroit, il agit alors 
comme un ARN compétiteur avec les autres ARN ciblés par Mmi1. Ce lncRNA est dégradé par 
Mmi1 en cycle végétatif, mais lorsqu’il est associé avec Mei2 en différenciation sexuelle, il 
séquestre Mmi1 (Fig28B). A l’heure actuelle, les mécanismes moléculaires permettant de 
comprendre pourquoi la fixation de Mmi1 à meiRNA associé à Mei2 n’induit pas la 
dégradation du lncRNA meiRNA en différenciation ne sont toujours pas connus.  
Une fois Mmi1 séquestrée, la mise sous silence des gènes méiotiques cibles de Mmi1 
est levée et les cellules peuvent alors entrer en méiose puis en sporulation (Harigaya et al., 
2006).  
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Figure 28 : Modèle de l’initiation de la méiose par l’activation de Mei2 et la levée du « silencing » 
dépendant de Mmi1. A) En condition végétative la kinase Pat1 phosphoryle et inactive Mei2. Mmi1 
est recruté à ces cibles et recrute la machinerie de surveillance des ARN dont l’exosome qui dégrade 
les ARN méiotiques bloquant ainsi l’entrée en méiose. B) En condition méiotique Ste11 active la 
production de Mei3 qui bloque la Kinase Pat1. Ste11 augmente aussi la transcription de Mei2 qui se 
retrouve en forte concentration sous sa forme active. Mei2 s’associe avec le lncRNA meiRNA au locus 
de sme2 pour former le « Mei2 Dot ». Mei2 associé à meiRNA séquestre Mmi1 qui ne peut plus être 
recruté sur ces cibles. Les ARN méiotiques n’étant plus dégradés ils sont traduits et les cellules 
entrent en méiose.  
 
3.3. Activation du programme transcriptionnel de la méiose et de la 
sporulation 
Parmi les ARN ciblés par Mmi1 on retrouve l’ARN de mei4. Lorsque Mmi1 est 
séquestré par le lncRNA meiRNA et Mei2, le facteur de transcription Mei4 est produit et va 
activer l’ensemble du programme transcriptionnel de la phase « intermédiaire » et une 
partie de la vague « tardive » en activant, directement ou non, près de 500 gènes (Abe and 
Shimoda, 2000; Horie et al., 1998; Mata et al., 2002, 2007; Murakami-Tonami et al., 2007; 
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Watanabe et al., 2001). Finalement après les deux divisions méiotiques, des facteurs de 
transcription à domaine « leucine zipper » de la famille des ATF (Atf21 et Atf31) ainsi que 
Rsv1 et Rsv2, deux facteurs de transcription à doigts de zinc enclenchent la dernière vague 
transcriptionnelle permettant la formation des spores (sporulation) au sein de l’asque (Mata 
et al., 2002, 2007).  
 
En conclusion, la différenciation sexuelle est un processus crucial pour la 
reproduction et la survie de la cellule chez les eucaryotes. Chez S. pombe, elle est finement 
régulée à plusieurs niveaux. Au cœur de ces régulations on retrouve comme acteurs 
principaux  l’ARN, dont au moins un lncRNA, l’exosome et Mmi1. 
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Objectif de la thèse (et principaux résultats 
obtenus) 
Mon projet de thèse s’est inscrit dans la continuité des travaux initiés dans mon 
équipe d’accueil. Il vise à comprendre la fonction et le mode d’action de la protéine de 
liaison à l’ARN Mmi1 et de sa machinerie de surveillance des ARN dans le contrôle de 
l’expression génique chez  S. pombe. Dans un premier temps, ces travaux, ainsi que ceux 
publiés par d’autres groupes, ont montré que la liaison de Mmi1 à des ARN pré-messagers 
en cours de synthèse et le complexe exosome (qui appartient à la machinerie de surveillance 
des ARN recrutée par Mmi1) induit la dégradation de ces ARNs. La liaison de Mmi1 associée 
au complexe exosome induit la formation d’hétérochromatine facultative au niveau de 
gènes clés pour la méiose et contribue à la mise sous silence (ou « silencing ») de ces gènes 
(Harigaya et al., 2006; Hiriart et al., 2012; Zofall et al., 2012). Par la suite, nos travaux ont 
révélé une nouvelle fonction biologique de Mmi1 et des partenaires qui lui sont associés, 
dans le contrôle de l’entrée en différenciation sexuelle de S. pombe. Cette mise sous silence 
implique la liaison spécifique de Mmi1 à un lncRNA spécifique appelé nam1 (non-coding RNA 
associated to Mmi1 1). La fixation de Mmi1 au lncRNA nam1 joue un rôle essentiel dans le 
contrôle de la différentiation (Touat‐Todeschini et al., 2017).  
Dans ce contexte, l’objectif principal de ma thèse a été, principalement d’identifier et 
de caractériser de nouveaux acteurs de la machinerie de surveillance des ARNs guidée par 
Mmi1, afin de préciser les mécanismes mis en jeu par Mmi1, sa machinerie de surveillance 
des ARN et le lncRNA nam1 pour contrôler co-transcriptionnellement l’expression génique 
et la différenciation sexuelle chez S. pombe. 
Au cours de ma thèse, j’ai ainsi contribué aux travaux qui ont démontré l’implication 
de l’exosome dans le processus de dégradation du lncRNA nam1 et le contrôle de l’entrée 
en différenciation sexuelle (Chapitre I de la partie Résultats). 
 J’ai ensuite caractérisé Cti1, un nouveau composant de la machinerie de 
surveillance des ARN de Mmi1, et mis en lumière un mécanisme inédit de la biogénèse des 
lncRNAs. J’ai également caractérisé plus en détail les mécanismes mis en jeu dans la 
régulation de nam1 (Chapitre II de la partie Résultats).  
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Enfin, j’ai initié la caractérisation d’Erh1, un nouveau composant de la machinerie 
de surveillance des ARN guidé par Mmi1 (Chapitre III de la partie Résultats).  
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1. Matériel biologique et condition de culture 
1.1. Souches utilisées lors de cette étude 
Les souches utilisées lors de cette étude sont répertoriées dans le tableau 2. Les 
souches ont été construites suivant le protocole de transformation de levure au lithium 
acétate ou par croisement (détails dans le 2ème chapitre de cette partie)  
Tableau 2 : Liste des souches principales utilisées 
Souches utilisées Génotype source 
SPV 8 h+ leu1-32 ori1 ade 6-216  ura4-D18   Imr::ura4+   Cette étude 
SPV 41 h- Cette étude 
SPV 500-501 h-  dis3-54 Cette étude 
SPV 706 h90 leu1-32::nmt1-mtl1-YFP-flag-his-leu1+ Cette étude 
SPV 1306 h- mei4∆::hph Cette étude 
SPV 1928-1929-1930 h90 leu1-32 ade6-M216 ura4::fbp1-lacZ  rrp6∆::HPH Cette étude 
SPV 2285-2286 h+ leu1-32 ori1 ade6-216 ura4-D18 Imr::ura4+ mlo3-3HA::Nat Cette étude 
SPV 2341-2342-2343 h+ leu1-32 ori1 ade6-216 ura4-D18 Imr::ura4+ rrp6-13myc::hph Cette étude 
SPV 2410-2411-2412 h+ leu1-32 ori1 ade6-216 ura4-D18 Imr::ura4+ rrp6-TAP::kan  Cette étude 
SPV 2438 h+ leu1-32 ori1 ade6-216 ura4-D18 Imr::ura4+ cti1-TAP::kan Cette étude 
SPV 2468 h90 leu1-32 P3nmt1-mtl1 -flag / His6 / Leu+ Cette étude 
SPV 2532 h- mei4∆::hph mmi1∆::Nat Cette étude 
SPV 3106-3107-3108 h+ leu1-32 ori1 ade6-216 ura4-D18 Imr::ura4+ red1∆::HPH Cette étude 
SPV 3194 h90 mtr4-TAP::kan D. Moazed 
(SPY1408) 
SPV 3195 h+ ura4-D18 Imr::ura4+ cid14∆::nat 
 
D. Moazed 
(SPY787) 
SPV 3416-3417-3418 h90 leu1-32::P3nmt1-mtl1-YFP-flag-his-leu1+ P3nmt1-mmi1-
CFP::kan 
Cette étude 
SPV 3535-3536-3537 h+ leu1-32 ori1 ade6-216 ura4-D18 Imr::ura4+ Nat-P41nmt1-
3HA-mtl1 
Cette étude 
SPV 3697-3698 h- rrp6::13myc-Kan Cette étude 
SPV 3709-3710-3711 h+ mtl1∆::nat Cette étude 
SPV 3712-3713-3714 h? mtl1∆::nat rrp6-13myc::hph Cette étude 
SPV 3761-3762-3763 h+ ura4-D18 Imr::ura4+ cid14∆::nat rrp6-13myc-HPH Cette étude 
SPV 3962 h90 leu1-32 ura4-D18 nam1::ura4 Cette étude 
SPV 3972 h+/h+ ade6-M210/ade6-M216 ura4-D18/ura4-D18 leu1-32/leu1-
32 mpp6∆::kan 
Banque 
Bioneer 
SPV 4001 h90 leu1-32 ura4-D18 nam1-1 Cette étude 
SPV 4014-4015-4016 h+ leu1-32 ori1 ade6-216  ura4-D18 Imr::ura4+ cti1∆::HPH Cette étude 
SPV 4697 h+ leu1-32 ura4D18 ade6-216 dhp1-1ts-ura4+ P. Bernard 
(LY1284) 
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SPV 4721-4722 h+ leu1-32 ori1 ade6-216 ura4-D18 Imr::ura4+ iss10∆::HPH Cette étude 
SPV 4750-4751-4752 h90 ura4-D18 mlo3-pro∆::ura4 Cette étude 
SPV 4753-4754-4755 h90 leu1-32 ura4-D18  nam1-1 mlo3-pro∆::ura4 Cette étude 
SPV 4851-4852-4853 h? leu? ori? ade? ura? imr::ura4+? rrp6::13myc-kan  cti1∆::HPH Cette étude 
SPV 5080-5081-5082 h90 leu1-32 ura4-D18 nam1DSRΔ::5BoxB Cette étude 
SPV 5113-5114-5115 h90 leu1-32 ura4-D18 nam1DSRΔ::5BoxB  Cette étude 
SPV 5116-5117-5118 h90 leu1-32 ura4-D18 nam1DSRΔ::5BoxB NAT-P3nmt1-λN-mmi1 Cette étude 
SPV 5154-5155-5156 h90 leu1-32 ura4-D18  nam1DSRΔ::5BoxB NAT-P3nmt1-λN-mtl1 Cette étude 
SPV 5157-5158-5159 h- mei4∆::hph erh1-exon4,5,6∆NAT Cette étude 
SPV 5160-5161-5162 h90 leu1-32 ura4-D18  nam1DSRΔ::5BoxB NAT-P3nmt1-λN-cti1 Cette étude 
SPV 5163-5164-5165 h- erh1∆::NAT Cette étude 
SPV 5166-5167-5168 h- mei4∆::hph erh1∆::NAT Cette étude 
SPV 5169-5170-5171 h90 leu1-32 ura4-D18  nam1DSRΔ::5BoxB NAT-P3nmt1-λN-Dis3 Cette étude 
SPV 5172-5173-5174 h90 leu1-32 ura4-D18  nam1DSRΔ::5BoxB NAT-P3nmt1-λN-Rrp6 Cette étude 
 
1.2. Condition de culture de levures 
Généralement, les levures sont cultivées en milieu riche YEA (Yeast Extract + 
Adenine) à 30°C. Les cultures liquides sont incubées sous agitation à 220rpm.  
Pour induire la différentiation sexuelle des levures, les cellules sont cultivées dans un 
premier temps en milieu YEA, puis déposées sur milieu d’induction SPAS (Sporulation Agar 
Schizosaccharomyces) à 30°C. Pour les sélections par auxotrophies (uracile ou leucine), les 
cellules sont cultivées en milieu minimum EMMc (Edinburgh Minimum Medium complete) 
sans Uracile ou sans Leucine. 
La description des différents milieux est détaillée ci-dessous.  
1.3. Composition des milieux de culture 
Les milieux sont autoclavés 20min à 120°C.  
Pour les milieux solides : 20g/L d’agar (Bacto Agar, BD) sont ajoutés avant autoclave. 
Pour les milieux sélectifs : 100 à 200µg/mL d’antibiotique (Hygromycine B, Roche ; 
Généticine G418, Roche ; Nouréothricine ClonNAT, werner Bioagents) ou 1g/L d’acide 5-
fluoro-orotique (5-FOA, toronto Research Chemicals) sont ajoutés après autoclave.  
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Dans le cas du milieu EMMc, tous les éléments sauf l’agar sont dissous et filtrés (sur 
membrane de 0.2µm) puis mélangés (pour l’EMMc solide) avec l’Agar autoclavé séparément 
dans la moitié du volume final.  
 
YEA : milieu riche composé de 5g/L d’extrait de levure (BD), 30g/L dextrose (BD), 0.225g/L 
adénine (Sigma).  
YES : Milieu riche composé de 5g/L d’extrait de levure (BD), 30g/L dextrose (BD), 0.225g/L 
adénine (Sigma) 45mg/L leucine ; 45mg/L adénine ; 45mg/L uracile ; 45mg/L histidine ; 
45mg/L lysine (Sigma), milieu utilisé pour les cultures en fermenteur.  
EMMc : milieu minimum composé de 12g/L d’EMM sans dextrose (MP Biomedicals); 20g/L 
de dextrose; 0.225 g/L leucine ; 0.225 g/L adénine ; 0.225 g/L uracile ; 0.225 g/L histidine 
(Sigma). 
Pour les milieux solides : 20g/L d’agar dans ½ du volume final, sont autoclavés séparément, 
puis ajoutés au milieu minimum concentré 2X dans ½ du volume et l'ensemble est stérilisé 
par filtration (filtres à pores de 0.22µM de diamètre). De cette manière, la dégradation des 
vitamines par l’autoclave est drastiquement limitée.  
SPAS: Milieu Solide d’induction de la différentiation sexuelle composé de 10g/L dextrose ; 1 
g/L phosphate de potassium (Sigma) ; Vitamines (4.2µM acide pantothénique ; 81,2µM acide 
nicotinique ; 55µM myo-inositol ; 40.8nM biotin), 45mg/L leucine ; 45mg/L adénine ; 45mg/L 
uracile ; 45mg/L histidine ; 45mg/L lysine (Sigma) ; 30g/L d’Agar. Les vitamines concentrées à 
1000X (stérilisées par filtration) sont ajoutées après autoclave pour limiter leur dégradation.  
1.4. Plasmides utilisés 
Pour la construction de souches (voir plus loin le chapitre construction de souches) 
par délétion ou étiquetage de gènes, les plasmides de la famille des pFA6 (Goldstein et al., 
1999) ont été utilisés. Les plasmides de la famille des pREP1 ont été utilisés pour la 
surexpression de byr2. Pour les souches où le gène rapporteur ura4 a été introduit, le 
plasmide pBluescript PK-ura4 (Alting-Mees and Short, 1989) a été utilisé. 
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Tableau 3 : Listes des principaux plasmides utilisés 
Plasmide  Description Origine 
PAN13 PFA6a natMX6 p3nmt1-λN Cette étude 
PAN16 pFA6a CTAP4 natMX6 Euroscarf (P30415) 
PAN27 pFA6a natMX6 Euroscarf (P30437) 
PAN28 pFA6a hph  Euroscarf (P30438) 
PAN36 pBluescript SK(+) ura4 J. P. Javerzat 
PAN48 pFA6a NatMX6 P3nmt1 J. Bahler (PAV19) 
PAN61 pJR1-41XL J.C. Ribas 
PAN65 pJR1-81XL J.C. Ribas 
pKG1810 pFA6a kanMX6 pGAL1 3HA L. Gould 
 Pfa6A λN KanMX6 Cette étude 
 
 
1.5. Amorces utilisées 
Tableau 4 : Listes des principales amorces utilisées pour cette étude 
Amorce Séquence 5’-3’ Description 
PV_174 TACCCCATTGAGCACGGTAT act1 sens 
PV_175 CTTCTCACGGTTGGATTTGG act1 anti-sens 
PV_176 GTACTGGCCCATACCGTGAT tub1 sens 
PV-177 CGAATGGAAGACGAGAAAGC tub1 anti-sens 
PV_180 AAAAGCGACCTTCAAGCAAA mei4 sens  
PV_181 TTGCATCGTTTGAGACTTCG mei4 anti-sens 
PV_182 TGCAAGAGGAAACTCAAAGG ssm4 sens 
PV_183 TTCCTCCTCCACTTGTTTTGA ssm4 anti-sens 
PV_794 GTTGAAGTTGGACGGGATGT rec8 sens 
PV_795 TTCTACCCTACTCGGCATCG rec8 anti-sens 
PV_905 CAGCAAATCCGAGAAAGAGG crs1 sens 
PV_906 GATGGGACGCGTCTAAGATT crs1 anti-sens 
PV_1109 TTATGGCGTGCTCGTGAATA spo5 sens 
PV_1110 TTCGACTCCAATGGCACATA spo5 anti-sens 
PV_1343 CATTGGCGCTATTTTTGGAT mcp5 sens 
PV_1344 AAGGCATCTGGGGCTTTTAT mcp5 anti-sens 
PV_2013 CAATCACGACGGATCGTACA nam1 sens  
PV_2014 GTTGAATTGCCGACCGTATC nam1 anti-sens 
PV_2057 AACCATGTGTAGCAAGTGAAT 3’ de nam1 anti-sens (RT) 
PV_2124 ACCGAGGCTCAAGTTAAGGA mlo3 sens 
PV_2125 CATCAACCAAACGACCCTCA mlo3 anti-sens 
PV_2126 ACGTTGGGTTGGAGGTTTTG 5’ nam1 sens  
PV_2127 AGGGAGCGCTTATCAACCAT 5’ nam1 anti-sens 
PV_2174 AGCGGACACTTCGTTTCTG byr2 anti-sens (RT) 
PV_2211 GATCAAAACAGCTGCCTTGTAC 5’ nam1 anti-sens (RT) 
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2. Construction de souches 
La construction des souches utilisées lors de cette étude a été faite suivant deux 
protocoles. Le premier par transformation classique de S. pombe (Bähler et al., 1998) et  le 
second par méthode de croisement génétique. 
2.1. Transformation au Lithium acétate.  
Les cellules sont transformées par 1) introduction d’un fragment d’ADN dans la 
levure via un choc thermique en présence d'acétate de lithium et 2) intégration de cet ADN à 
son site par recombinaison homologue. Cette recombinaison s’effectue via la présence de 80 
à 200pb de chaque côté de l’ADN introduit dans la cellule définissant exactement le site 
d’insertion dans le génome (Bähler et al., 1998, fig 29).  
 
Figure 29 : Transformation par recombinaison homologue. A) délétion d’un gène. B) étiquetage en 
C-terminale. C) étiquetage en N-terminale. 
2.1.1. Préparation de la séquence d’ADN à transformer (cassette d’ADN) 
La cassette d’ADN à introduire dans le génome des cellules contient un gène de 
résistance à un antibiotique qui servira à la sélection des mutants transformés (Fig 30). Dans 
le cas de l’ajout d’une étiquette (TAG) en C-ter, le TAG (TAP, 3HA, 13Myc, λN) est associé au 
terminateur du gène adh1 (annoté Tadh1) de S. cerevisiae (Wach et al., 1997). Pour l’ajout 
d’un TAG en N-ter, le TAG est associé en amont avec le promoteur nmt1 (no message in 
thiamine, Maundrell, 1990) sous l’une de ses 3 formes de force d’expression : P3_nmt1 
(promoteur sauvage de forte expression) P41_nmt1 (promoteur d’expression 10 fois 
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inférieur au promoteur nmt1 sauvage) ou P81_nmt1 (promoteur d’expression 100 fois 
inférieur au promoteur nmt1 sauvage).  
Cette cassette est amplifiée par PCR à partir d’un plasmide bactérien pFA6, et de 
deux oligomères longs (100nt) constitués de 20nt homologues à une région du plasmide 
(pour l'amplification), et 80nt homologues au site accepteur du génome de levure (Fig 30).  
Une grande quantité d’ADN est nécessaire pour la transformation de la levure. Afin 
d’obtenir suffisamment d’ADN, dix réactions de PCR dans un volume final de 50µL sont 
réalisées. La PCR est réalisée suivant les conditions préconisées par le fournisseur de l’ADN 
polymérase utilisée (PlatiniumTaqPolymerase, Invitrogen). 
Tableau 5 : Composition des réactions PCR  
Solutions Concentration finale pour PCR 
Tampon 10X Invitrogen 1X 
MgCl2 50mM 1.5mM 
Mix de dNTPs (10mM de chaque) 0.2mM 
PlatinumTaqPolymerase (Invitrogen) 0.04U/µL 
Amorce sens (100µM) 1µM 
Amorce anti-sens (100µM) 1µM 
 
La qualité de la cassette d’ADN amplifiée par PCR est vérifiée sur un échantillon du 
produit d’amplification par électrophorèse sur gel d’agarose (migration effectuée à 100V en 
tampon TAE 1X, en gel d’agarose 0.8 à 1.2% p/v et présence de 0.5µg/mL de BET) et 
visualisation sous lumière UV. 
La cassette amplifiée par PCR est ensuite purifiée par le kit QIAquick PCR Purification 
(Qiagen) en suivant les conditions préconisées. Une petite fraction de l’éluât est analysée par 
électrophorèse sur gel d’agarose pour vérifier l’intégrité de l’ADN puis sa concentration est 
estimée par dosage spectrophotométrique au Nanodrop.  
2.1.2. Transformation des levures S. pombe 
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Une culture de 50mL de levures ayant une DO600nm (Densité Optique à 600nm) 
entre 0.2 et 0.4 est centrifugée 5 min à 800g à température ambiante. Les cellules sont 
lavées une fois avec 10 mL d’eau stérile, et 1 fois avec 1mL de Tampon LiOAc (Tampon TE 1X 
à pH7.5 ; acétate de lithium 0.1M pH7.0). 5-10µg de cassette ADN purifié et 2µg d’ADN de 
sperme de saumon (préalablement fragmenté par sonication et chauffé à 100°C) sont 
ajoutés à 100µL de cellules remises en suspension dans du tampon LiOAc. Le mélange d’ADN 
+ cellules est incubé pendant 10 min à température ambiante avant ajout de 260µL de 
tampon PEG (Tampon TE 1X pH7.5, LiOAc 0.1M pH7.0 PEG 4000 40% (p/v)). Ce mélange est 
homogénéisé délicatement puis incubé 45 min à 30°C. 43µL de DMSO sont ajoutés ensuite 
et homogénéisés par aspiration/refoulement avant de réaliser un choc thermique 5 min à 
42°C. Les cellules sont ensuite centrifugées 1 min à 1800g et lavées une fois avec 500µL 
d’eau distillée stérile avant d’être remises en suspension dans 500µL d’eau. 250µL de la 
suspension de cellules sont déposés sur milieu riche YEA et incubés à 30°C pendant 24h. 
Après 24h le tapis de cellules est répliqué à l’aide de velours stériles sur des boîtes YEA 
contenant l’antibiotique spécifique du gène de résistance contenu dans la cassette ADN 
utilisée. Ces boîtes sont ensuite incubées 2-3 jours, voire plus dans le cas de mutants ayant 
un fort défaut de croissance (tel que les mutants mtl1∆ et cti1∆ qui nécessitent environ 10 
jours de culture avant d’obtenir des colonies).  
Dans le cas d’une transformation de levures par un plasmide, le même protocole est 
suivi mais les cellules sont déposées directement après transformation sur milieu minimum 
EMMc sans Leu ou sans Ura suivant le gène de sélection contenu sur le plasmide.  
2.1.3. Vérification des clones obtenus 
La vérification moléculaire des clones positifs est réalisée par PCR. Pour ce faire une 
lyse alcaline est effectuée sur une fraction d’une colonie ayant poussé sur milieu sélectif. 
Cette lyse est réalisée dans une solution de NaOH 0.04M chauffée 10min à 95°C. 1µL de 
cette lyse alcaline contenant l’ADN libéré des cellules est utilisé pour réaliser les PCR. En 
moyenne, une dizaine de colonies sont testées pour vérifier 1) la bonne intégration de la 
cassette dans le génome à l’emplacement voulu et 2) l’absence de la séquence sauvage 
d'origine. Dans le cas d’un gène étiqueté, la présence du TAG est aussi vérifiée par western-
blot et l'activité de la protéine évaluée par des tests de croissance ou des RTqPCR sur les 
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cibles ARN dans le cas des protéines impliquées dans la dégradation de l’ARN (tous les co-
facteurs de l’exosome, l’exosome, Mmi1, etc..).  
 
3. Test en goutte  
Pour évaluer le taux de croissance sur milieu solide des tests en goutte ont été 
réalisés. Les tests sont effectués à partir de 4mL de culture de levures en milieu YEA à une 
DO600nm inférieur à 2. Exactement 107 cellules sont prélevées, lavées avec du milieu YEA et 
remises en suspension dans 275µL de milieu YEA. On réalise ensuite 5 dilutions en cascade 
d’un facteur 10 en milieu YEA dans une plaque 96 puits stérile. Les cellules sont déposées sur 
milieu YEA et incubées à 30°C de 48h à 96h. 
 
4. Test de l’efficacité de conjugaison et de sporulation des levures 
Le test de sporulation est utilisé dans cette étude pour évaluer la capacité de différentes 
souches à entrer ou progresser en différentiation sexuelle. Le test est réalisé par comptage 
au microscope des cellules végétatives, des zygotes et des asques, ainsi que par coloration à 
la vapeur d’iode après dépôt des cellules sur milieu d’induction de la sporulation (milieu 
SPAS). La vapeur d’iode colorant les éléments contenus dans la paroi des spores, la 
coloration qui apparait est un reflet de la sporulation des souches.  
4.1. Test de sporulation 
Les tests de sporulation sont réalisés soit à partir de cultures de levures 
homothalliques h90, soit à partir de cultures de levure de types sexuels (mating type) 
opposés, h+ et h-. Dans le cas des cellules h90, 107 cellules sont prélevées, lavées 2 fois avec 
500µL d’eau stérile, et déposées sur milieu SPAS dans le but d’induire leur sporulation, et 
incubées à 30°C. Pour les croisements entre cellules h+ et h-, 107 cellules de chaque « mating 
type » sont mélangées et lavées 2 fois avec 500µL d’eau avant d’être déposées sur milieu 
SPAS et incubées à 30°C. Au temps voulu (entre quelques heures et 4 jours), le patch de 
cellules est prélevé pour le comptage en microscopie, ou utilisé pour la coloration à la 
vapeur d’iode.  
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4.2. Comptage en microscopie 
Le patch de cellules sur SPAS est resuspendu dans du glycérol 50% stérile et 2µL sont 
déposés sur lame pour observation à l’aide d’un microscope à contraste de phase. Le 
nombre d’asques, de zygotes et de cellules végétatives est compté. Les pourcentages de 
conjugaisons et de sporulations sont calculés selon les formules suivantes :  
%conjuguaison= [(zygotes + asques)x2]/[(zygote + asques)x2 + cellules végétatives]x100 
%sporulation= (asquesx2)/[(asques + zygotes)x2 + cellules végétatives]x100 
Pour chaque croisement réalisé, au moins 300 cellules ont été comptées.  
4.3. Coloration à la vapeur d’iode 
La sporulation est estimée par méthode colorimétrique d’exposition des cellules à la 
vapeur d’iode (Cristaux d’iode, Sigma) comme décrit précédemment (Gutz and Doe, 1973). 
La vapeur d’iode se fixe aux polysaccharides contenus dans la paroi des spores colorant ainsi 
les patches de cellules en noir plus ou moins foncé selon le pourcentage de sporulation. 
Les cristaux d’iode sont chauffés légèrement jusqu’à apparition d’une vapeur rose, et la 
boite SPAS est exposée à la vapeur jusqu’à apparition de la coloration des patches de 
cellules. L’estimation de l’efficacité de sporulation se fait de manière visuelle par 
comparaison entre les croisements d'intérêt et les croisements contrôles avec les souches 
sauvages (WT h+ x WT h- ou WT h90). 
 
5. Analyse en microscopie à fluorescence 
Pour analyser la localisation des protéines Mmi1 et Mtl1, les cellules exprimant des 
versions étiquetées respectivement avec les protéines CFP et YFP ont été observées par 
microscope à épi-fluorescence.  5mL de cellules ont été cultivées jusqu'à DO600nm = 0.6 en 
milieu minimum EMMc puis fixées avec du Para-Formaldehyde (4% final) pendant 30 
minutes. Les cellules sont ensuite lavées dans du tampon PEM (PBS-MgCl2 1 mM,  EDTA 
1mM), centrifugées et resuspendues dans du tampon DAKO (milieu de montage pour 
fluorescence, DAKO Agilent Technologies) avant d'être déposées entre lame et lamelle. Les 
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cellules sont ensuite observées sur microscope AxioImager2 (Zeiss) et les images acquises et 
traitées grâce au logiciel AxioVision (Zeiss).  
 
6. Analyse des ARN 
L'abondance d'ARN est analysée, après extraction et purification, par transcription 
inverse suivie d’une PCR quantitative.  
6.1. Extraction des ARN totaux 
La purification des ARN totaux se fait par extraction au phénol-chloroforme acide et 
précipitation à l'éthanol à froid, suivi d’une purification sur colonne. 
50mL de culture à DO600=0.5 (phase exponentielle de croissance) sont centrifugés 
2min à 800g. Les cellules sont lavées dans 1mL d’eau et resuspendues dans 750µL de 
tampon TES (Tris pH=7.5 10mM, EDTA 10mM pH=8.0, SDS 0.5%) + 750µL de phénol-
chloroforme acide (pH=4.5, Ambion). L’ensemble est vortexé 20-30 sec et les cellules sont 
lysées 15 min à 65°C en vortexant 15-20 sec toutes les 3 minutes. Les échantillons sont 
ensuite centrifugés 15 min 12000g à 4°C et subissent une 2ème extraction au phénol-
chloroforme acide pour permettre d’éliminer les protéines contaminantes. La phase aqueuse 
est ensuite additionnée d’un volume de chloroforme (700µL) pour éliminer les résidus de 
phénol, vortexée. Après centrifugation, la phase aqueuse est prélevée et additionnée de 3 
volumes d’éthanol et 1/10 du volume d’acétate de sodium (3M pH5.2). L’ARN est précipité 
30min à -80°C. Le culot d’ARN est récupéré après centrifugation 30 min à 4°C, lavé à 
l’éthanol 75% (v/v), séché 5 min à température ambiante avant d’être resuspendu dans 
100µL d’eau. La solution d’ARN est ensuite purifiée sur colonne par l’utilisation du kit RNeasy 
de Qiagen selon les recommandations du fabriquant. La quantité d’ARN obtenu après 
purification est estimée par quantification au nanodrop.  
6.2. RT-qPCR (Reverse Transcriptase & PCR quantitative)  
La quantification de l’ARN dans les différentes souches utilisée nécessite un 
traitement à la DNAse pour se débarrasser de l’ADN contaminant extrait avec l’ARN, puis 
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d’une étape de reverse transcriptase, où l’ARN va être « reverse » transcrit en ADN 
complémentaire (ADNc). Et cet ADNc sera ensuite quantifié par méthode de qPCR. 
6.2.1. Traitement à la DNAse I 
1µg d’ARN totaux sont traités à la DNAse I pour éliminer toute trace d’ADN 
contaminant. La réaction se déroule pendant 40 minutes à 37°C (Inhibiteur de RNAse 
(Ribolock, ThermoFisher Scientific) 2U/µL, DTT 10mM, Tampon DNase I (Tris 20mM pH8, 
MgCl2 2mM), DNAse I (Roche) 2U/µL). La DNAse est ensuite inactivée par ajout de 0.75µL 
d’EDTA 50mM et incubation à 70°C pendant 10 min.  
6.2.2. Synthèse d’ADN complémentaire par transcription inverse 
Les ARNs sont incubés pendant 10 minutes à 65°C avec 2µL d'un mélange d’amorces 
spécifiques des ARNs à rétro-transcrire (2µM chacune) ou avec 1µL d’un mélange à 50ng/µL 
d’amorces aléatoires hexamèriques non spécifiques (de manière à rétro-transcrire tous les 
ARNs présents dans l’échantillon) et 1µL de MgCl2 (50mM). Après un refroidissement rapide 
des échantillons (1min à 4°C), aux 7µL du mélange ARNs et amorces sont ajoutés : inhibiteur 
de RNAse 2.2U/µL, Tampon RT- (Roche) 1X, dNTPs (1mM de chaque), Reverse Transcriptase 
(Roche) 10UµL, et le mélange est incubé succesivement 10min à 25°C, 30min à 55°C et 5 min 
à 85°C pour inactiver la "Reverse Transcriptase". Une réaction contrôle est également 
réalisée en absence de la "Reverse Transcriptase" (remplacée par de l’eau) afin de s’assurer 
que l’amplification observée durant la qPCR n’est pas due à la présence d’ADN résiduel.   
6.2.3. Amplification des ADNc par PCR quantitative (qPCR) 
Les ADNc obtenus sont amplifiés par PCR quantitative dans un volume final de 20µL 
dans des plaques 96 puits (Roche). L’amplification est réalisée dans le LightCycler480 
(Roche). Les ADNc obtenus sont dilués au ¼ et 4µL de la dilution sont ajoutés à 16µL d’un 
mix contenant 1.2µL d’amorces spécifiques des régions à amplifier (5µM chacune), 4.8µL 
d’eau et 10µL de MESA Blue Mastermix Plus SYBR (Eurogentec) contenant l’enzyme, le 
fluorochrome SYBR green (excitation à 492nm, émission à 516nm), les dNTPs et les ions 
nécessaires au bon fonctionnement de l’enzyme. Le SYBR green est incorporé de manière 
non spécifique et homogène le long des ADN double brins permettant un suivi de la quantité 
d'ADN synthétisé cycle après cycle. Le programme de la qPCR contient une étape de 
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dénaturation initiale de 10min à 95°C, suivi de 40 cycles d’amplification comprenant les 
étapes successives : 15sec de dénaturation à 95°C, 15sec d’hybridation à 60°C, 15sec de 
polymérisation à 72°C. Le programme se termine par une étape permettant d’établir la 
courbe de dissociation des amplicons de PCR (spécifique à chaque région amplifiée). 
L’analyse des données est effectuée sur le programme du LightCycler480 (exor4) afin 
d’extraire la valeur du seuil d’amplification linéaire, correspondant au nombre de cycles 
minimum nécessaires pour amplifier une région d’intérêt de manière linéaire. Les niveaux 
d’ARN de la région d’intérêt et une région contrôle sont quantifiés dans les mutants par 
rapport aux niveaux des mêmes ARN d’une souche sauvage. Le niveau d’ARN de la région 
d’intérêt est alors normalisé à celui de la région contrôle, afin de ne pas considérer la 
variabilité d’un échantillon d’ARN sur l’autre. La région contrôle est un gène de 
ménage (tub1 ou act1) dont le niveau d’expression ne varie pas d’une condition à l’autre.  
 
7. Interaction protéine-protéine 
7.1. Co-Immnoprécipitation (Co-IP) 
Principe : Le but de la Co-IP est d’étudier l’interaction entre deux protéines. 
50mL de cellules sont cultivées et récupérées en phase exponentielle de croissance 
(DO600= 0.5-0.8), lavées 1 fois dans de l’eau et congelées rapidement (flash freeze) à l’azote 
liquide pour être conservées à -80°C. Les culots de cellules sont remis en suspension dans 
400µL de tampon de lyse (HEPES pH7.5 100mM, MgCl220mM, glycérol 10% (p/v), EGTA 
10mM, EDTA 10mM, NP-40 0.4% (p/v), NaCl 150 à 500 mM, PMSF 1 mM, benzamidine 1 
mM, DTT 1mM, LABP 10µg (cocktail d’inhibiteur de protéases), β-glycérophosphate 20 mM 
et  NaF 11mM) et 1mL de billes de verre (0.5mm de diamètre, Retsch). L'ensemble est agité 
mécaniquement pour permettre la lyse des levures à l’aide d’un appareil « bead beater » 
(Biospec) 4 fois 30sec avec 2 minutes de refroidissement sur glace entre chaque cycle de 
lyse. Le surnageant contenant les protéines est obtenu par centrifugation de l’extrait 5min à 
5000rpm. Un aliquot de 10µL du surnageant est conservé pour le contrôle de charge (Input) 
et le reste du lysat est séparé en 2 (2 fois 150µL). La moitié est mise en présence d’1µg 
d’anticorps spécifique (anti-Mmi1) et l’autre moitié avec 1µg d’anticorps non spécifique (IgG 
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de lapin) afin de déterminer les interactions non spécifiques. Les lysats en présence des 
anticorps sont incubés à 4°C sous agitation sur roue à 12rpm 2h, puis 20µL de billes 
magnétiques couplées à la protéine A (Dynabeads, ThermoFisher Scientist) préalablement 
lavées 3 fois dans le tampon de lyse, sont ajoutées. L'ensemble est incubé à 4°C sous 
agitation 1h. Les billes sont ensuite récupérées grâce à un portoir magnétique et lavées 3x 
avec 1mL de tampon de lyse. Les protéines sont ensuite éluées par addition de Bleu de 
Laemli (SDS 2% (p/v), glycérol 10% (p/v), Tris-HCL pH6.8 60mM, Bleu de Bromophenol 0.02% 
(p/v), Beta-mercaptoéthanol 5% (v/v)) et incubation 15min à 65°C. Les éluats sont analysés 
par western-blot. 
7.2. Western-blot 
Les protéines sont déposées sur gel d’acrylamide 6%-12% (selon la taille des 
protéines à analyser) dans du tampon de migration TGS 1X (Tris 3.025g/L, glycine 14.4g/L, 
SDS 1g/L) et séparées par électrophorèse 1h à 180V. Elles sont ensuite transférées sur 
membrane de nitrocellulose (Hybond-C Extra, Amersham) par électro-transfert en tampon 
de migration (TGS 0.5X, éthanol 20%). La membrane est saturée 45 minutes à température 
ambiante (ou sur la nuit à 4°) dans du PBS 1X (Phosphate Buffered Saline : NaCl 137mM, KCl 
2.7mM, Na2HPO4 8mM, KH2PO4 2mM) contenant 0.1% (p/v) Tween20 et 10% (p/v) de lait 
écrémé de vache en poudre. La membrane est ensuite incubée 2h à température ambiante 
avec 5ml d’une dilution appropriée d’anticorps (4.5 mL PBS 1X- Tween20 0.1%, 500µL de 
sérum de veau fœtal, 1µL d’anticorps spécifique, voir tableau 6). La membrane est ensuite 
lavée 3 fois 5 min avec du PBS 1X-Tween20 0.1%, et incubée 1h à température ambiante en 
présence d’anticorps secondaires au 1/5000 (4.5ml PBS 1X, 500µL PBS 1X-Tween20 0.1%-lait 
5% (p/v), 1µL d’anticorps secondaire). L’anticorps secondaire, spécifique des IgG utilisées 
pour l'anticorps primaire produites chez la souris ou le lapin (voir Tableau 6), est couplé à 
l'enzyme HRP (Horse Radish Peroxydase). L’activité enzymatique est révélée par l’utilisation 
du kit ECL (Amersham) qui permet la génération d’un signal lumineux détectable par 
exposition de films autoradiographiques (Amersham).  
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Tableau 6 : Liste des principaux anticorps utilisés et de leur dilution pour les expériences.  
Anticorps Dilution utilisée 
pour western blot 
Origine 
Anti-Mmi1 1/5000    Eurogentec 556 
Anti-HA 1/1000     Abcam Ab9110 
Anti-Myc 1/1000     Eurogentec 9E10 
Anti-Flag 1/5000 Sigma F3165 
Anti-TAP 1/5000 Thermofisher CAB1001 
 
 
7.3. Purification de complexes protéiques (Purification TAP tag)  
Principe : La méthode de purification TAP-tag permet d’examiner l’interactome in-vivo d’une 
protéine portant cette étiquette. Elle consiste en une double purification de la protéine en 
utilisant son étiquette TAP puis en l'analyse des protéines associées par spectrométrie de 
masse. Les quantités de peptides analysés sont normalisées par rapport à une souche non 
étiquetée (Rigaut et al., 1999). L’étiquette TAP (Tandem Affinity Purification) est constituée 
d’un peptide d’interaction avec la calmoduline (Calmodulin-Binding Peptide : CBP) et de la 
protéine A associés par un site de clivage à la protéase TEV (Tabacco Etch Virus). La 
purification se fait donc en trois étapes : une première immunoprécipitation avec des IgG qui 
vont interagir avec la protéine A, un clivage à la protéase TEV pour libérer les complexes, et 
une 2ème purification d'affinité utilisant la calmoduline. 
Dans le cas des doubles purifications avec la protéine Mmi1, les échantillons sont immuno-
précipités avec l’anticorps anti-Mmi1 556 après le clivage à la protéase TEV.  
Préparation des culots :  Les cellules sont poussées en fermenteur (Labfor-3, Infors) et les 
constantes (pH, oxygène, ajout de nutriments, agitation) sont suivies et contrôlées via le 
logiciel Iris (Labfor). Les cellules sont dans un premier temps mises en culture dans 1L de 
milieu YES jusqu’à saturation (vérifiée par DO600nm≥15 et par observation des cellules sous 
microscope). Après 15h en saturation, du milieu YES10X est ajouté goutte à goutte jusqu’à 
l’obtention de 3.6L de culture de levure à DO600nm=60-70. Les cellules sont alors centrifugées 
à 5000g pendant 15 min, et plongées dans l’azote liquide pour congélation rapide (« Flash 
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freeze »). Les culots de cellules congelés sont cassés manuellement en petit morceaux pour 
être ensuite pesés et conservés à -80°C.  
Lyse des cellules : 110mL de tampon de lyse (HEPES-NaOH pH=7.5 50mM, MgCl2 5mM, β-
glycérophosphate 20mM, glycérol 10% (p/v), EDTA 1mM, EGTA 1mM, NaF 50mM, Na3Vo4 
0.1mM, NP-40 0.2% (p/v), NaCl 150mM, LABP 1µg (mélange d’anti-protéases), Benzamidine 
1mM, PMSF 1mM) sont ajoutés à 70g de cellules congelées réduites en poudre par mixage. 
Au mélange cellules + tampon est ajouté environ 400g de billes de verre (0.5mm Ø, Retsch), 
puis l'ensemble subit une agitation mécanique en utilisant le " bead-beater " (biospect-
product) 5 fois 1min30 de lyse avec 2 min de refroidissement sur glace entre chaque cycle. 
Le surnagent de lyse est ensuite récupéré après centrifugation 5 min à 800g et traité 1h avec 
250U de la nucléase « benzonase » (Millipore). 
Précipitation des complexes protéiques : Les échantillons sont incubés 2h à 4°C en présence 
de 500µL de billes sépharose sensibilisées aux IgG (6 Fast Flow, GE Healthcare) 
préalablement lavées 3 fois au tampon de lyse. L’ensemble est ensuite transféré sur une 
colonne de 5mL (BioRad). Les colonnes ont été lavées 3 fois avec 1mL de tampon de lyse et 
1mL de Tampon TEV-C (Tris-HCL pH8 20mM, NaCl 150mM, NP-40 0.1% (p/v), MgCl2 1mM, 
EDTA 0.5mM, DTT 1mM, glycérol 5% (p/v)). Les colonnes contenant les billes sont ensuite 
incubées 1h à température ambiante avec 1mL de tampon TEV-C auquel est ajouté 40µL de 
Protéase TEV-His. Cette étape permet le clivage de l’étiquète TAP et va libérer les protéines 
fixées sur les billes. L’éluât est ensuite transféré sur une colonne de 10mL (BioRad) 
contenant 6mL de CAM-B buffer (Tris-HCL pH8 20mM, NaCl 150mM, MgCl2 1mM, Imidazole 
1mM, β-mercaptoéthanol 10mM, glycérol 5%(p/v)). Après 3 lavages au TEV-C 300 (Tampon 
TEV-C avec  NaCl 300mM) les colonnes sont incubées sur la nuit (ou minimum 4h) à 4°C avec 
400µL de billes couplées à la calmoduline (Ge Healthcare) pour permettre une seconde 
purification des complexes via la partie CBP restante du TAP. Les billes ont été 
préalablement lavées 3 fois avec le tampon CAM-B buffer.  
Elutions des complexes protéiques : La fixation entre Calmoduline et CBP est dépendante de 
la présence de calcium et de la quantité de sels. L’élution des complexes est donc réalisée 
par ajout de concentrations croissantes d’EGTA (chélateur de calcium) et de NaCl qui 
fragilisent les interactions faibles. Les billes, retenues sur la colonne, sont lavées 3 fois avec 
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1mL de tampon CAM-B + NP-40 0.05% (p/v), puis 4 élutions successives sont effectuées en 
utilisant le tampon CAM-E (Tris-HCL pH8 10mM, NP-40 0.02% (p/v), MgCl2 1mM, Imidazole 
1mM, β-mercaptoéthanol 10mM, glycérol 5% (p/v)) supplémenté par des concentrations 
croissantes en NaCl et EGTA comme suit. La première élution (E1) se fait avec 200µL de 
tampon CAM-E 150-4 (NaCl 150mM, EGTA 4mM), la deuxième (E2-3) avec 2 fois 700µL de 
tampon CAM-E 150-4, puis avec 2 fois 700µl de CAM-E 150-20 (NaCl 150mM, EGTA 20mM) 
(E4-5). Pour finir, la dernière élution (E6,) est réalisée avec 350µl de CAM-E 500-20 (NaCl 
500mM, EGTA 20mM). Les 4 éluats ainsi récupérés (E1, E2-3, E4-5 et E6) sont analysés par 
électrophorèse et coloration du gel au nitrate d’argent pour vérifier l’intégrité et 
l’enrichissement des protéines purifiées et par spectrométrie de masse pour quantifier et 
analyser l’interactome.  
Analyse des échantillons : A chaque étape de la purification TAP, un échantillon est prélevé 
et analysé par western-blot en utilisant un anticorps anti-TAP pour s’assurer du bon 
déroulement de la purification. Les éluats finaux, sont séparés sur gel d’acrylamide à 8% 
(v/v) et les protéines colorées au nitrate d’argent en utilisant le kit « silverquest silver 
staining » (Life Technologies) en suivant les instructions du fabricant. Les échantillons issus 
d'une souche sauvage et une souche exprimant la protéine fusionnée au TAP-TAG sont 
analysés par spectrométrie de masse et comparés entre eux, sur 3 isolats indépendants. 
L’analyse par chromatographie liquide et en spectrométrie de masse (LC-MS/MS) utilisant le 
spectromètre de masse LTQ-Orbitrap Velos (Thermo Scientific) ainsi que les analyses 
statistiques pour obtenir les résultats ont été réalisées par nos collaborateurs (équipe EdyP, 
Institut de Biosciences et Biotechnologie de Grenoble BIG, CEA Grenoble).  
 
8. Interaction protéines-acides ribonucléiques : Immunoprécipitation de 
l’ARN (RNA-IP) 
Principe : Cette technique permet d’analyser l’interaction entre une protéine et un ARN 
spécifique. Le principe de la méthode repose sur 1) la création de liaisons covalentes in vivo 
entre les protéines et l’ARN grâce à un agent de pontage (le formaldehyde), 2) la libération 
des complexes associés à la chromatine et fragmentation modérée des ARN par sonication, 
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3) une digestion de l’ADN, 4) l’immunoprécipitation de la protéine d’intérêt via un anticorps 
spécifique, 5) la purification des ARN, et 6) l'analyse des ARN par RT-qPCR. 
Préparation et fixation des culots de cellules : 50mL de cellules sont cultivées en milieu YEA 
à 30°C jusqu’à une DO600 de 1.2 à 1.5 (phase exponentielle de croissance) et fixées par 1% 
(p/v) de formaldéhyde pendant 15min sous agitation à température ambiante. Le 
formaldéhyde est ensuite neutralisé par ajout de glycine à une concentration finale de 
0.125M sous agitation 5min à température ambiante. Les cellules sont ensuite lavées 2 fois 
avec 20mL de tampon TBS froid (Tris Buffered Saline : Tris-HCL pH=7.6 20mM, NaCl 150mM) 
et centrifugées 5min à 800g à 4°C puis congelées instantanément dans de l’azote liquide. Les 
culots ainsi préparés peuvent être conservés plusieurs mois à -80°C. 
Lyse et sonication des cellules : Le culot de cellules est remis en suspension dans 400µL de 
tampon de lyse froid (HEPES-NaOH pH=7.5 50mM, NaCL 150mM, EDTA 1mM, Triton X-100 
1% (p/v), sodium deoxycholate 0.1% (p/v), DTT 5mM, PMSF 1mM, Ribolock 100U/ml 
(Thermo Scientist) auquel est rajouté 1.2mL de billes de verres, puis les cellules sont broyées 
grâce au Bead-beater avec 4 cycles de lyse de 1min30 et 2 minutes de refroidissement sur 
glace entre chaque cycle. Le fond des tubes est ensuite percé avec une aiguille de diamètre 
inférieur à celui des billes de verre et le lysat est récupéré par centrifugation 5 min à 800g. 
Une sonication est réalisée par 6 cycles successifs de 30 secondes de sonication à 240W et 
30 secondes de refroidissement (Bioruptor, Diagenode). Les débris cellulaires sont ensuite 
éliminés par 10 min de centrifugation à 16000g à 4°C.  
Traitement à la DNAseI : Le traitement à la DNAseI permet de se débarrasser de l’ADN 
génomique présent dans le lysat de cellules. Il est indispensable pour précipiter l’ARN 
spécifiquement associé aux protéines (et non ceux précipités par le biais d’un ADN). A 400µL 
de lysats de cellules sont ajoutés 50µL de tampon DNAse 10X (250mM MgCl2, 50mM Cacl2), 
et 50µL de tampon de lyse contenant 700U de DNAse I (RNAse free, from Bovine Pancreas, 
Sigma). Le mélange est ensuite incubé 1h à 30°C puis la réaction est stoppée par ajout de 
20mM final EDTA. L’échantillon est clarifié par 10 minutes de centrifugation à 16000g à 4°C. 
50µL d’échantillons sont mis de côté et congelés à -20°C pour servir de contrôle de charge 
(Input). Le reste de l’échantillon est utilisé pour l’immunoprécipitation.   
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Immunoprécipitation : La précipitation de la protéine Rrp6-13Myc est réalisée avec 0.35µg 
d’anticorps anti-myc 9E10 (0.35% p/p ; souris ; Covance Réf : MMS-150P ; 0.7mg/mL) pour 
1µg de protéines totales (quantité estimée par dosage Bradford, Biorad). Le mélange est 
incubé 2h à 4°C sous agitation orbitale (13rpm). En parallèle un échantillon identique est 
incubé sans anticorps et sera utilisé pour déterminer le bruit de fond dû à la fixation 
résiduelle des ARN/protéines sur les billes. Le complexe ARN-protéine-anticorps est ensuite 
précipité par ajout de 20µL de billes de sépharose couplées à la protéine A (4 Fast Flow, GE 
Healthcare) préalablement lavées 3 fois dans du tampon de lyse. Pour les précipitations des 
protéines étiquetées avec l’étiquette TAP (Cti1-TAP, Mmi1-TAP, Rrp6-TAP), les échantillons 
sont incubés avec 20µL de billes de sépharose couplées aux immunoglobulines G (Flow, GE 
Healthcare) qui s’associent avec la protéine A de l’étiquette TAP. Après 
immunoprécipitation, la sépharose (soit couplée à la protéine A, soit couplée aux IgG) est 
lavée 2 fois 5 min à température ambiante et sous agitation douce dans 1mL de tampon de 
lyse contenant 10U d’inhibiteur de RNAse (Ribolock) puis centrifugée à 200g à 4°C. Les billes 
sont ensuite lavées de la même manière dans 1mL de Tampon de Lyse contenant 500mM 
NaCl (HEPES-NaOH pH=7.5 50mM, NaCl 500mM, EDTA 1mM, Triton X-100 1% (p/v), sodium 
deoxycholate 0.1% (p/v), DTT 5mM, PMSF 1mM, Inhibiteur de RNAse Ribolock 100U/ml), 
1ml de tampon de lavage (Tris-HCL pH8 10mM, LiCL 0.25M, NP-40 0.5% (p/v), sodium 
deoxycholate 0.5% (p/v), EDTA 1mM, DTT 5mM, Ribolock 10U/mL) puis dans 1mL de tampon 
TE 1X (Tris-HCL pH8 10mM, EDTA 1mM, DTT 5mM, Ribolock 10U/mL).  
Les complexes ARN-protéines sont ensuite élués par ajout de 100µL de tampon 
d’élution (Tris-HCL pH8 50mM, EDTA 10mM, SDS 1% (p/v), DTT 5mM, Ribolock 10U/mL) et 
incubation 20 min à 65°C. Après 30 secondes de centrifugation à 12000g, l’éluât est 
récupéré. Les billes sont alors mises en présence de 150µL de tampon TES-DTT (Tris-HCL pH8 
10mM, EDTA 1mM, SDS 0.67% (p/v), DTT 5mM, Ribolock 10 U/mL) et le surnagent récupéré 
est ajouté aux 100µL d’éluat précèdent. 200µl de tampon TES (Tris-HCL pH8 10mM, EDTA 
1mM, SDS 0.67% (p/v), Ribolock 10 U/mL) sont ajoutés aux 500µL d’échantillons 
préalablement mis de côté pour le contrôle de charge (Input) après le traitement à la 
DNAseI. Les échantillons (Input, échantillons immunoprécipités avec anticorps, échantillons 
sans anticorps) seront ensuite tous traités de manière identique et sont incubés de 4h à 15h 
à 65°C pour casser le pontage chimique au formaldéhyde.  
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Purification des ARN : La digestion des protéines est réalisée par l’ajout de 200µl de tampon 
TE 1X + 5mM DTT, 10U/mL Ribolock et 100µg de protéinase K (Roche). Le tout est incubé 30 
min à 65°C. Les ARN sont ensuite purifiés par ajout d’un volume de phénol-chloroforme 
acide (Solution 5-1 ; pH4.5 Ambion) et 1/10ème de volume d'acétate de sodium [3M pH5.2,  
centrifugés 5min 16000g à 4°C. Le surnageant est prélevé puis additionné d'un volume de 
chloroforme et 1/10ème de volume d'acétate de sodium  3M pH5.2. Après centrifugation, la 
phase aqueuse est récupérée et les ARN sont ensuite précipités par ajout de 3 volume 
d’éthanol 100% et 1µg de glycogène, et incubation 30 minute à -80°C. Après 30 minutes de 
centrifugation à 16000g, les culots sont lavés une fois à l’éthanol 75%, et resuspendus dans 
13µL de Tampon TE1X contenant du DTT 5mM et 10U/mL de Ribolock. 
Analyse de l’ARN par RT-qPCR : 6µl d’ARN purifiés de la RNA-IP sont traités à la DNase (15 
minutes) et sont "reverse transcrits" en utilisant des amorces spécifiques (voir chapitre 6.2).  
Les cDNA sont ensuite dilués au ¼ et la qPCR est réalisée dans les mêmes conditions que 
celles décrites dans le chapitre 6.2.3.  
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Chapitre I : Contrôle de la terminaison de 
transcription de lncRNAs, de la différenciation 
sexuelle et du «silencing» transcriptionnel de 
l’hétérochromatine par la machinerie 
Mmi1/exosome. 
 
1. Résumé détaillé de l’article de recherche 
La programmation génétique des humains et des autres organismes complexes a été 
réduite à l’hypothèse initiale que la quasi-majorité des fonctions cellulaires sont assurées et 
régulées par les gènes codants pour les protéines. Cependant, l’arrivée des techniques de 
séquençage à haut débit a permis de révéler qu’une grande partie des régulations au sein de 
cellules eucaryotes implique des ARN non-codants fonctionnels (Andersson et al., 2014; 
Birney et al., 2007; Derrien et al., 2012).  
Parmi ces ARN non-codants, les lncRNAs (long non-coding RNAs) sont apparus comme 
étant des régulateurs à part entière de la transcription des gènes chez les eucaryotes. 
Cependant, leur fonction moléculaire et les mécanismes qu’ils mettent en jeu pour réguler 
l’expression de gènes codants restent majoritairement méconnus (Mercer and Mattick, 
2013; Rinn and Chang, 2012).  
L’étude décrite dans ce chapitre, réalisée au sein de notre équipe avec la levure S. pombe 
comme modèle d’étude, révèle que la protéine de liaison à l’ARN Mmi1 contrôle la 
différenciation sexuelle et le « silencing » de la transcription au sein de l’hétérochromatine 
en modulant la terminaison de la transcription de plusieurs gènes produisant des lncRNAs. 
Par ailleurs, elle suggère que cette terminaison de transcription pourrait impliquer 
l’exosome.  
Grâce à une analyse combinant une recherche in-silico des cibles ARN de Mmi1 et 
l’identification des ARN associés à Mmi1 après immunoprécipitation et séquençage massif, 
de nouveaux ARN ciblés par Mmi1 ont été découverts, dont des lncRNAs. 
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Par ailleurs, une série d’expériences basées sur la structure du domaine YTH de Mmi1 a 
permis l’obtention des mutants ponctuels interférant avec la liaison de Mmi1 à l’ARN mais 
dont la structure du domaine YTH n’est pas ou peu affectée. Ces mutants ont alors permis de 
montrer que la liaison de Mmi1 à ses cibles ARN passe bien par son domaine YTH.  
Par la suite, nous avons montré qu’un des lncRNAs identifiés comme cible de Mmi1, et 
que nous avons nommé nam1 (Non-coding RNA Associated to Mmi1), contrôle l’entrée en 
différenciation. Ce lncRNA est localisé en amont du gène codant pour la MAP kinase kinase 
kinase (MAPKKK) Byr2 qui est elle-même essentielle à l’entrée en différenciation sexuelle. 
Nos travaux ont alors permis de montrer que lorsque la liaison de Mmi1 à cet ARN non-
codant est altérée (dans des mutants de mmi1 ou dans des mutants ponctuels des motifs de 
liaison de Mmi1 présents sur nam1) les cellules présentent un défaut très important 
d’entrée en différenciation associé à une diminution du niveau de la protéine Byr2. Point 
important, ce défaut d’entrée en différenciation est secouru par l’expression de Byr2 à partir 
d’un plasmide, confirmant ainsi que Mmi1 et le lncRNA nam1 contrôlent la différenciation 
via le contrôle de l’expression de Byr2.  
Le mécanisme par lequel Mmi1 et sa liaison à nam1 régulent la différenciation a ensuite 
été découvert en partie. En effet, les expériences conduites ont montré que la liaison de 
Mmi1 à nam1 agit en cis et entraine la terminaison de la transcription du gène nam1 localisé 
juste en amont du gène byr2. Cette terminaison induite par Mmi1 empêche la transcription 
de se poursuivre dans le gène byr2. L’envahissement du gène byr2 par la transcription 
provenant de nam1 aboutit à la répression de byr2 et au blocage de l’entrée en 
différenciation. Le rôle essentiel du contrôle de la terminaison de la transcription de nam1 
(induite par la fixation de Mmi1) a été démontré notamment grâce à l’insertion d’un 
terminateur de transcription à l’extrémité 3’ de nam1 qui a pour effet de secourir les défauts 
d’entrée en différenciation sexuelle observés dans les mutants ponctuels de nam1. D’autres 
expériences ont indiquées que Rrp6, une sous-unité de l’exosome nucléaire, pourrait être 
impliquée dans la terminaison de transcription de nam1.  
Enfin, nous avons également démontré que Mmi1, assistée de Rrp6, contrôle la mise 
sous silence de la transcription au sein de l’hétérochromatine. En effet, cette étude a révélé 
que Mmi1 cible aussi des lncRNAs émanant de séquences d’ADN enfouies au sein de 
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l’hétérochromatine péricentromérique. Par ailleurs, Mmi1 et l’exosome vont agir en 
parallèle du RNAi pour « silencer » ces régions. De la même manière qu’au gène nam1, le 
recrutement de Mmi1 aux lncRNAs péricentromériques va entrainer leur terminaison de 
transcription.  
En résumé, ces travaux ont permis d’identifier des lncRNAs cibles de la protéine Mmi1 
qui sont dégradé en cis par l’exosome. Ces travaux mettent en avant une nouvelle fonction 
de Mmi1 dans le contrôle de l’entrée en différenciation sexuelle via la régulation de la 
terminaison de transcription d’un gène non-codant par son propre lncRNA. Enfin, ces 
travaux montrent aussi l’implication de la dégradation co-transcriptionnelle et la terminaison 
des lncRNAs ciblés par Mmi1/Rrp6 dans le maintien sous silence transcriptionnel des régions 
d’hétérochromatine, en parallèle du RNAi.  
En conclusion, le travail effectué dans cet article révèle un mécanisme unique de 
régulation co-transcriptionnelle par la terminaison d’un lncRNA via Rrp6/Mmi1, permettant 
ainsi une meilleure compréhension des mécanismes moléculaires mis en jeu par les lncRNAs.  
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Abstract
Long non-coding RNAs (lncRNAs) regulating gene expression at the
chromatin level are widespread among eukaryotes. However, their
functions and the mechanisms by which they act are not fully
understood. Here, we identify new fission yeast regulatory lncRNAs
that are targeted, at their site of transcription, by the YTH domain
of the RNA-binding protein Mmi1 and degraded by the nuclear
exosome. We uncover that one of them, nam1, regulates entry into
sexual differentiation. Importantly, we demonstrate that Mmi1
binding to this lncRNA not only triggers its degradation but also
mediates its transcription termination, thus preventing lncRNA
transcription from invading and repressing the downstream gene
encoding a mitogen-activated protein kinase kinase kinase
(MAPKKK) essential to sexual differentiation. In addition, we show
that Mmi1-mediated termination of lncRNA transcription also
takes place at pericentromeric regions where it contributes to
heterochromatin gene silencing together with RNA interference
(RNAi). These findings reveal an important role for selective
termination of lncRNA transcription in both euchromatic and
heterochromatic lncRNA-based gene silencing processes.
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Introduction
Long non-coding RNAs (lncRNAs) are widespread regulators of gene
transcription and chromatin modification among eukaryotes.
LncRNAs control gene expression, in cis or in trans, by serving as
decoy or scaffold that interact with chromatin modifiers and remod-
elers to regulate the chromatin state of specific genomic sites (Rinn
& Chang, 2012; Morris & Mattick, 2014). Studies on nuclear RNA
interference (RNAi)-mediated gene silencing have further provided
evidence that RNAi co-transcriptionally eliminates regulatory
lncRNAs and, in addition, mediates the function of these lncRNAs
in forming heterochromatin or silent chromatin in the fission yeast
Schizosaccharomyces pombe and other eukaryotes (Castel &
Martienssen, 2013). However, most of the co-transcriptional activity
eliminating lncRNAs relies on the conserved exosome complex
instead of RNAi (Kilchert et al, 2016) and, in this case, the func-
tional and physical connections between exosome-dependent co-
transcriptional elimination of lncRNAs and lncRNA-based gene
silencing processes are poorly characterized.
Among the extensively studied cases of regulatory lncRNAs co-
transcriptionally controlled by RNAi are the S. pombe pericen-
tromeric lncRNAs, which play a central role in the formation of
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heterochromatin (Buhler & Moazed, 2007; Cam et al, 2009), charac-
terized by the methylation of histone H3 on lysine 9 (H3K9me;
Grewal & Jia, 2007). Schizosaccharomyces pombe pericentromeric
regions are mainly composed of DNA repeats, named dg and dh,
transcribed by the RNA polymerase II (RNAPII; Djupedal et al,
2005; Kato et al, 2005). Production of dg and dh sense and anti-
sense lncRNAs is believed to lead to the formation of double-
stranded RNAs (dsRNAs; Reinhart & Bartel, 2002). The RNAi
protein Dicer (Dcr1) processes dsRNAs into small interfering RNAs
(siRNAs) that load on the RNA-induced transcriptional gene silenc-
ing (RITS) complex (Verdel et al, 2004). RITS uses the siRNAs as
guides to co-transcriptionally base-pair with nascent and comple-
mentary lncRNAs (Motamedi et al, 2004; Buhler et al, 2006) that
are then eliminated by a cis-acting positive feedback loop. In this
loop, the targeted nascent lncRNAs serve as matrixes to locally
synthesize double-stranded RNAs and produce more siRNAs and
RITS that bind the nascent pericentromeric lncRNAs (Motamedi
et al, 2004; Colmenares et al, 2007). In complement to RNAi, the
exosome complex and its cofactor, the TRAMP complex, also contri-
bute to the elimination of dg and dh lncRNAs (Buhler et al, 2007;
Wang et al, 2008; Reyes-Turcu et al, 2011). The exosome is a highly
conserved nucleocytoplasmic complex that degrades RNA
(Chlebowski et al, 2013; Kilchert et al, 2016), including the nascent
lncRNAs issued from pervasive transcription (Jensen et al, 2013).
Because both Rrp6, a 30 ? 50 exonuclease only present in the
nuclear form of the exosome complex, and Cid14, a subunit of the
TRAMP complex, localize in the vicinity of pericentromeric hete-
rochromatin (Keller et al, 2012; Oya et al, 2013), it has been
proposed that the exosome and TRAMP reinforce heterochromatin
gene silencing by a cis-acting post-transcriptional gene silencing that
degrades lncRNAs produced from heterochromatin regions.
Like in other eukaryotes, a major function of the S. pombe
nuclear exosome is to degrade co-transcriptionally the lncRNAs
produced by pervasive transcription (Zhou et al, 2015). In addition,
the nuclear exosome is also part of an RNA surveillance machinery
that targets meiotic pre-mRNAs in a selective manner to prevent
S. pombe cells from undergoing meiosis during vegetative growth
(Harigaya et al, 2006; Yamanaka et al, 2010; Hiriart et al, 2012;
Zofall et al, 2012; Tashiro et al, 2013). The selective targeting of the
surveillance machinery is achieved by the YTH RNA-binding
domain of Mmi1 (Harigaya et al, 2006; meiotic mRNA interception
protein 1), which recognizes the hexameric RNA motif UNAAAC
(where N can be any nucleotide) present in several copies in these
meiotic transcripts (Chen et al, 2011; Hiriart et al, 2012; Yamashita
et al, 2012). In parallel, Mmi1 RNA surveillance machinery also
eliminates specific nascent lncRNAs by recognizing the same
hexameric motif (Hiriart et al, 2012; Ard et al, 2014; Shah et al,
2014; Chatterjee et al, 2016). Mmi1-mediated elimination of the
lncRNA meiRNA regulates meiosis (Hiriart & Verdel, 2013;
Yamashita et al, 2016), while its elimination of the lncRNA prt1
regulates phosphate uptake (Shah et al, 2014; Chatterjee et al,
2016). Mmi1 binding to prt1 and to meiotic pre-mRNAs triggers the
recruitment of RNAi proteins (Hiriart et al, 2012; Shah et al, 2014)
and the formation of facultative heterochromatin (Hiriart et al,
2012; Zofall et al, 2012; Tashiro et al, 2013; Shah et al, 2014).
Mmi1 also promotes the transcription termination of its targeted
meiotic and lncRNA genes (Shah et al, 2014; Chalamcharla et al,
2015). It has been proposed that Mmi1/exosome-mediated
transcription termination serves to prime the lncRNA targets for
degradation (Shah et al, 2014), yet this remains to be tested. More
broadly, the biological significance and the direct implication of this
transcription termination in Mmi1-mediated gene silencing have not
been addressed.
According to its primary sequence, Mmi1 belongs to the large
family of YTH (YT521-B Homology) RNA-binding proteins (Stoilov
et al, 2002; Zhang et al, 2010; Wang & He, 2014). The recent struc-
tures of its YTH domain confirmed its overall similarity to the other
YTH domains studied (Chatterjee et al, 2016; Wang et al, 2016).
However, in contrast to budding yeast and mammalian YTH
domains that bind to RNA by specifically recognizing the methy-
lated adenine (m6A) RNA modification (Li et al, 2014; Theler et al,
2014; Xu et al, 2014; Zhu et al, 2014), Mmi1 YTH domain binds to
RNA by recognizing the unmethylated UNAAAC motif (Chen et al,
2011; Yamashita et al, 2012; Wang et al, 2016). On the other hand,
and similarly to Mmi1, other YTH domain-containing proteins asso-
ciate to both mRNAs and lncRNAs (Xu et al, 2014; Patil et al, 2016),
and their association with mRNAs controls RNA decay (Wang et al,
2014) and splicing (Xiao et al, 2016), while the function of their
association with lncRNAs is poorly characterized.
In this study, thanks to a combination of high-throughput
sequencing, computational prediction, and protein structure-driven
analyses, we identify new lncRNAs targeted by the YTH domain of
Mmi1 and find that the co-transcriptional binding of Mmi1 to some
of these lncRNAs controls sexual differentiation and heterochro-
matin gene silencing. We uncover that Mmi1 binding to a unique
nascent lncRNA, that we named non-coding RNA associated to
Mmi1 (nam1), is sufficient to control entry into sexual differentia-
tion. Importantly, Mmi1 binding to nam1 not only promotes the
recruitment of the exosome but also imposes a robust termination
of transcription of nam1. We further demonstrate that, by doing so,
Mmi1 prevents nam1 read-through transcription from repressing the
downstream mitogen-activated protein kinase kinase kinase
(MAPKKK) essential to entry into sexual differentiation. In addition,
we also uncover that Mmi1 binding to pericentromeric lncRNAs
mediates heterochromatin gene silencing, in particular by promoting
transcription termination. Finally, we show that Mmi1-mediated
termination of lncRNA transcription may not act in parallel but
rather alternate during the cell cycle with the RNAi-mediated hete-
rochromatin gene silencing. Altogether, these findings demonstrate
that the selective transcription termination of lncRNA genes medi-
ated by the YTH domain of Mmi1 regulates lncRNA-based gene
silencing processes implicated in important cellular processes such
as cell differentiation and heterochromatin gene silencing.
Results
Extensive identification of RNAs targeted by Mmi1’s YTH domain
To better characterize the function of Mmi1 RNA-binding protein,
we searched for the RNAs targeted by Mmi1 on a genomewide scale.
We first conducted Mmi1 RNA-IPs coupled to high-throughput
sequencing. Thousands of RNAs were identified in both Mmi1 and
control RNA-IPs, but only 27 RNAs were enriched at least twofold
in all Mmi1 RNA-IPs (Fig 1A and Appendix Table S1); 15 of the 20
previously validated mRNA targets of Mmi1 (Harigaya et al, 2006;
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Figure 1. Extensive identification of Mmi1 RNA targets by combining RNA-IP sequencing and computational approaches.
A Box plot of the enrichment of the RNAs identified by Mmi1 RNA-IPs coupled to high-throughput sequencing. The log of the average enrichments obtained from
two independent RNA-IPs is plotted. The enrichment is relative to the no antibody RNA-IPs conducted in parallel with Mmi1 RNA-IPs. The boxes represent the
median and the upper and lower quartiles (25% and 75%). The whiskers extend to 1.5 times the interquartile range from the box. The mRNAs and lncRNAs enriched
at least twofold in both Mmi1 RNA-IPs are shown in blue and green, respectively. Crosses represent newly identified Mmi1 targets and dots known targets.
B LncRNAs predicted to be targets of Mmi1 with a high confidence by our computational approach.
C Surface representation of Mmi1 YTH domain. Area corresponding to conserved residues (according to the alignment shown in Fig EV2A) and located at the surface
are highlighted in green. Mutated residues in Mmi1 YTH domain are indicated in blue for the ones located within the aromatic cage, in purple for the ones
surrounding the cage, and in red for the rest.
D RNA-IPs showing the impact of Mmi1 YTH domain point mutations on Mmi1 binding to ssm4 mRNA. The lower part shows a Western blot monitoring the protein
level of WT and mutant Mmi1 proteins in the cells used for the RNA-IPs. Loading was monitored using an anti-Tub1 (tubulin) antibody.
E, F RNA-IPs showing the YTH-dependent association of Mmi1 with the lncRNAs identified in (A) and (B).
Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average deviations for three independent experiments for (D–F).
Source data are available online for this figure.
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Hiriart et al, 2012) as well as eight new mRNAs were among them.
As expected, the enriched mRNAs showed almost exclusively a
meiotic expression profile (Appendix Table S1) and a high density
of Mmi1 binding motifs UNAAAC in comparison with the complete
set of S. pombe mRNAs (Fig EV1A). Interestingly, three new
lncRNAs produced from different euchromatic regions and a
snoRNA were also enriched in Mmi1 RNA-IPs (Fig 1A). All three
lncRNAs possess an overrepresentation of UNAAAC motifs in their
sequence relative to the complete set of S. pombe-annotated non-
coding RNAs (Fig EV1A), suggesting that they are also targets of
Mmi1.
We conducted in parallel a computational approach to identify
Mmi1 targets. Conversely, to the RNA-IPs sequencing approach, the
computational approach does not require a minimal level of expres-
sion of the target RNA to be identified. The computational approach
considers the number and density of UNAAAC motifs per RNA as
criteria to screen among all S. pombe-annotated mRNAs and
lncRNAs (Fig EV1B). Using stringent filtering conditions (see the
Materials and Methods for more details), a total of 17 mRNAs
mostly expressed during meiosis (Appendix Table S2) as well as five
lncRNAs were identified as high-confidence targets of Mmi1
(Fig 1B). Noticeably, the set of lncRNAs included two of the
lncRNAs identified by the high-throughput RNA-IP approach, the
meiRNA (Hiriart et al, 2012; Yamashita et al, 2012) and, intrigu-
ingly, two lncRNAs produced from pericentromeric regions embed-
ded within heterochromatin, suggesting that Mmi1 binding to
lncRNAs may not be restricted to euchromatic lncRNAs but also
encompasses heterochromatic lncRNAs expressed at low levels.
In the process of characterizing Mmi1 binding to RNA, we
obtained the structure of the Mmi1 YTH domain, at 1.5 A˚ resolu-
tion (Figs 1C and EV2A and B, and Appendix Table S3) and, based
on this structure, we made a series of point mutants that may inter-
fere with Mmi1 binding to RNA without impacting on the structure
of the domain. Wild-type and mutant Mmi1 proteins were
expressed in mmi1Δ cells, and their in vivo binding to ssm4, spo5,
and rec8 mRNAs, three previously validated targets of Mmi1 (Hiri-
art et al, 2012), was monitored. Out of the 10 mutations made,
mutations R351E and R381E were found to cause a marked reduc-
tion of Mmi1 binding to the three target mRNAs without reducing
the protein level of Mmi1 (Figs 1D and EV2C). In agreement with
the possibility that these two mutations impact on Mmi1 YTH
domain binding to RNA rather than on its structure, gel filtration
experiments showed similar elution patterns for R351E, R381E, and
wild-type Mmi1 YTH domains (Fig EV2D), and RNA pull-down
experiments indicated that both mutations negatively impact on
Mmi1 binding to RNA in vitro (Fig EV2E and F). Additionally, the
analysis of the subcellular localization of Mmi1 R351E and R381E
proteins by immunofluorescence showed that their localization is
similar to the wild-type Mmi1 protein (Fig EV2G). Importantly, the
RNA-IP of Mmi1 R351E and R381E point mutant coupled to PCR
(which is more sensitive than the RNA-IP Seq) confirmed that
Mmi1 YTH domain specifically recognizes the five new lncRNAs
identified by our RNA-IP high-throughput sequencing and computa-
tional approaches (Fig 1E and F). We named these lncRNAs non-
coding RNA associated to Mmi1 (nam). Hence, from our broad
search of Mmi1 RNA targets based on the combination of different
approaches, we discovered new RNAs, including euchromatic and
heterochromatic lncRNAs.
Mmi1 association with the sole nam1 lncRNA regulates the
MAPK-mediated entry into sexual differentiation
Mmi1 is well known as an inhibitor of sexual differentiation
progression that prevents entry into meiosis by targeting and trigger-
ing the degradation of meiotic mRNAs (Harigaya et al, 2006). In
response to nutrient starvation (mainly nitrogen), S. pombe cells
undergo sexual differentiation (Fig 2A), to allow them to adapt and
resist to conditions not favorable to cell growth. At the onset of
sexual differentiation, two cells of opposite mating type (h+ and h-)
mate to produce a zygote. The zygote then undergoes genome dupli-
cation followed by meiosis and the formation of four spores. Quite
unexpectedly, we found that mmi1Δ cells poorly execute sexual dif-
ferentiation, indicating that Mmi1 may be also required to promote
sexual differentiation (Figs 2A and EV3A). Further analysis of
mmi1Δ cells showed that they poorly mate, indicating that the onset
of sexual differentiation is defective (Fig 2B). This defect occurs irre-
spective of the mating type identity of mmi1Δ cells (Fig EV3B and
C). We then assessed the importance of Mmi1 binding to RNA for
the control of entry into sexual differentiation by taking advantage
of our Mmi1 R351E and R381E point mutants and analyzing
whether their expression rescues the cell differentiation defect.
While the expression of Mmi1 wild-type protein completely rescues
the sexual differentiation of mmi1Δ cells, the expression of Mmi1-
R351E or Mmi1-R381E YTH mutant proteins does not (Figs 2A and
B, and EV3A), indicating that the binding of Mmi1 YTH domain to
one or more RNA is essential for the proper control of entry into
sexual differentiation.
In relation to Mmi1’s function in entry into sexual differentia-
tion, we noticed that nam1 lncRNA, one of the most enriched
RNAs in Mmi1 RNA-IPs (Fig 1A), maps just upstream of byr2
(Fig 2C), a gene encoding a MAPKKK essential for entry into
sexual differentiation (Wang et al, 1991; Styrkarsdottir et al,
1992). This prompted us to test whether Mmi1 targeting of nam1
plays a role in regulating MAPK-mediated entry into sexual dif-
ferentiation. We previously showed that a single mutation in
Mmi1 RNA binding motif (UNAAAC), consisting in the replace-
ment of the first ribonucleotide U with a G, compromises its bind-
ing to Mmi1 both in vitro and in vivo (Hiriart et al, 2012;
Yamashita et al, 2012). We thus made recombinant cells express-
ing a mutant version of nam1 lncRNA from the endogenous locus,
named nam1-1, in which the first ribonucleotide for eight out of
its nine UNAAAC motifs was swapped from U to G (Fig 2D). As
expected, the specific binding of Mmi1 to nam1-1 is lost and
nam1-1 accumulates, while it still binds to its other targets as illus-
trated by its preserved binding to mei4 mRNA another known
target of Mmi1 (Figs 2E and EV3D). Remarkably, we found that
nam1-1 cells recapitulate the mating defect of mmi1Δ cells, when
induced to differentiate (Fig 2F). In agreement with Mmi1 directly
regulating byr2 gene expression, Mmi1 localizes to nam1 gene
(Fig EV3E). Furthermore, Byr2 protein level is significantly
reduced in nam1-1 cells compared to wild-type cells (Fig 2G), and,
importantly, the expression of Byr2 from a plasmid rescues the
mating defect of both nam1-1 and mmi1Δ cells (Figs 2H and
EV3F). From these findings, we conclude that the sole binding of
Mmi1 to nam1 lncRNA plays a central role at the onset of sexual
differentiation by regulating the expression of the byr2 MAPKKK
gene.
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Figure 2. Mmi1 binding to nam1 lncRNA controls MAPK-mediated entry into sexual differentiation.
A Upper part, scheme of Schizosaccharomyces pombe sexual differentiation. Lower part, microscopy images showing WT and mmi1Δ cells, and mmi1Δ cells expressing
Mmi1-R351E or Mmi1-R381E mutant proteins. Images were taken after 24 h of induction of sexual differentiation by growth on SPAS medium. The percentage of
cells that underwent differentiation and iodine vapor assays, conducted on the corresponding patches, are shown at the bottom of each image. Scale bar, 10 lm.
B Mating assay showing the percentage of zygotes forming over time in the same cells as in (A).
C Scheme of nam1-byr2 locus. Mmi1 UNAAAC binding motifs are depicted by white lines.
D Scheme of nam1-byr2 locus in nam1-1 cells highlighting the eight UNAAAC motifs mutated (red lines).
E Mmi1 RNA-IPs showing the specific loss of binding of Mmi1 to nam1-1 lncRNA but not to mei4 mRNA, another target of Mmi1.
F Mating assay showing the percentage of zygotes formed over time in WT and nam1-1 cells.
G Western blots showing the level of Flag-Byr2 protein over the first 4 h of sexual differentiation inWT and nam1-1 cells. Tubulin (Tub1) level was used as a loading control.
H Microscopy images of WT (h90) cells transformed with an empty plasmid (Control) and nam1-1 cells transformed with either an empty plasmid (Control) or a plasmid
expressing Byr2 protein (Byr2), after 24 h of induction of sexual differentiation. Scale bar, 10 lm.
Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average deviations (n = 3; B, E and F).
Source data are available online for this figure.
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Mmi1-induced transcription termination of nam1 gene promotes
expression of the downstream byr2 MAPKKK gene
We next investigated the mechanism by which Mmi1 binding to
nam1 lncRNA favors expression of Byr2. The detection of nam1
lncRNA and byr2 mRNA by Northern blot showed that their levels
are anti-correlated, with the level of byr2 mRNA being low when
the level of nam1 is high when comparing wild-type cells to nam1-1
cells (Fig 3A). We also noticed the accumulation of a second and
longer form of nam1 lncRNA (that we named nam1-L) and that was
detected with a probe specific for either nam1 or the 50 end of byr2.
This latter result indicated that, in the absence of Mmi1 binding to
nam1 lncRNA, the nam1 gene might be experiencing read-through
transcription. In agreement with this possibility, strand-specific
RT-qPCR experiments showed a 13-fold increase of read-through
transcripts in nam1-1 cells (Fig EV4A). Importantly, while the occu-
pancy of the overall population of RNAPII increases only modestly
downstream of nam1 in nam1-1 cells relative to wild-type cells
(Fig EV4B), the elongating RNAPII (RNAPII-S2P), which rapidly
decreases after the 30 end of nam1 in wild-type cells, stays at a high
level in nam1-1 cells (Fig 3B), as well as in mmi1Δ cells (Fig EV4C).
Moreover, the occupancy of the initiating RNAPII (RNAPII-S5P) at
byr2 promoter strongly decreases in nam1-1 cells (Fig EV4D).
Collectively, these results show that in the absence of Mmi1 binding
to nam1, the termination of transcription at nam1 gene is defective.
To test the importance of Mmi1-dependent transcription termi-
nation of nam1 in regulating sexual differentiation, we introduced
a potent terminator of transcription (Ttef) at the 30 end of nam1 to
prevent nam1 read-through transcription. As expected, the inser-
tion of Ttef significantly reduces the accumulation of nam1 read-
through transcripts in nam1-1 cells (Fig 3C, left part). Strikingly,
the insertion of Ttef rescues most of the defect in entry into sexual
differentiation of both nam1-1 and mmi1Δ cells (Figs 3D and
EV4E), as well as the expression of byr2 (Fig EV4F). Of note, the
rescue caused by the insertion of Ttef occurs despite the sevenfold
increase of nam1 lncRNA level (Fig 3C, right part), suggesting that
the accumulation of nam1 lncRNA by itself has little or no role in
regulating byr2 expression and sexual differentiation. Additionally,
and in agreement with nam1 transcripts acting only in cis, the
production of nam1 read-through transcripts from a plasmid did
not interfere with sexual differentiation even with a 25-fold
accumulation of nam1-L relative to wild-type cells (Fig EV4G and
H). Altogether, these findings demonstrate that Mmi1-mediated
transcription termination of nam1 prevents nam1 read-through
transcription from repressing the immediately downstream byr2
gene.
Rrp6, but not H3K9 methylation, contributes to Mmi1-dependent
control of nam1 expression
Given the tight functional connection between the exosome and
Mmi1, we next examined whether the exosome is implicated in
Mmi1-mediated control of sexual differentiation. Similarly to
mmi1Δ and nam1-1 cells, rrp6Δ cells present a defect in entry into
sexual differentiation (Fig EV4I), although the defect is less
pronounced after 48 and 72 h of sexual differentiation induction
(Fig EV4J). Additionally, nam1 read-through transcripts accumulate
in rrp6Δ cells (Fig 3E), and Rrp6 localizes to nam1 gene (Fig EV4K).
Because facultative heterochromatin forms in an exosome-
dependent manner at some of Mmi1 targets (Hiriart et al, 2012;
Zofall et al, 2012; Tashiro et al, 2013; Shah et al, 2014), we also
examined whether this was the case at the nam1-byr2 locus.
However, no H3K9 methylation was detected at this locus in wild-
type, rrp6Δ or mmi1Δ cells (Figs 3F and EV4L). Thus, Rrp6, but not
the deposition of the H3K9me mark, contributes to Mmi1-mediated
control of nam1 expression.
Mmi1 induces Rrp6-dependent heterochromatin gene silencing
at pericentromeric DNA
Following on our computational approach that revealed Mmi1 bind-
ing to pericentromeric heterochromatic lncRNAs (Fig 1B), we also
investigated the function of Mmi1 in heterochromatin gene silencing
at pericentromeric DNA repeats. The two heterochromatic lncRNAs
identified, nam5 and 6, are produced from slightly divergent dh
repeats (Fig 4A). According to the transcriptomic analysis of peri-
centromeric DNA repeats, an additional and non-annotated lncRNA,
sharing the same UNAAAC-rich sequence with nam5 and 6, is
expressed from centromere 3 repeats. By using RNA-IPs, we found
that this lncRNA is also bound to Mmi1, and named it nam7
(Fig EV5A). In contrast, dg-specific lncRNAs were not enriched in
Mmi1 RNA-IPs (Fig EV5B).
▸Figure 3. Mmi1 promotes transcription termination of nam1 non-coding gene and prevents nam1 read-through transcription from repressing thedownstream MAPKKK gene byr2.
A Northern blots showing nam1 and byr2 RNA levels during the first 4 h of sexual differentiation. Ribosomal RNAs (rRNAs) stained with ethidium bromide were used as
loading controls. Black lines indicate probes used to detect nam1 and byr2 RNAs.
B ChIPs showing the occupancy of the elongating RNAPII (RNAPII-S2P) over nam1-byr2 locus, in WT and nam1-1 cells. RNAPII-S2P was immunoprecipitated with an
antibody recognizing the heptameric repeats (present in the C-terminal domain of the polymerase) when it is phosphorylated on its serine 2. Black lines, genomic
regions investigated.
C RT–qPCRs showing the accumulation of nam1 read-through transcripts (RT1–qPCR) and nam1 lncRNAs (RT2–qPCR) in cells with or without the transcription
terminator Ttef inserted at the 30 end of nam1 (scheme). Black arrow, primer used for the strand-specific reverse transcription (RT); black line, location of the region
amplified by PCR.
D Microscopy images of, respectively, WT (h90), nam1-1, and nam1-1-Ttef cells, after induction of sexual differentiation for 24 h. The percentage of sporulation and
iodine vapor assays are shown at the bottom of the images. Scale bar, 10 lm.
E RT–qPCRs showing the accumulation of nam1 read-through transcripts in mmi1Δ and rrp6Δ cells. Black arrow and line as in (C).
F ChIPs monitoring the enrichment of H3K9me2 over nam1-byr2 locus and mei4 gene in WT and rrp6Δ cells.
Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average deviations (n = 3) for (B, C, E and F).
Source data are available online for this figure.
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Figure 4. Mmi1 drives Rrp6-dependent heterochromatin gene silencing at pericentromeric regions.
A Upper part, TNAAAC-rich sequence present in nam5, 6, and 7 lncRNAs. Lower part, schematic representation of three S. pombe centromeres showing the different
pericentromeric DNA repeats susceptible to produce nam5, 6, and 7 (green arrows).
B Northern blot showing the level of nam5/6/7 lncRNA population in mmi1-ts3, dcr1Δ, clr4Δ single mutant cells, and in mmi1-ts3 dcr1Δ and mmi1-ts3 clr4Δ double
mutant cells, at the permissive (25°C) and restrictive (36°C) temperatures.
C RT–PCRs monitoring the accumulation of nam7 lncRNAs and nam7-L read-through transcripts, in the same cells and conditions as in (B). Red arrow heads point to
the expected PCR products while the other bands correspond to non-specific PCR products. From the scheme and the agarose gels: black arrows, primers used for the
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control.
D RT–qPCRs showing the levels of nam5/6/7 lncRNA population in the double mutant rrp6Δ dcr1Δ cells, relative to the single mutant rrp6Δ and dcr1Δ cells.
E RNA-IPs showing that Rrp6-Myc13 binds to nam5/6/7 lncRNAs in a Mmi1-dependent manner. P-value was calculated using a two-tailed Student’s t-test.
Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average deviations (n = 3) for (D, E).
Source data are available online for this figure.
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To test whether Mmi1 could play a role in pericentromeric hete-
rochromatin gene silencing, we examined the levels of heterochro-
matic lncRNAs in mmi1Δ and mmi1-ts3 thermosensitive cells.
Northern blot and RT-qPCR experiments showed no significant
accumulation of nam5, 6, and 7 lncRNAs in mmi1-deficient cells
(Figs 4B and EV5C). However, since RNAi and the methylation of
H3K9, catalyzed by the methyltransferase Clr4, play a major role in
pericentromeric heterochromatin gene silencing, we also examined
the level of the nam5/6/7 lncRNA population in cells deficient for
both Mmi1 and Dcr1 or Mmi1 and Clr4. Importantly, Northern blot
and RT-qPCR experiments showed a synergy of accumulation of
nam5/6/7 lncRNA population in mmi1-ts3 dcr1Δ and mmi1-ts3
clr4Δ double mutant cells at restrictive temperature (36°C; Figs 4B
and EV5C). This requirement of Mmi1 is specific to nam5/6/7
lncRNAs, since no additional accumulation was observed for
nam5/6/7 anti-sense lncRNAs or for dg-specific lncRNAs in the
same double mutant cells (Fig EV5C and D). Interestingly, overex-
pression of Mmi1 causes a reduction of H3K9 methylation at
nam5/6/7 repeats as well as dg repeats (Fig EV5E), indicating that
Mmi1 may have a general impact on pericentromeric heterochro-
matin. In addition, strand-specific RT–PCR experiments showed that
nam7 read-through transcripts also accumulate in mmi1-ts3 clr4Δ
but not in wild-type cells (Fig 4C), suggesting that Mmi1 contributes
to heterochromatin gene silencing especially by promoting termina-
tion of transcription. Similar results were obtained in mmi1Δ clr4Δ
cells (Fig EV5F). Accordingly, ChIP experiments showed an increase
of the elongating RNAPII downstream of nam5/6 repeats which is
dependent on Mmi1 (Fig EV5G). Furthermore, in agreement with the
fact that Mmi1 and Rrp6 act together, RT–qPCR experiments showed
that nam5/6/7 lncRNAs accumulate more in dcr1Δ rrp6Δ double
mutant cells compared to the single mutant cells (Fig 4D). More-
over, RNA-IPs showed that Rrp6 is recruited to nam5/6/7 lncRNAs
in a Mmi1-dependent and Cid14-independent manner (Figs 4E and
EV5H), and RT-qPCRs showed that nam7 read-through transcripts
further accumulate in rrp6Δ dcr1Δ double mutant compared to the
single mutants (Fig EV5I). From these findings, we conclude that
Mmi1 binding to pericentromeric lncRNAs mediates Rrp6-dependent
heterochromatin gene silencing and the termination of lncRNA tran-
scription within heterochromatin.
Mmi1 silences pericentromeric DNA transcription preferentially
in early S phase
By conducting ChIP experiments, we noticed that the modest associ-
ation of Mmi1 with pericentromeric DNA in wild-type cells increases
significantly in clr4Δ cells (Fig 5A). Because the level of pericen-
tromeric H3K9 methylation as well as RNAi-mediated gene silencing
vary during the cell cycle progression (Chen et al, 2008; Kloc et al,
2008), we reasoned that Mmi1-mediated gene silencing at pericen-
tromeric heterochromatin might also vary. Using synchronized cells,
we found that Mmi1 localization to heterochromatin reaches a peak
in the G1/S transition phase, when H3K9 methylation is minimal
(Fig 5B). Within the same time window, the level of nam5/6/7
lncRNA population reaches a low point in a Mmi1-dependent
manner (Fig 5C). Moreover, Mmi1-dependent nam7 read-through
transcripts accumulate preferentially within the same time window
(Fig 5D). Hence, these findings reveal that, during the cell cycle,
Mmi1-mediated heterochromatin gene silencing does not
continuously act in parallel of RNAi but acts preferentially in early S
phase when pericentromeric DNA is being replicated and RNAi-
mediated heterochromatin formation is idling.
Discussion
Although the coupling of non-coding transcription to the elimina-
tion of its nascent lncRNA occurs at many sites in eukaryotic
genomes, its potential to contribute to gene regulation is only
emerging. Here, we report a multiscale study that provides insights
into how exosome-dependent co-transcriptional elimination of
lncRNAs is linked to the function of lncRNAs acting as regulators
of gene expression. First, this study discovers new regulatory
lncRNAs recognized by the YTH domain of Mmi1 and degraded in
cis by the exosome. Second, it reveals that the co-transcriptional
degradation of these lncRNAs by Mmi1/exosome machinery is
linked to the control of sexual differentiation and heterochromatin
gene silencing. Third, it provides evidence that transcription termi-
nation mediated by the binding of Mmi1 to a unique nascent
lncRNA (nam1) plays a key role in the control of sexual differenti-
ation. Fourth, it uncovers that Mmi1-mediated termination of
lncRNA transcription also takes place at pericentromeric DNA
repeats where it acts together with RNAi and in a cell-cycle-regu-
lated fashion, to silence transcription within heterochromatin.
Below, we discuss the implication of these findings for lncRNA-
based gene regulation.
LncRNA-mediated control of cell differentiation and protein-
coding gene expression
Our extensive search for RNAs targeted by Mmi1 led to the identi-
fication of several regulatory lncRNAs, including nam1, which
regulates the MAPK-mediated entry into sexual differentiation.
Additionally, we demonstrate that Mmi1 co-transcriptional binding
to nam1 promotes its transcription termination and this plays a
central role in promoting the expression of the downstream
MAPKKK gene byr2, which is essential for entry into sexual
differentiation (Styrkarsdottir et al, 1992). The regulation of
protein-coding gene expression by the transcription of an adjacent
non-coding gene has emerged as a widespread regulatory process
among eukaryotes known as transcription interference (Guil &
Esteller, 2012; Hiriart et al, 2012; Jensen et al, 2013; Kornienko
et al, 2013; Yamashita et al, 2016). Non-coding transcription posi-
tively or negatively impacts on gene expression, and occurs in
sense or anti-sense orientation relative to the regulated gene. Tran-
scription interference may be mediated by either the lncRNA under
synthesis, recruiting repressive or activating factors, or by the
elongating polymerase itself, which can interfere with the binding
of transcription factors or of other RNA polymerases on the adja-
cent protein-coding gene. Importantly, in all these cases, it is the
switch ON or OFF of the non-coding transcription that was found,
or proposed, to be the key step for regulating the adjacent protein-
coding gene. Here, we provide evidence for the existence of
another type of switch acting at the step of transcription termina-
tion. In the case of byr2 MAPKKK gene regulation, the binding of
Mmi1 to nam1 nascent transcript promotes robust termination of
RNAPII transcription of nam1 (Fig 6, left part). By doing so, Mmi1
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Figure 5. Mmi1- and RNAi-mediated silencing of pericentromeric DNA transcription alternate during the progression of the cell cycle.
A ChIPs assessing the localization of Mmi1 to pericentromeric DNA in WT and clr4Δ cells.
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Source data are available online for this figure.
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prevents nam1 read-through transcription from invading and inter-
fering with the transcription of byr2. The exact mechanism by
which Mmi1 binding to a nascent lncRNA promotes efficient tran-
scription termination is unclear. However, our finding that read-
through transcripts from nam1 accumulate in rrp6Δ cells, together
with the recent finding that Rrp6 could directly contribute to the
termination of transcription (Lemay et al, 2014), suggest that
Mmi1 may promote transcription termination of nam1 by recruit-
ing the exosome. In agreement with this possibility, Mmi1 and
Rrp6 were both reported to impose early transcription termination
at meiotic genes (Shah et al, 2014; Chalamcharla et al, 2015). We
note that, although our results suggest that nam1 lncRNA has no
function by itself in silencing byr2 gene (Fig 3C), it is possible that
nam1 read-through transcripts have such a function by, for exam-
ple, interfering with transcription factors, forming double-stranded
RNA with potential byr2 anti-sense RNAs or recruiting histone
modifiers, as previously reported (Guil & Esteller, 2012; Kornienko
et al, 2013; Wery et al, 2016).
Our finding that Mmi1 also silences non-coding read-through
transcription at pericentromeric DNA regions shows that this process
is not limited to the nam1-byr2 locus. Accordingly, our computa-
tional approach identified several other non-coding genes located
upstream of protein-coding genes that are potentially regulated by
Mmi1 (Table EV1). Thus, several other protein-coding genes may be
regulated by Mmi1-mediated surveillance of lncRNA transcription.
More broadly, in human cells, a new class of unstable transcripts,
termed short intergenic ncRNAs (sincRNAs), that localize upstream
of many protein-coding genes was identified very recently (Schwalb
et al, 2016). The role of these unstable lncRNAs remains unknown,
but from our findings, it is possible that, in a similar way to the
termination of nam1 transcription that regulates the expression byr2
gene, the control of sincRNAs transcription termination might regu-
late the expression of diverse protein-coding genes.
LncRNA-based heterochromatin gene silencing
Heterochromatin gene silencing at S. pombe centromeres relies on
the processing and elimination of pericentromeric nascent lncRNAs
by RNAi (Motamedi et al, 2004; Colmenares et al, 2007) and the
exosome connected to the TRAMP complex (Buhler et al, 2007;
Wang et al, 2008; Reyes-Turcu et al, 2011). Our findings further
reveal that Mmi1 recruits the exosome subunit Rrp6 to specific
pericentromeric lncRNAs, in a TRAMP-independent manner, indi-
cating that Mmi1 also regulates expression of heterochromatic
genes and that the exosome can be recruited to heterochromatic
lncRNAs by different co-factors. Additionally, our finding that
read-through transcripts accumulate in a Mmi1- and Rrp6-depen-
dent manner suggests that Mmi1 RNA surveillance machinery
mediates heterochromatin gene silencing especially by inducing
precocious transcription termination of RNAPII as it does at nam1
gene (Fig 6, right part). Interestingly, transcription termination
also contributes to heterochromatin gene silencing in the evolu-
tionary distant budding yeast (Vasiljeva et al, 2008), indicating
that precocious transcription termination is a mechanism of
heterochromatin gene silencing potentially shared by many
eukaryotes.
We also report that Mmi1/exosome and RNAi machineries
eliminate the same heterochromatic lncRNAs. What could be the
advantage of having these two RNA surveillance machineries
acting at the same genomic loci? One obvious possibility is that
by implicating different RNA elimination machineries, the overall
robustness of heterochromatin gene silencing is improved, as it
has been proposed for the meiotic mRNAs targeted by Mmi1 RNA
surveillance machinery and the RNAi effector complex RITS
(Hiriart et al, 2012). However, our findings also suggest that the
Mmi1- and RNAi-mediated gene silencing processes may mostly
alternate during the cell cycle progression, indicating that the
+
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Figure 6. Model for Mmi1/exosome YTH-mediated control of cell differentiation and heterochromatin gene silencing mediated by its targeting of nascent
lncRNA and the induction of their transcription termination.
The YTH domain of Mmi1 co-transcriptionally binds to specific lncRNAs expressed from either euchromatin or heterochromatin regions. We propose that Mmi1 binding
to a euchromatic nascent lncRNA (in green) induces the recruitment of the exosome and together they degrade the lncRNA and promote robust termination of the
lncRNA transcription, which otherwise will inhibit the expression of the downstream protein-coding gene (in blue). In the case of nam1-byr2 locus, the efficient
transcription termination prevents the occurrence of read-through transcription from nam1 gene, which represses byr2 MAPKKK gene, a critical regulator of the entry
into sexual differentiation. In parallel, Mmi1 co-transcriptional binding to the heterochromatic pericentromeric lncRNAs also recruits the exosome and contributes to
heterochromatin gene silencing by degrading the nascent lncRNAs as well as by inducing precocious termination of their transcription. STOP sign, site of Mmi1-
dependent lncRNA transcription termination.
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implication of both machineries may rather insure a continuous
heterochromatin gene silencing throughout the cell cycle. Another
and non-mutually exclusive possibility is that Mmi1/exosome and
RNAi machineries compete for the same RNA substrate. This
possibility is supported by our finding that overexpression of
Mmi1 reduces the level of pericentromeric H3K9 methylation
(Fig EV5E). Such a competition has already been described at
S. pombe retrotransposons (Yamanaka et al, 2013). In wild-type
cells, retrotransposons are silenced in an exosome-dependent fash-
ion, while in rrp6-deficient cells, retrotransposons are silenced by
RNAi-mediated formation of heterochromatin. At pericentromeric
heterochromatin, when cells are not replicating, RNAi-mediated
heterochromatin formation is favored. Elimination of lncRNAs by
RNAi would then contribute to the efficient formation and mainte-
nance of heterochromatin, via the positive action of the RNAi-
dependent positive feedback loops. In early S phase, we propose
that Mmi1/exosome RNA surveillance takes over and the elimina-
tion of the nascent transcripts may inhibit the RNAi amplification
loops. This possibility is supported by the fact that Mmi1/
exosome silencing activity is predominant when the amount of
pericentromeric siRNAs is the lowest during the cell cycle (Kloc
et al, 2008). Intriguingly, in mmi1Δ cells although the nam hete-
rochromatic lncRNAs are no more degraded by the Mmi1/
exosome machinery, they do not accumulate in early S phase,
conversely to the dg heterochromatic lncRNAs. The reason for this
apparent discrepancy is at the moment unclear. Importantly,
regardless of what may be the exact reason for having both RNAi
and the exosome acting on the same lncRNAs, our findings
provide insights on the mechanism and function of the elimina-
tion of nascent heterochromatic lncRNAs by the exosome. Know-
ing that the exosome was found to contribute to heterochromatin
gene silencing in plants (Shin et al, 2013) and drosophila (Eberle
et al, 2015), and that in mammals pericentromeric lncRNAs accu-
mulate in a cell-cycle-regulated manner (Lu & Gilbert, 2007), our
findings on Mmi1-mediated heterochromatin gene silencing have
the potential to shed light on the mechanism and function of the
exosome-dependent heterochromatin gene silencing acting in other
eukaryotes. In addition, our study demonstrates the direct implica-
tion of Mmi1, a member of the family of YTH domain-containing
proteins, in heterochromatin gene silencing. Remarkably, another
member of the YTH family has been recently implicated in hete-
rochromatin gene silencing at the inactive X chromosome in
mammalian female cells (Patil et al, 2016). Thus, the function of
YTH-mediated heterochromatin gene silencing is conserved
between fission yeast and mammals, and future studies shall
determine whether they implicate similar lncRNA-based mecha-
nisms.
Materials and Methods
Strains, media, and plasmids
Genotypes of strains used in this study are listed in
Appendix Table S4. Mating and sporulation assays were done
using exponentially growing cells in MM(+N) media, washed three
times with water, and transferred to MM media without ammo-
nium chloride MM(-N) for nitrogen starvation in liquid culture or
on SPAS plates for the indicated times (with 105 cells used at each
time point). Mating and sporulation efficiency were monitored
from three independent experiments and by counting under the
microscope at least 500 cells for each experiment. New S. pombe
strains were made using the PCR-based gene targeting method
(Forsburg & Rhind, 2006). Positive transformants were selected by
growth on YEA medium containing the appropriate antibiotic and
confirmed by genomic PCR. Point mutants of Mmi1 protein were
made using the Quick-Change mutagenesis protocol (Agilent) and
the plasmid pJRL81 (Moreno et al, 2000) containing wild-type
mmi1 coding sequence as the template. Mutations were confirmed
by DNA sequencing before introduction of the plasmids in mmi1Δ
mei4Δ cells. Note that, as previously reported (Hiriart et al, 2012),
we used mmi1Δ mei4Δ cells because mmi1 deletion causes a
strong growth defect due to the expression of Mei4 transcription
factor. mei4Δ cells were thus used to control that the effects are
indeed caused by the deletion of mmi1. A unique copy of WT
mmi1, mmi1-R351E, and mmi1-R381E was integrated at ars1
genomic site in mmi1Δ mei4Δ cells, and grown on MM-LEU. The
nam1-1, nam1-1-Ttef, and nam1-Ttef cells were generated in two
steps. First, ura4 gene was integrated into nam1 locus and positive
transformants were selected by growth on –URA and genomic
PCR. Second, nam1::ura4+ cells were transformed with synthe-
sized DNA fragments of nam1 (Shine gene) containing either the
single mutation of the first nucleotide (T to G) in eight of the nine
TNAAAC motifs present in nam1, alone or together with the addi-
tion of the transcription terminator (Ttef) to generate, respectively,
nam1-1 and nam1-1-Ttef. Terminator Ttef has been integrated at
the 30 end of nam1 in cells named nam1-Ttef or nam1-1-Ttef. Posi-
tive transformants were validated by sequencing the recombined
genomic regions. Generation of cells expressing Flag-Byr2 from the
endogenous gene was realized following the same strategy as
described above and using a synthetic DNA including the sequence
of three Flag upstream and in frame with the coding sequence of
byr2 (Shine gene). Ectopic expression of Byr2-HA protein from
pREP41 and pJRU41 plasmids (Moreno et al, 2000) was achieved
by cloning byr2 coding sequence between NdeI and BglII restric-
tion sites. Expression of nam1-L and nam1-1-L from pREP3 plas-
mids was achieved by cloning, between PstI and SacI sites, a
fragment of nam1-byr2 genomic DNA sequence, which encom-
passes 160 nt upstream and 1,700 nt downstream of nam1, from
WT and nam1-1 cells, respectively.
RT-qPCR
Total RNA was isolated using phenol/chloroform from 25 ml of log-
phase cell cultures; 1 lg of total RNA was reverse-transcribed using
Transcriptor reverse transcriptase (Roche). Strand-specific RT–
qPCRs were performed using specific primers. PCR and qPCR were
done using the BioMixTM Red and the MESA BLUE qPCR MasterMix
for SYBR (Bioline, Eurogentec), respectively. Briefly, for the detec-
tion of read-through transcription of nam1, the cDNA was synthe-
sized using RT primers located in byr2 sequence, and amplified
using primers located in nam1. For the detection of read-through
transcription of nam7, three different RT (1, 2 and 3) were
performed, RT1 and RT2 using primers located in nam7 sequence,
RT3 using a primer downstream of nam7 sequence. Primers are
listed in Appendix Table S5.
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RNA-IP and chromatin-IP
ChIP and RNA-IP coupled to PCR analysis were performed as
described previously (Hiriart et al, 2012). RNA-IP experiments
coupled to high-throughput sequencing were conducted in dupli-
cates. Immunoprecipitated RNA was fragmented 200–300nt long
using RNA Fragmentation Reagent Kit from (Ambion). Fragmented
RNA was 50 phosphorylated using T4 Polynucleotide Kinase (Fer-
mentas) and ligated to the 50 adaptor using the T4 RNA ligase (Fer-
mentas). After incubation overnight at 20°C, ligated RNA was
purified (Absolutely RNA kit, Stratagene) and reverse-transcribed
(Superscript III Reverse Transcriptase, Invitrogen). PCR amplifi-
cation of the cDNA library was performed using Phusion poly-
merase (NEB). 50 adaptors and primers used for the RT and the PCR
are listed in Appendix Table S5. The antibodies used for the IPs are
anti-Mmi1 (Hiriart et al, 2012), anti-dimethylated H3K9 (Abcam,
ab1220), anti-Myc (9E10, Santa Cruz, sc-40), anti-TAP (Thermo
Fisher, CAB 1001), anti-RNAPII 8WG16 (Abcam, ab817), anti-
RNAPII-Ser-2P (Millipore, 04-1571), and anti-RNAPII-Ser-5P
(Covance, MMS-134R).
High-throughput sequencing
DNA libraries from the RNA-IPs were deep-sequenced (Solexa,
Illumina). Bioinformatic analysis was performed as described
previously (Xiol et al, 2012). Briefly, the sequencing reads were
mapped to the genome and associated with the annotated region
at that genomic locus. For each experiment, the number of
unique reads associated to each gene was divided by the total
number of unique reads from that experiment, to obtain a
normalized count in reads per million (RPM). For each gene in
each duplicate RNA-IP experiment, the control and RNA-IP RPMs
were adjusted by adding a fixed pseudo-count of 10, and an
enrichment, defined as the ratio between the adjusted RNA-IP
and control RPMs, was calculated. Our list of candidate Mmi1
targets contains only RNAs whose enrichment exceeds 2 in both
RNA-IP experiments. The high-throughput sequencing files are
available at the GEO database under the accession number
GSE90688.
Computational prediction of Mmi1 targets
The computational method comprises three main steps (Fig EV1B)
and relies on the following definition: for any given annotated
sequence of RNA, we denote MWSX (minimal window size) as
the smallest number of nucleotides that encompasses X occur-
rences of the UNAAAC motif in the RNA. For example, the MWS3
of a given RNA is the size of the smallest subsequence of the
RNA that contains three UNAAAC motifs. In a first step, we
focused on our 33 validated Mmi1 RNA targets [21 from (Hiriart
et al, 2012), and 12 from this study]. For each value of X
between 2 and 8, we determined the smallest possible cutoff
window size CWSX (such that MWSX ≤ CWSX) for 75% of the 33
targets. X did not go above eight motifs since < 75% of the vali-
dated Mmi1 targets possess more than eight motifs. In a second
step, we calculated the MWSX for each individual annotated gene
in S. pombe, represented by its unspliced transcript sequence.
Finally, in a third step, the CWSX cutoffs were used to rank all
the genes. In this study, we only considered as strong candidates
the ones that satisfy the following: MWSX ≤ CWSX for every X
from 2 to 8 (Appendix Table S2).
Protein expression and purification
A His-GST fusion of S. pombe Mmi1 YTH domain (residues 347–
488) was expressed in E. coli BL21Star (DE3) from pPETM-30
vector. The protein was first purified by affinity chromatography
using Ni2+ resin. After His-tag cleavage with TEV protease, the
protein was further purified using a second Ni2+ column followed
by a size-exclusion chromatography. Purified Mmi1 YTH domain
was concentrated to 8.5 mg/ml in a buffer containing 20 mM Tris,
pH 7.0, 150 mM NaCl, and 10 mM b-mercaptoethanol. The best-
diffracting crystals grew within 3 days at 20°C in a solution
containing 0.2 M ammonium sulfate, 0.1 M Tris pH 8.5, and 25 %
PEG3350. Selenomethionine (SeMet)-substituted Mmi1 was
produced using E. coli BL21Star (DE3) in a defined medium
containing 60 mg/l of SeMet. Purification and crystallization of the
SeMet-substituted Mmi1 were done as for the native protein. For
data collection at 100 K, crystals were snap-frozen in liquid nitro-
gen with a solution containing mother liquor and 30% (v/v)
glycerol.
Crystallization, data collection, and structure determination
Crystals of Mmi1 YTH domain (347–488) belong to the space
group P21 with unit cell dimensions a = 57 A˚, b = 58 A˚,
c = 94.1 A˚, b = 106.6°. The asymmetric unit contains four Mmi1
molecules and has a solvent content of 47%. A complete native
data set was collected to a resolution of 1.45 A˚ on beamline
ID23EH1 at the European Synchrotron Radiation Facility (ESRF,
Grenoble, France; Appendix Table S3). The data were processed
using XDS (Kabsch, 2010). The structure of Mmi1 was determined
by multiple-wavelength anomalous dispersion (MAD) phasing
method using a SeMet-substituted crystal. Data sets with a resolu-
tion of 1.7–1.8 A˚ were collected at wavelengths corresponding to
the peak and inflection point wavelength of the Se K-edge
(0.979012 and 0.979314 A˚, respectively). The positions of selenium
sites were identified, refined, and used for phasing in autoSHARP
(Bricogne et al, 2003). COOT (Emsley & Cowtan, 2004) was used
for model building. Structure was refined with REFMAC5
(Murshudov et al, 1997) to final R-factor of 15.7% and Rfree of
17.9% with all residues in allowed (99% in favored) regions of
the Ramachandran plot (Davis et al, 2004). Crystal diffraction data
and refinement statistics for the structure are displayed in
Appendix Table S3. Coordinates of the Mmi1 YTH domain have
been deposited to the Protein Data Bank and assigned the acces-
sion number PDB ID 5O8M.
Immunofluorescent microscopy
Schizosaccharomyces pombe mid-log-phase cultures were fixed with
3.8% paraformaldehyde at room temperature for 30 min. After
digestion of the cell wall with 0.25 mg/ml of Novozym and
0.25 mg/ml of Zymolyase (Sigma), cells were permeabilized 2 min
with 1% Triton X-100 and blocked with 3% BSA for 30 min. Detec-
tion of Mmi1 was obtained using a Mmi1 primary antibody (1/100
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dilution) and a secondary antibody coupled to a fluorescent dye
(Alexa 448 1/400 dilution). DNA was stained with 40,6-diamidino-2-
phenylindole (DAPI) 1 ng/ml for 5 min. Fluorescence microscopy
and differential interference contrast (DIC) imaging were done using
a Zeiss Apotome microscope (Carl Zeiss MicroImaging). Raw images
were processed using the AxioVision software (Carl Zeiss Micro-
Imaging).
RNA pull-down assay
3 × 1010 E. coli BL21Star (DE3) cells expressing either His-Mmi1
WT, His-Mmi1R351E, or His-Mmi1R381E mutant proteins were
lysed by sonication in 10 ml lysis buffer (50 mM HEPES, 150 mM
NaCl, 1 mM EDTA, 1% Triton X-100, 5 mM DTT, 1 mM PMSF);
100 ng of the biotinylated RNA (50Biot-GGAUCCUUAAACAGAUCU)
was denaturated 2 min at 90°C and incubated 20 min at room
temperature in RNA structure buffer (10 mM Tris pH 7, 0.1 M KCl,
10 mM MgCl2). The biotinylated RNA was added to a series of
100 ll of lysis extracts diluted 10-fold from 1 to 1,000, and incu-
bated 1 h at room temperature; 15 ll of 10 mg/ml DynabeadsTM
M280 Streptavidin (Invitrogen) was added to the mixture and incu-
bated for an additional 30 min at room temperature. The beads
were then washed three times with 1 ml of lysis buffer and then
eluted by boiling 5 min in SDS Laemmli buffer. The efficiency of
Mmi1 binding to the RNA was analyzed by Western blot using anti-
Mmi1 antibody. Relative enrichments of Mmi1 wild-type and
mutant proteins after RNA pull-down were calculated from three
independent experiments as follows: for each experiment and each
Mmi1 proteins, the signals obtained with the dilutions 1/1, 1/10,
and 1/100 of the extracts were quantified using ImageJ. The average
quantification of the three signals was then normalized to the input
signal to obtain the enrichment.
Northern blot
Northern blot experiments were conducted following the usual
procedure. 10 lg of total RNA was used for each sample. Probes
were labeled radioactively by 5-min labeling using T4 Poly-
nucleotide Kinase (Fermentas) for the strand-specific nam5/6/7
probes, and by random priming for byr2 and nam1 probes.
Hybridization step was done overnight at 65°C in ULTRAHyb Buffer
(Thermo Fisher). The membranes were exposed to a PhosphorI-
mager screen (PMI—Bio-Rad).
Cell cycle synchronization
Cell cycle synchronization experiments using the cdc25-22 tempera-
ture-sensitive mutant strain were performed as described previously
(Forsburg & Rhind, 2006). Briefly, cell synchronization was
achieved by a block and release of cell proliferation, consisting in
shifting an early log-phase cell culture from 25 to 36°C for 3 h to
block the cells in G2 phase. The temperature of the culture was
rapidly lowered to 25°C by cooling it in cold water. At 25°C, cells
restart their growth in a synchronized manner. To evaluate the level
of cell synchronization, the septation index (which corresponds to
the proportion of cells with a septum) was determined after fixation
of the cells in 70% ethanol and staining with DAPI (1 lg/ml) and
Calcofluor (10 lg/ml).
Expanded View for this article is available online.
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Expanded View Figures
▸Figure EV1. Density of Mmi1 binding sites within mRNAs and lncRNAs, and computational approach developed to predict Mmi1 RNA targets.A Density of Mmi1 binding motif (UNAAAC) among all the annotated mRNAs and lncRNAs versus the mRNAs and lncRNAs enriched at least twofold in Mmi1 RNA-IP
Seq.
B Diagram of the genomewide computational approach used to predict Mmi1 targets. In step 1, a hypothetical open reading frame that has eight UNAAAC motifs in its
sequence is shown as an example. The double-headed arrows indicate all possible windows containing from two to eight motifs. The thick double-headed arrows
correspond to the windows yielding the minimal window size (MWS) from two to eight motifs. In step 2, each box plot represents the MWSx calculated for all of the
validated targets. The boxplots were produced using the “boxplot” function in R with default parameters: the boxes represent the median and the upper and lower
quartiles (25% and 75%); and the whiskers attempt to capture the extreme values, but extend to at most 1.5 times the interquartile range from the box, in which case
any outliers beyond this range appear as crosses. The numbers in red represent the cutoff window size (CWS) for two to eight motifs. See the Materials and Methods
for more details.
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EV1
3. Selection of Mmi1 candidate targets 
by ranking all S. pombe annotated 
genes according to the value of their 
MWSX (from 2 to 8 motifs) that is 
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▸Figure EV2. Characterization of Mmi1 YTH domain point mutants R351E and R381E.A Sequence alignment of YTH domains from the yeast Schizosaccharomyces pombe (Sp), the yeast Zygosaccharomyces rouxii (Zr), and Homo sapiens (Hs).
B Ribbon diagram of Mmi1 YTH domain structure in the same orientation as in Fig 2C.
C RNA-IP showing that the in vivo binding of Mmi1 to three of its known targets (ssm4, rec8, and spo5 mRNAs) is strongly reduced for R351E and R381E Mmi1 mutants.
D Gel filtration showing similar elution behavior for WT, R351E, and R381E Mmi1 YTH domains.
E RNA pull-down showing in vitro that mutations R351E and R381E impair Mmi1 binding to a RNA containing the UUAAAC motif.
F Relative enrichments of Mmi1 protein recovered after RNA pull-downs done in (E). The quantification was estimated from three independent experiments. See the
Materials and Methods for more details.
G Fluorescence microscopy images showing the cellular localization of Mmi1-R351E, Mmi1-R381E and Mmi1 wild-type (WT) proteins. Nuclear DNA was stained with
DAPI (blue). Scale bar, 10 lm.
Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average deviations (n = 3) for (C, F).
Source data are available online for this figure.
ª 2017 The Authors The EMBO Journal
Leila Touat-Todeschini et al Selective transcription termination of lncRNAs The EMBO Journal
EV3
B C
A
G
0 
20 
40 
60 
80 
100 
E
nr
ic
hm
en
t /
 tu
b1
 RNA-IP: Mmi1 
ssm4 
spo5 
rec8 
Mmi1(Sp)         350
Mrb1(Zr)          178
YTHDC1(Hs)   355
YTHDF2(Hs)   410
Mmi1(Sp)        420
Mrb1(Zr)          253
YTHDC1(Hs)   427
YTHDF2(Hs)   485
0
20
40
60
80
100
Re
la
tiv
e 
sig
na
l i
nt
en
sit
y
Mmi1 pull down
6-
5-
4-
3-
2-
1-
0-
0      5     10     15    20   25A
bs
or
ba
nc
e 
at
 2
80
 n
m
 
(A
U)
Elution Volume (ml)
WT
R351E
R381E I
np In
pWT R351E
-Mmi1
In
p
In
pWT R381E
-Mmi1
ED
F
R351E R381EWTControl
Figure EV2.
The EMBO Journal ª 2017 The Authors
The EMBO Journal Selective transcription termination of lncRNAs Leila Touat-Todeschini et al
EV4
BA
C
0 
20 
40 
60 
80 
100 
4 8 12 24 48 72 
%
 o
f a
sc
i
 (h) 
Sporulation assay 
h- x h+  
h- x h+ mei4
h- x h+ mmi1
h+ x h- mmi1
20 
40 
60 
80 
100 
4 8 12 24 48 72 
%
 o
f z
yg
ot
es
 
(h) 
Mating assay 
h- x h+  
h- x h+ mei4
h- x h+ mmi1
h+ x h- mmi1
0 
20 
40 
60 
80 
100 
8 12 24 48 72 
%
 o
f a
sc
i
(h) 
Sporulation assay 
h- x h+ 
h- x h+ mmi1
h- x h+ mmi1FL 
h- x h+ R351E 
h- x h+ R381E 
D
0 
5 
10 
15 
20 
25 
mei4 nam1 
R
N
A 
le
ve
l/t
ub
1 
RT-qPCR
WT 
nam1-1 
F
0 
10 
20 
30 
40 
50 
1 2 3 4 5 6 
E
nr
ic
hm
en
t/t
ub
1 
ChIP: Mmi1 
1     2  3  4  5          6
byr2nam1
E
h9
0 
m
m
i1
Byr2
Control
81%
15%
61%
Control
h9
0 
Figure EV3.
ª 2017 The Authors The EMBO Journal
Leila Touat-Todeschini et al Selective transcription termination of lncRNAs The EMBO Journal
EV5
Figure EV3. Mmi1-dependent entry into sexual differentiation (related to Fig 2).
A Sporulation assay showing the percentage of asci forming over time in WT, mmi1Δ, mmi1-R351E, and mmi1-R381E cells.
B, C Graphs showing the percentage of asci (B) and zygotes (C) forming over time in WT, mei4Δ, and mmi1Δ mei4Δ cells.
D RT–qPCR showing the level of nam1 lncRNA and mei4 mRNA in WT and nam1-1 cells.
E ChIP monitoring Mmi1 localization over nam1-byr2 locus in WT cells. Upper part of the panel highlights genomic regions (black lines).
F Microscopy images showing the state of sexual differentiation of WT and mmi1Δ cells expressing or not expressing Byr2 from a plasmid, after 24 h of growth on
SPAS. The percentage of cells that underwent differentiation and iodine vapor assays conducted on the corresponding patch are shown at the right side of each
picture. Scale bar, 10 lm.
Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average deviations (n = 3) for (A–E).
◀ Figure EV4. Mmi1 control of byr2 gene expression (related to Fig 3).
A RT–qPCR showing the accumulation of nam1 read-through transcripts in nam1-1 cells. Black arrow, primer used for the strand-specific reverse transcription (RT);
black line, location of the region amplified by PCR.
B ChIPs showing the occupancy of the whole population of RNAPII over nam1-byr2 locus, in WT and nam1-1 cells. Black lines above the scheme, genomic regions
investigated.
C ChIPs showing the occupancy of the elongating RNAPII (RNAPII-S2P) over nam1-byr2 locus, in WT and mmi1Δ cells. The same genomic regions as in (B) were
investigated.
D ChIPs showing the occupancy of the initiating RNAPII (RNAPII-S5P) over nam1-byr2 locus, in WT and nam1-1 cells. The same genomic regions as in (B) were
investigated.
E Microscopy images showing the sexual differentiation status in WT, mmi1Δ, and mmi1Δ nam1-Ttef cells, after 24 h of growth on SPAS. The percentage of cells that
underwent differentiation and iodine vapor assays conducted on the corresponding patch are shown at the right side of each picture. Scale bar, 10 lm.
F Northern blot showing the level of byr2 mRNA before (0 h) and after (0.5 h) induction of sexual differentiation in WT, nam1-1, nam1-Ttef, and in nam1-1-Ttef. Note
that the white separation indicates that lanes on the left and the right come from the same gel but that the images were cropped to place them next to each other.
G Microscopy images showing WT cells transformed with an empty plasmid or a pREP plasmid expressing nam1-L or nam1-1L lncRNA, after having induced sexual
differentiation by growth on SPAS for 24 h. Scale bar, 10 lm.
H RT–qPCR showing the level of nam1-L and nam1-1-L lncRNA expressed from the pREP plasmid.
I Microscopy images showing WT (h90) and rrp6Δ cells, after having induced sexual differentiation by growth on SPAS for 24 h. Scale bar, 10 lm.
J Mating assay showing the percentage of zygotes forming over a 72-h period, from cells induced to undergo sexual differentiation by growth on SPAS.
K ChIP showing the enrichment of Rrp6 over nam1-byr2 locus.
L ChIP monitoring the enrichment of H3K9me2 over nam1-byr2 locus and mei4 gene in WT and mmi1Δ cells.
Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average deviations (n = 3) for (A–D, H, J–L).
Source data are available online for this figure.
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◀ Figure EV5. Mmi1-directed heterochromatin gene silencing (related to Fig 4).
A RNA-IP showing that in vivo, the binding of Mmi1 to nam5/6/7 lncRNAs is strongly reduced by Mmi1 mutations R351E and R381E expressed from a plasmid.
B RNA-IP showing that Mmi1 binds to nam5/6/7 lncRNAs but not to dg lncRNAs.
C RT–qPCR showing the synergy of accumulation of nam5/6/7 lncRNAs in mmi1-ts3 clr4Δ double mutant cells at restrictive temperature (36°C).
D RT–qPCR showing no additional accumulation of dg lncRNAs in mmi1-ts3 dcr1Δ double mutant cells at restrictive temperature (36°C).
E ChIP showing a reduction of the level of H3K9me2 at the nam5/6/7 and dg pericentromeric regions but not at mei4 gene, in cells overexpressing Mmi1 (pnmt1-mmi1)
compared to WT cells. P-value was calculated from four independent experiments using a two-tailed Student’s t-test.
F RT–PCRs monitoring the accumulation of nam7-L in WT, clr4Δ, and mmi1Δ and mmi1Δ clr4Δ cells. In the upper part of the panel, the black arrows indicate the
location of the primers used for reverse transcription (RT), and the black lines indicate the expected PCR products.
G ChIPs showing the occupancy of the elongating RNAPII (RNAPII-S2P) over dh repeats in WT, mmi1Δ, clr4Δ, and mmi1Δ clr4Δ cells. Black lines above the scheme,
genomic regions investigated.
H RNA-IP showing that Cid14 is not required for the association of Rrp6-Myc13 to nam5/6/7 lncRNAs.
I RT–PCRs monitoring the accumulation of nam7-L in rrp6Δ, dcr1Δ, and rrp6Δ and dcr1Δ cells. RT–PCRs were conducted using the same conditions as in (F).
Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average deviations (n = 3) for (B–D, G and H) and (n = 4) for (E).
Source data are available online for this figure.
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Chapitre II : Biogénèse du lncRNA nam1 
contrôlant la différenciation sexuelle par 
Mmi1 et sa machinerie de surveillance des 
ARN. 
 
 
1. Introduction 
Au cours des deux dernières décennies la fonction des ARN en tant que régulateurs a été 
grandement revisitée. Il est devenu clair que seule une petite partie du génome code pour 
des protéines (Venter et al., 2001), qu’une large proportion du génome est transcrite et que 
cette transcription non-codante est contrôlée de manière très fine (ENCODE Project 
Consortium et al., 2007). La transcription non-codante produit une grande variété de 
molécules ARN régulatrices dont les longs transcrits non-codants (lncRNAs) qui ont, entre 
autres, des fonctions multiples dans le développement et la différenciation cellulaire (Bhan 
and Mandal, 2014). Parmi les lncRNAs régulateurs certains d’entre eux ont été directement 
reliés au contrôle de la différenciation sexuelle des organismes, notamment chez la levure S. 
cerevisiae (Lardenois et al., 2011; van Werven et al., 2012) et la plante A. thaliana (Liu et al., 
2010). Cependant, bien qu’il y ait une réelle prise de conscience sur l’importance des 
lncRNAs régulateurs dans la vie de la cellule et des organismes pluricellulaires, les 
mécanismes moléculaires associés à leur fonctionnement restent encore majoritairement à 
éclaircir (Geisler and Coller, 2013).  
Les résultats obtenus dans notre laboratoire et présentés dans le chapitre précédent ont 
permis l’identification d’un lncRNA régulateur, nommé nam1, qui contrôle l’entrée en 
différenciation sexuelle chez la levure S. pombe (Touat‐Todeschini et al., 2017). Ce contrôle 
passe par la liaison au lncRNA nam1 de la protéine Mmi1 qui recrute une machinerie de 
surveillance des ARN dont l’exosome, un complexe de dégradation des ARN, fait partie. La 
liaison de Mmi1 au lncRNA nam1 va permettre sa dégradation et la terminaison de sa 
transcription empêchant ainsi une transcription pervasive qui interfère avec le gène MAPKKK 
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byr2 localisé juste en aval de nam1. Le blocage de cette transcription pervasive est 
absolument essentiel puisque Byr2 est un régulateur clé pour l’entrée en différenciation 
sexuelle et cette transcription pervasive aboutit à sa répression ce qui entraine un blocage 
de la conjugaison. Bien que Mmi1 et la sous-unité catalytique de l’exosome nucléaire Rrp6 
aient été montrés comme étant des éléments importants du contrôle de cette transcription 
pervasive, le mécanisme régulant la terminaison de transcription de nam1 restait 
globalement inconnu.  
Dans ce chapitre sont décrits de nouveaux travaux qui mettent en lumière plusieurs 
aspects de la régulation de la différenciation sexuelle par le système Mmi1/exosome/nam1. 
Brièvement, la recherche de nouveaux éléments de la machinerie de surveillance des ARN 
Mmi1-dépendante a permis d’identifier le cofacteur de l’exosome Cti1 et la caractérisation 
de ce dernier a permis de montrer son implication dans la machinerie de surveillance des 
Mmi1. La caractérisation de Cti1 dans le cadre du contrôle de la différenciation sexuelle a 
notamment révélé un mécanisme inédit, à notre connaissance, de biogénèse d’un lncRNA 
qui passe par le contrôle de la maturation de l’extrémité 3’ d’un pré-ARNm. Par ailleurs, la 
purification de la protéine Cti1 a aussi permis de montrer l’implication de l’exoribonucléase 
Dhp1 dans la terminaison de la transcription produisant le lncRNA nam1.  
 
2. Résultats : Article en préparation (en anglais) : 
 
A screen identifies Cti1 as an essential component of Mmi1 RNA surveillance machinery  
To identify new components of Mmi1 RNA surveillance machinery, we conducted a 
screen combining a microscopy study to RT-qPCR analyses (Figure 1A). The screen was based 
on the facts that Mmi1 protein localizes into around 5-6 nuclear bodies per cell and that the 
subcellular localization of more than 98% of S. pombe proteins had been reported 
(Matsuyama et al., 2006). We selected 170 proteins reported to have a subcellular 
localization into one or more nuclear bodies and took advantage of a protein-coding gene 
deletion library to assess whether the elimination of their corresponding gene impacts on 
the accumulation of Mmi1 mRNA targets. For each strain, total RNA was purified from 
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exponentially growing cells and the level of mei4 and mug8 RNAs, two mRNA targets of 
Mmi1, was monitored by using RT-qPCR experiments (Data not shown). The screen 
identified, in addition to Red1 and Pab2, two well-known components of Mmi1 RNA 
surveillance machinery, that the protein Cti1/Rrp47 is essential to Mmi1-mediated 
degradation of mei4 and mug8 mRNAs. We further validated Cti1 as a protein essential to 
Mmi1-mediated degradation of meiotic mRNAs by testing two other meiotic mRNA targets 
of Mmi1, rec8 and spo5, from total RNA purified from new cti1∆ strains (Figure 1B). The gene 
cti1∆ was initially reported to be an essential gene. Sequencing of the cti1 genomic locus 
isolated from the cti1∆ cells present in the deletion library confirmed the mutation of cit1 
gene with a deletion of approximately 89% of its coding sequence. Furthermore, we 
constructed new cti1∆ cells in which the totality of the cti1 coding-sequence was removed. 
These cells are viable but present a severe growth defect (data not shown). Next, by using 
RNA-ImmunoPrecipitation (RNA-IP) experiments, we found that Cti1 most likely acts directly 
on Mmi1 RNA targets since, like Mmi1, it specifically binds to mei4 mRNA (Figure 1C). 
Moreover, we show that Cti1 is critical for the proper recruitment of Rrp6, a subunit of the 
nuclear exosome, to mei4 and spo5 mRNAs (Figure 1D). Altogether, these results strongly 
suggest that Cti1 is a new component of Mmi1 RNA surveillance machinery with an essential 
role in recruiting the nuclear exosome to Mmi1 RNA targets. 
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Figure 1: The exosome co-factor Cti1 directly contributes to Mmi1-mediated elimination of meiotic 
mRNAs. (A) Screen conducted to find new actors of the Mmi1-mediated meiotic mRNA silencing.  
(B) Quantitative RT-PCR showing the accumulation of rec8 and spo5 transcripts in cti1Δ cells. (C) RNA-
IPs showing that Mmi1-TAP and Cti1-TAP bind to mei4 mRNA. (D) RNA-IPs showing that Rrp6-13Myc 
binds to spo5 and mei4 mRNAs in a Cti1-dependant manner. 
Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average 
deviations n=3 for B, C, D.  
 
 
Cti1 is necessary for Mmi1/nam1-dependent entry into sexual differentiation 
The sexual differentiation process of S. pombe is dictated by the environmental growth 
conditions and implicates a massive change in gene expression and morphology (Mata et al., 
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2002). Under vegetative growth, the environment provides all the nutrients necessary for 
genome duplication and mitotic division of S. pombe haploid cells. When the nutrients 
become limiting (especially the nitrogen source), two S. pombe haploid cells of opposing 
mating type (h+ and h-) come together and initiate sexual differentiation by fusing their cells 
(the mating step) to form a diploid zygote. The zygote immediately undergoes DNA 
duplication to form a tetraploid cell, which then initiates two rounds of meiotic divisions (the 
meiosis step) to produce four haploid spores (the sporulation step). We previously showed 
that Mmi1 controls entry into sexual differentiation by promoting the termination of 
transcription at a non-coding locus, named nam1 (Touat‐Todeschini et al., 2017). This Mmi1-
dependent termination of transcription avoids transcription coming from nam1 to invade 
and repress the downstream gene encoding a MAP Kinase Kinase Kinase (MAPKKK) gene, 
which is absolutely required for entry into sexual differentiation (Figure 2A). To investigate 
whether Cti1 is implicated in this Mmi1-dependent control of entry into cellular 
differentiation, we first monitored the efficiency of cti1∆ cells to engage sexual 
differentiation. Noticeably, sexual differentiation induction cti1∆ cells poorly differentiate 
when compared to wild-type cells (Figure 2B and C). This defect is still the same after 80 
hours of induction of sexual differentiation (Figure 2D). Moreover, the step of entry into 
sexual differentiation appears to be defective in cti1∆ cells similarly to mmi1∆ and rrp6∆ 
cells. 
We next investigated whether Cti1 is important for the production of the regulatory 
lncRNA nam1. RT-qPCR experiments showed that nam1 lncRNA accumulates in cti1∆ cells, as 
in mmi1∆ and rrp6∆ cells (Figure 2E) and RNA-IP experiments showed that Cti1 is necessary 
for the recruitment of Rrp6 to nam1 (Figure 2F). Finally, RT-qPCR analysis of nam1 read-
through transcripts showed that they accumulate in cti1∆ cells (Figure 2G). From these 
results, we conclude that Cti1 directly contributes to Mmi1/nam1-dependent control of 
entry into sexual differentiation. 
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Figure 2. Cti1 is essential to the Mmi1-mediated control of sexual differentiation. (A) Scheme 
showing the action of Mmi1 on nam1 lncRNA and its effect on byr2 expression. (B) Microscopy 
images of, WT, mmi1Δ, cti1Δ, rrp6Δ crossed with WT cells, after induction of sexual differentiation 
for 24h. Scale bar, 10µm. (C) Sporulation assay showing the percentage of spores formed over time 
after induction of sexual differentiation in the same cells as in B. (D) Mating assay showing the 
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percentage of zygotes formed over time after induction of sexual differentiation in the same cells as 
in B. (E) Quantitative RT-PCR showing the level of nam1 lncRNA transcripts in mmi1Δ, rrp6Δ and cti1Δ 
cells. (F) RNA-IP showing the binding of Rrp6-13Myc at nam1 lncRNA in a Cti1-dependant manner. 
(G) Quantitative RT-PCR showing the level of nam1 read-through transcripts (nam1-L) in the same 
cells as in E.  Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean 
average deviations n=3 for B, C, D, E and F 
 
Mmi1 mediates the processing of mlo3 read-though transcripts 
We previously found that the integration into a plasmid of a genomic fragment 
encompassing the annotated sequence of nam1 lncRNA plus 160 nt upstream (Figure 3A) is 
sufficient to produce nam1 lncRNA (Touat-Todeschini et al, The EMBOJ, 2017), indicating 
that the cloned region includes a promoter driving the transcription of nam1. However, we 
also found that read-through transcripts coming from the upstream protein-coding gene 
mlo3 accumulate in mmi1∆ and cti1∆ cells (Figure 3B). This latter result suggests that read-
through transcription coming from mlo3 gene may constitute an additional source of 
production of nam1 lncRNA. Accordingly, northern blot experiments showed that mlo3 read-
through transcripts accumulate in mmi1∆ cells (Figure 3C, compare lanes 1, 2 to 5, and 6). 
These experiments further showed that, in nam1-1 mutant cells, in which 8 point mutations 
introduced in nam1 sequence lead to the loss of Mmi1 binding to nam1, the read-through 
transcripts from mlo3 accumulate (Figure 3C, compare lanes 1, 2 to 3, 4), indicating that the 
sole loss of Mmi1 binding to nam1 lncRNA is sufficient to induce the accumulation of mlo3 
read-through transcripts. Noticeably, the northern blot experiments also revealed that the 
accumulation of mlo3 read-through transcripts correlates with a decrease of mlo3 mRNA 
level (Figure 3C), suggesting that Mmi1 binding to nam1 may not trigger the degradation of 
mlo3 read-through transcripts but may rather induce their processing into two distinct RNA 
populations, the mlo3 mRNA and nam1 lncRNA.  
 
mlo3 transcription contributes to Mmi1/nam1-dependent entry into sexual differentiation 
Because mlo3 read-through transcription can be a source for producing nam1 lncRNA, 
we determined the importance of mlo3 transcription in the control of sexual differentiation. 
We deleted the promoter region of mlo3 (Figure 3D) and checked for the loss of Mlo3 
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protein (Figure 3E). Deletion of mlo3 promoter also leads to a dramatic reduction of the level 
of mlo3 read-through transcripts (Figure 3F, upper panel), supporting the idea that it is 
mostly, if not exclusively, the transcription initiating at mlo3 promoter that produces the 
mlo3 read-through transcripts detected at nam1 locus. Moreover, in agreement with the 
fact that nam1 lncRNA can also originate from a promoter located just upstream the 
annotated 5’ end of nam1, the level of nam1 lncRNA is not abolished but only reduced in 
nam1-1 mlo3-pro∆ cells (Figure 3F, lower panel). In nam1-1 cells, the absence of Mmi1 
binding to the lncRNA nam1 leads to a nam1-dependent defect of entry into sexual 
differentiation. To determine if mlo3 transcription plays a role in this defect, we examined 
the impact of the deletion of mlo3 promoter on the sexual differentiation defect of nam1-1 
cells. We first examined the effect of mlo3-pro∆ deletion on the process of sexual 
differentiation. The mlo3-pro∆ cells show no defect in entry into sexual differentiation 
compared to wild-type cells but present a major defect in sexual differentiation progression 
(Figure 3G). However, when the deletion of mlo3 promoter is combined to nam1-1 
mutations the cells enter more efficiently into sexual differentiation. From these results, we 
conclude that the population of nam1 lncRNA coming from the read-through transcription of 
mlo3 protein-coding gene regulates entry into sexual differentiation. 
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Figure 3. Mmi1 and Cti1 promote the 3’ end processing of mlo3 pre-mRNA, which contributes to 
the production of the cis-acting lncRNA nam1 regulating sexual differentiation. (A) Schematic 
representation of nam1 genomic organization. Black arrow showing the primer used for RT, and thin 
black line the location of the region amplified by PCR in B. Thick black lines indicate the probe used to 
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detect mlo3 RNA in C. (B) Quantitative RT-PCR showing the level of mlo3 read-through transcripts in 
mmi1Δ and cti1Δ cells. (C) Northern blots showing mlo3 RNAs levels at 0 or 30min after induction of 
sexual differentiation in nam1-1 and mmi1Δ.  Ribosomal RNA (rRNA) stained with ethidium bromide 
were used as loading controls. (D) Scheme showing the deletion of mlo3 promoter by insertion of the 
ura4 gene. Black arrow, represents the primer used for RT, and black lines represent the location of 
the regions amplified by PCR in F. (E) Western blots showing the level of Mlo3 protein in WT, nam1-1, 
mlo3-proΔ and nam1-1, mlo3-proΔ cells. Tubulin (Tub1) was used as a loading control. (F) 
Quantitative RT-PCR showing the level of mlo3 read-trough (mlo3-L) transcripts (upper part) and 
nam1 transcripts (lower part) in the same cells as in E. (G) Pie charts showing the percent of asci, 
zygotes and vegetative cells 24 hours after induction of sexual differentiation in the same cells as in 
E. Data information: Average fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average 
deviations n=3 for C and F. 
 
Identification of Cti1-interacting proteins  
To gain more insights into how Mmi1 and Cti1 modulate RNA processing and 
transcription termination, we affinity purified Cti1-TAP and identified its protein partners by 
using mass spectrometry. The major bands visible on a silver stained gel correspond, as 
expected, to subunits of the nuclear exosome (Figure 4A). In addition, the mass 
spectrometry analysis of the whole protein mix present in Cti1 purifications identified a list 
of 169 proteins susceptible to interact directly or indirectly with Cti1 (Data not shown). 
Among the most enriched proteins figure all the proteins belonging to the nuclear exosome 
as well as diverse co-factors of the exosome that are Mpp6, Mtr4 from the TRAMP complex 
and Red1, Mtl1, Iss10, Ars2, Pla1 and Mmi1 from the MTREC/NURS complex (Figure 4B and C 
and Data not shown). Evaluation of the relative abundance of the exosome and exosome co-
factor subunits showed that Mpp6 subunit is as abundant as the core subunits of the 
exosome and far more abundant than the other exosome co-factor subunits identified, 
suggesting that Mpp6 is associated to a large fraction, if not all, of the purified Cti1-
containing exosomes, while the other co-factors, associate to only a small fraction (less than 
3%) of the Cti1-containing exosomes (Figure 4C). Noticeably, in addition to Pla1, the protein 
Dhp1, a conserved 5’ to 3’ exonuclease (named Rat1 in S. cerevisiae and XRN2 in mammals) 
that is linked to the 3’ end processing of RNAs by cleavage and polyadenylation and to the 
termination of RNA polymerase II transcription, is also present in Cti1 purifications (Figure 
4B), suggesting that these proteins may physically interact. This latter result is in agreement 
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with the previously reported functional connection between the nuclear exosome and the 
transcription termination machinery (Chalamcharla et al., 2015; Lemay et al., 2014). 
 
Figure 4. Purification of Cti1 and identification of its protein partners. (A) Silver-stained SDS 
polyacrylamide gel showing proteins recovered by purification of Cti1-TAP. Control purifications were 
performed using extracts from cells with untagged Cti1. Molecular weight markers are shown on the 
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left. (B) Volcano plot showing the enrichment of the proteins after purification of Cti1. The dots 
corresponding to proteins of the exosome are in red, cofactors of the exosome in blue with Cti1 
circled in yellow and other proteins significantly enriched in green. (C) Table showing the results of 
liquid chromatography-tandem mass spectrometry (LC-MS/MS) of the purified protein fractions 
displayed as log2 Fold Change, percent coverage of the identified protein and the relative abundance 
of the identified proteins normalized to the bait (displayed as percentages). 
 
 
Mmi1/Cti1-dependent production of nam1 lncRNA implicates the Dhp1 5’ to 3’ 
exonuclease  
To further define how the production and processing of nam1 lncRNA takes place, we 
took advantage of the identification of Cti1-interacting proteins by testing the requirement 
for the co-factors of the exosome present in Cti1 purification, as well as Dhp1, in the 
processing of mlo3 and nam1 read-through transcripts. We monitored the level of nam1 
lncRNA in mmi1∆, cti1∆, rrp6∆, red1∆, iss10∆ and mtl1∆ cells by using RT-qPCR experiments. 
Compared to wild-type cells, nam1 lncRNA accumulates more than 15-fold in mmi1∆, cti1∆, 
rrp6∆ cells, 5 to 10-fold in red1∆ and mtl1∆, and only 2-fold in iss10∆ cells (Figure 5B, left 
part). We also monitored the level of nam1 and mlo3 read-through transcripts. A similar 
profile of RNA accumulation was observed in this set of mutants for both nam1 and mlo3 
read-through transcripts (Figure 5B, middle and right parts), indicating that Cti1, like Mmi1 
and Rrp6, plays a rather central role in controlling the degradation and/or processing of 
nam1 lncRNA, in comparison to the other components of the MTREC/NURS tested that 
would play a more accessory role. We also examined the importance of Dhp1. Because dhp1 
is an essential gene, we took advantage of an available thermosensitive mutant, dhp1-1 
(Shobuike et al., 2001). At the permissive temperature of 30˚C, nam1 lncRNA and both nam1 
and mlo3 read-through transcripts do not accumulate (Figure 5C). At the semi-restrictive 
temperature of 33˚C, Dhp1 still has no, or only a minor contribution, in controlling the level 
of nam1 lncRNA and mlo3 read-through transcript. In contrast, it shows a major contribution 
in controlling the level of nam1 read-through transcripts (Figure 5C). Collectively, these 
results strongly suggest that Mmi1-mediated transcription termination of nam1 depends 
largely on Dhp1. 
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Figure 5.  Mmi1/Cti1-mediated control of both mlo3 and nam1 implicates the 5’->3’ exonuclease 
Dhp1. (A) Schematic representation of the nam1 genomic region showing the primer used for RT 
(black arrows) or PCR (black lines) in B and C. Quantitative PCR for nam1 and nam1-L quantifications 
were performed using primers of region 1, and quantitative PCR for mlo3-RT quantifications were 
performed using primers of region 2. (B) Quantitative RT-PCR showing the level of nam1, nam1-
readthrough (nam-L) and mlo3-readthrough (mlo3-L) transcripts in mmi1Δ, cti1Δ, rrp6Δ, red1Δ, 
iss10Δ and mtl1Δ cells. (C) Quantitative RT-PCR showing the level of nam1, nam1 read-through 
(nam1-L) and mlo3 read-through (mlo3-L) transcripts in mei4Δ, mmi1Δ mei4Δ and dhp1-1 cells at 
either  30°C ( permissive for dhp1-1) or 33°C (semi-restrictive for dhp1-1). Data information: Average 
fold enrichment is shown with error bars that indicate mean average deviations n=3 for B and C. 
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Pour conclure, nos résultats ont permis l’identification d’un nouvel acteur de la 
machinerie de surveillance des ARN guidée par Mmi1 dans le contrôle du lncRNA nam1 et de 
la différenciation sexuelle, le cofacteur de l’exosome Cti1. L’étude de Cti1 et de cette 
machinerie a permis de révéler un mécanisme unique de biogénèse du lncRNA nam1, qui est 
majoritairement produit par la transcription pervasive du gène mlo3 localisé en amont de 
nam1 (Figure 6). En effet, nos résultats suggèrent que l’absence de Cti1, Rrp6 ou du 
recrutement de Mmi1 à nam1 entraine la production d’un ARN bicistronique depuis le 
promoteur de mlo3. Cet ARN bicistronique va être maturé en 3’ par la machinerie de 
surveillance guidé par Mmi1 et va permettre la production d’une partie de l’ARNm de mlo3. 
Cette étude met en valeur un mécanisme inédit de biogénèse d’un lncRNA par le contrôle de 
la maturation d’un pré-ARNm en cis dans la régulation de la différenciation sexuelle (Figure 
6).  
 
 
Figure 6: Proposed mode of action for the Mmi1-dependent RNA surveillance machinery 
controlling nam1 transcription termination and mlo3 read-through processing and degradation. 
Mmi1 binds to nam1 allowing the recruitment of Cti1 and the exosome. All together with Dhp1, they 
induce efficient termination of the transcription of nam1. At the same time, this machinery 
contributes to the processing of mlo3 pre-mRNA. 
 
 
165 
 
3. Résultats supplémentaires : Recrutement artificiel de Mmi1 et de 
l’exosome au lncRNA nam1.  
Les travaux décrits dans le Chapitre I et la première partie du Chapitre II des Résultats 
montrent que le recrutement co-transcriptionnel de Mmi1 et de l’exosome à un ARN non-
codant unique, nam1, en cours de synthèse contrôle l’entrée en différenciation sexuelle 
chez S. pombe. De plus, ce contrôle passe par la modulation de la terminaison de 
transcription du gène nam1 par Mmi1.  
Bien que ces travaux aient montré la nécessité d’avoir un recrutement de Mmi1 et de 
l’exosome à nam1 pour permettre une induction efficace de la différenciation sexuelle, ils ne 
permettent pas de déterminer si ce recrutement seul est suffisant. Sachant que la 
machinerie de surveillance des ARN de Mmi1 comprend plusieurs complexes, en plus de 
l’exosome, dont le complexe de déadénylation Ccr4-Not et le spliceosome (McPheeters et 
al., 2009; Simonetti et al., 2017; Stowell et al., 2016, données du laboratoire), il est tout à fait 
possible que le seul recrutement de l’exosome ne soit pas suffisant pour contrôler la 
différenciation sexuelle.   
Pour aborder ces aspects de la régulation de l’entrée en différenciation sexuelle par 
Mmi1, nous avons employé un système de recrutement artificiel de Mmi1 et de différents 
composants de l’exosome au lncRNA nam1 naissant et évalué sa capacité à réguler 
correctement l’entrée en différenciation. 
3.1. Présentation du système de recrutement artificiel des protéines au lncRNA 
nam1. 
Pour recruter spécifiquement une protéine à un ARN donné, nous avons utilisé le 
système « λN-5BoxB » dont l’efficacité a été déjà été montrée, notamment chez S. pombe 
(Bühler et al., 2006).  
Ce système est basé sur l’interaction très spécifique et à haute affinité entre le 
peptide N du phage λ (nommé par la suite peptide λN) avec la séquence ARN BoxB de 19 
nucléotides qui forme une structure tige-boucle (Mogridge et al., 1995). Le peptide λN est 
composé de 25 acides aminés et est capable de recruter à un ARN contenant la séquence 
BoxB une protéine qui lui est fusionnée (Baron-Benhamou et al., 2004). 
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Dans notre cas, nous avons utilisé une répétition de cinq copies de BoxB (5BoxB) que 
nous avons intégrée au locus nam1 (Fig 29). En même temps que la séquence 5BoxB a été 
intégrée à nam1, la séquence de nam1 contenant les motifs de liaison à Mmi1 (aussi appelée 
séquence DSR pour Determinant of Selective Removal) a été éliminée. Le locus nam1 ainsi 
modifié a été appelé nam1DSR∆::5BoxB. Dans cette configuration génomique, la seule façon 
pour Mmi1 de s’associer au lncRNA nam1 est que son peptide λN (fusionné en partie N-
terminale) interagisse avec les 5BoxB intégrées à nam1 (Fig 29B). 
La première des protéines étiquetée avec le peptide λN est la protéine Mmi1 afin de 
déterminer si le seul recrutement de Mmi1 au lncRNA nam1 est suffisant pour contrôler 
correctement l’entrée en différenciation sexuelle ainsi que pour dégrader le lncRNA nam1 et 
empêcher l’accumulation de transcrits longs de nam1. Par la suite, les nucléases Rrp6 et Dis3 
de l’exosome ont également été étiquetées avec le peptide λN et analysées. Pour finir les 
cofacteurs de l’exosome Cti1 et Mtl1 ont également été étiquetés et testés.  
 
 
Figure 29 : Mécanisme de recrutement de la machinerie de surveillance des ARN à nam1 de 
manière sauvage (A) ou artificielle (B). A) Au sein d’une souche sauvage, Mmi1, qui reconnait la 
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séquence DSR localisée sur l’ARN non-codant nam1, va recruter une machinerie de surveillance 
comprenant l’exosome induisant ainsi sa dégradation et sa terminaison de transcription. B) La 
séquence DSR de nam1 est remplacée par la séquence 5BoxB. Cette séquence est hautement 
reconnue par le peptide λN qui est fusionné à différentes protéines d’intérêt ("X" sur le schéma).  
 
3.2. Recrutement artificiel de Mmi1 au lncRNA nam1 
3.2.1. Le recrutement artificiel de Mmi1 à nam1 permet une entrée en 
différenciation cellulaire normale 
Dans un premier temps, nous avons testé si le recrutement de Mmi1 par le système 
λN-5BoxB, permet aux cellules d’entrer en différenciation. En effet, l’élimination de la 
séquence DSR dans la séquence de nam1, provoque un défaut très important d’entrée en 
différenciation par rapport à une souche sauvage (Fig 30 A). Lors de l’induction de la 
différenciation sexuelle, en cultivant les cellules dans un milieu sans source d'azote, peu de 
cellules entament le processus de conjugaison. Le comptage par microscopie du nombre de 
cellules végétatives, de zygotes et d’asques après 48 heures, révèle un taux de sporulation et 
de conjugaison proche de 0%. Ces résultats sont corroborés par le test de coloration à la 
vapeur d’iode qui se fixe aux composants présents uniquement dans la paroi des spores. En 
effet, les colonies formées par les souches dont la séquence DSR est remplacée par la 
séquence 5BoxB restent complétement blanches en comparaison à des souches sauvages 
qui se différencient normalement et se colorent ainsi en noir après exposition à la vapeur 
d’iode (Fig 30 B).  
Fait remarquable, lorsque l’on exprime la protéine λN-Mmi1 dans ces mêmes 
souches, les cellules retrouvrent leur capacité à entrer efficacement en différenciation 
sexuelle (Fig 30 A et B). Cette approche démontre ainsi que le seul recrutement de Mmi1 au 
lncRNA nam1 suffit à réguler correctement l’entrée en différenciation qui est sous l’influence 
de la transcription du locus nam1. 
Ces cellules ont cependant un taux de sporulation plus faible que des souches 
sauvages, indiquant que bien que l’entrée en différenciation sexuelle se fasse normalement 
une ou plusieurs étapes dans la progression du processus de différenciation ne fonctionnent 
pas normalement. Il est à noter que comme λN-Mmi1 est surexprimée par rapport au niveau 
normal de Mmi1, cette surexpression de Mmi1 pourrait rendre plus difficile son inhibition 
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par séquestration avant l’entrée en méiose. En effet, une inhibition incomplète de Mmi1 à 
cette étape conduit à un blocage de la méiose car les ARNm méiotiques cibles de Mmi1 
continuent d’être dégradés. Il a déjà été montré que la surexpression de Mmi1 affecte le 
taux de sporulation en réprimant la méiose (Harigaya et al., 2006).  
Afin d’évaluer l'impact possible de la surexpression de Mmi1 sur l’entrée en 
différenciation sexuelle, j’ai également généré une souche sur-exprimant Mmi1 sans le 
peptide λN et contenant le locus nam1DSR∆::5BoxB. La surexpression de Mmi1 n’a alors 
aucun impact et les cellules restent stériles (Fig30).  
 
Figure 30. Le recrutement artificiel de Mmi1 à nam1 permet l’entrée en différenciation sexuelle. A) 
Comptage par microscopie du nombre de cellules végétatives, d’asques et de zygotes. Le 
pourcentage de conjugaison correspond au nombre de zygotes + nombre d’asques/nombre de 
cellules totales, le pourcentage de sporulation correspond au nombre d’asques/nombre de cellules 
totales. Les souches possédant les gènes codants pour λN-Mmi1 ou Mmi1 sont mis sous le contrôle 
du promoteur fort P3nmt1 entrainant leur surexpression. Les pourcentages sont montrés avec des 
barres d’erreur indiquant l’écart-type (n=3). B) Coloration à la vapeur d’Iode des colonies formées 
par les différentes souches 48h après induction de la différenciation.  
 
3.2.2. Le recrutement artificiel de Mmi1 au lncRNA nam1 induit sa dégradation 
Etant donné que le recrutement artificiel de Mmi1 au lncRNA nam1 est suffisant pour 
restaurer une entrée en différenciation sexuelle normale, nous avons vérifié si cette 
restauration s’accompagne de la dégradation de nam1.  
La quantification relative de l’ARN nam1 a montré que dans les souches 
nam1DSR∆::5BoxB l’ARN non-codant de nam1 s’accumule comme attendu puisque cet ARN 
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n’est plus reconnu par Mmi1 et sa machinerie de surveillance tout comme la mutation 
ponctuelle des motifs de liaison de Mmi1 sur nam1 (Touat‐Todeschini et al., 2017, Chapitre I 
et II des Résultats).  
Cette quantification montre que la surexpression de λN-Mmi1, mais pas de Mmi1 
seule, permet de rabaisser le niveau du lncRNA nam1 dans les cellules possédant le locus 
nam1DSR∆::5BoxB, indiquant ainsi que le recrutement de Mmi1 au lncRNA nam1 induit sa 
dégradation (Fig 31).  
 
Figure 31 : Le recrutement de Mmi1 à nam1 est suffisant pour induire sa dégradation. RT-qPCR sur 
des extraits d’ARN totaux pour analyser l’accumulation de nam1. Les résultats ont été reproduits 
trois fois avec au minimum deux réplicats biologiques. Les enrichissements sont montrés avec des 
barres d’erreur indiquant l’écart-type (n=3). 
 
3.2.3. Le recrutement artificiel de Mmi1 au lncRNA nam1 suffit pour induire la 
terminaison de transcription du locus nam1 
Les travaux réalisés au sein de l’équipe ont montré que le contrôle de la 
différenciation sexuelle passe par la modulation de la terminaison de transcription de nam1 
(Touat‐Todeschini et al., 2017 et Chapitre I des Résultats). De plus, les travaux décrits dans la 
première partie du Chapitre II des Résultats, ont montré que Mmi1 participe à la maturation  
des transcrits pervasifs provenant de la transcription du gène mlo3 localisé juste en amont 
de nam1. J’ai donc également regardé si le recrutement de Mmi1 à nam1 impacte sur 
l’accumulation des transcrits pervasifs provenant à la fois du nam1 (appelé nam1-L) et de 
mlo3 (appelé mlo3-L) (Fig 32). 
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La quantification relative de ces transcrits montre qu’ils s’accumulent lorsque la 
séquence DSR de nam1 est éliminée, confirmant au passage l’importance de cette séquence 
dans le contrôle de la terminaison de transcription à nam1 (Fig 32). A l’inverse, le 
recrutement artificiel de Mmi1 va permettre de rabaisser les niveaux de mlo3-L et de nam1-
L à un niveau proche des cellules sauvages. Là encore, la surexpression de Mmi1 seule ne 
permet pas de restaurer ces niveaux d’ARN.  
 
Figure 32 : Le recrutement de Mmi1 induit la terminaison de transcription de nam1 et de mlo3. A) 
Organisation génomique de la région nam1, les flèches noires représentent les oligomères utilisés 
lors de l’étape de transcription inverse : 1 pour nam1-L et 2 pour mlo3-L. Les traits noirs représentent 
les régions analysées par qPCR. B) Quantification par RT-qPCR des transcrits nam1-L et mlo3-L. 
Chaque expérience a été réalisée en triplicat. 
 
Dans son ensemble, cette étude montre que le seul recrutement de Mmi1 au lncRNA 
nam1 est non seulement nécessaire mais également suffisant pour induire sa dégradation, 
ainsi que toutes les autres étapes de maturation d’ARN et de contrôle de la transcription au 
locus mlo3-nam1-byr2 nécessaires pour l’entrée en différenciation sexuelle. 
 
3.3. Le recrutement artificiel de l’exosome au lncRNA nam1 
Après avoir étudié l’importance du recrutement de Mmi1 au lncRNA nam1 dans la 
régulation de l’entrée en différenciation sexuelle, nous nous sommes intéressés au 
recrutement artificiel de l’exosome. Pour se faire, j’ai généré des souches dans lesquelles la 
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partie N-terminale des nucléases de l’exosome Rrp6 et Dis3 est étiquetée avec le peptide λN. 
J’ai également généré des souches exprimant les cofacteurs Cti1 et Mtl1 fusionnés au 
peptide λN. Ces quatre protéines de fusion agissent  toutes dans la dégradation du lncRNA 
nam1 (Chapitres I et II de la partie Résultats). 
 
3.2.1. Le recrutement de l’exosome à nam1 ne permet pas l’entrée en 
différenciation des cellules 
 
De la même manière que pour les souches Mmi1-λN, nous avons regardé si le 
recrutement forcé de l’exosome et ses cofacteurs est capable de rétablir l’entrée en 
différenciation sexuelle des souches nam1DSR∆::5BoxB. 
Les données montrent que le recrutement de Rrp6, Dis3, Cti1 ou Mtl1 au lncRNA 
nam1 ne confère pas un phénotype sauvage aux souches nam1DSR∆::5BoxB. En effet dans 
ces souches la conjugaison et la sporulation, à l’image des souches nam1DSR∆::5BoxB, est 
proche de 0%. Ces résultats obtenus par comptage en microscopie optique sont confirmés 
par la coloration des colonies à la vapeur d’Iode qui sont toutes blanches contrairement aux 
cellules sauvages (Fig 33).  
 
Figure 33 Le recrutement artificiel de l’exosome et des cofacteurs Mtl1 et Cti1 à nam1 ne permet 
pas l’entrée en différenciation sexuelle. A) Comptage par microscopie du nombre de cellules 
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végétatives, d’asques et de zygotes. Le pourcentage de conjugaison correspond au nombre de 
zygotes + nombre d’asques/ nombre de cellules totales, le pourcentage de sporulation correspond au 
nombre d’asques/ nombre de cellules totales. B) Coloration à la vapeur d’Iode des colonies formées 
par les différentes souches 48h après induction de la différenciation.  
 
3.2.2. Le recrutement de l’exosome au lncRNA nam1 n’induit pas sa 
dégradation 
La fonction principale de l’exosome étant de dégrader l’ARN, nous avons déterminé si 
le recrutement de l’exosome ou de ses cofacteurs Cti1 et Mtl1 au lncRNA nam1 induit ou 
non sa dégradation.  
Contrairement au recrutement de Mmi1, recruter Rrp6, Dis3, Cti1 ou Mtl1 au lncRNA 
nam1 n’est pas suffisant pour le dégrader. En effet, le niveau du lncRNA nam1 observé dans 
ces souches est similaire à celui observé dans les souches nam1DSR∆::5BoxB (Fig 34). Ces 
résultats suggèrent que le simple recrutement de l’exosome à ses cibles ne suffit pas pour 
activer sa fonction de dégradation de l’ARN. 
 
Figure 34 : Le recrutement de l’exosome ou des cofacteurs Cti1 et Mtl1 à nam1 n’est pas suffisant 
pour induire sa dégradation. Quantification du lncRNA nam1 par RT-qPCR à partir d’extraits d’ARN 
totaux issus des différentes souches analysées. 
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3.3.3. Le recrutement de l’exosome au lncRNA nam1 ne conduit pas à la baisse 
du niveau de transcrits pervasifs nam1-L 
Pour finir, nous avons regardé si le recrutement de l’exosome et des cofacteurs Cti1 
et Mtl1 module le niveau de transcrits pervasifs en provenance de nam1. 
Comme précédemment, j’ai quantifié le niveau de nam1-L dans les différentes 
souches. Le niveau de nam1-L dans les souches où l’exosome, Cti1 et Mtl1 sont recrutés (via 
le N) est identique à celui mesuré dans la souche nam1DSR∆::5BoxB (Fig 35). Ces données 
suggèrent que, tout comme pour sa fonction de dégradation, le recrutement de l’exosome 
au lncRNA nam1 n’est pas suffisant pour contribuer à la régulation de la terminaison de la 
transcription de nam1.  
 
Figure 35 : Le recrutement de l’exosome ou des cofacteurs Cti1 et Mtl1 n’est pas suffisant pour 
induire la terminaison de transcription de nam1. A) Organisation génomique de la région nam1. La 
flèche représente l’oligomère utilisé lors de l’étape de transcription inverse. Le trait noir représente 
la région analysée par qPCR. B) Quantification du transcrit nam1-L par RT-qPCR. 
 
En conclusion, grâce à cette série d‘expériences basée sur l’exploitation du système 
de recrutement artificiel « λN-5BoxB » nous avons pu valider la place centrale du 
recrutement de Mmi1 au lncRNA nam1 dans la régulation de l’entrée en différenciation 
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sexuelle et les mécanismes sous-jacents comme la modulation de la terminaison de la 
transcription de nam1. Ces expériences montrent également que le seul recrutement des 
sous-unités catalytiques de l’exosome (Rrp6 et Dis3) ou de deux de ses cofacteurs (Cti1 et 
Mtl1) au lncRNA nam1 ne suffit pas pour réguler l’entrée en différenciation sexuelle. Ces 
résultats suggèrent que la fonction de Mmi1 ne se limite pas au simple fait de recruter 
l’exosome. Il est possible que d’autres composants de la machinerie de surveillance de Mmi1 
participent à ce contrôle de la différenciation cellulaire. De la même manière, il est aussi 
possible que des protéines « activatrices » de l’exosome soient impliquées dans ce contrôle 
et que le seul recrutement des sous-unités catalytiques de l’exosome ne lui permette pas de 
fonctionner correctement.  
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Chapitre III : Caractérisation initiale de la 
protéine Erh1 en tant que composant dans la 
machinerie de surveillance des ARN recrutée 
par Mmi1 
 
1. Introduction 
Enhancer of Rudimentary Homologue (ERH) est une petite protéine conservée chez 
presque tous les eucaryotes. ERH a été décrite pour la première fois chez Drosophila 
melanogaster lors d’un crible destiné à isoler des mutants qui augmentent le phénotype de 
la taille des ailes des mouches possédant un allèle hypomorphe du gène « rudimentary » 
(Wojcik et al., 1994). Ce gène codant pour une enzyme essentielle à la biosynthèse de la 
pyrimidine, il a alors été suggéré qu’ERH joue un rôle dans cette même voie de régulation 
(Roykhman et al., 2007).    
Depuis, des homologues de ERH ont été découverts chez la plupart des eucaryotes. ERH 
est notamment conservée chez S. pombe, les plantes et les métazoaires (Weng et al., 2012). 
Cependant, il n’y a pas d’orthologue d’ERH chez S. cerevisiae (Krzyzanowski et al., 2012).  
Chez les Drosophiles et l'Homme, les études effectuées sur ERH ont montré un lien très 
étroit entre cette protéine et l’ARN. En effet, ERH chez l’Homme joue un rôle dans 
l’élongation de transcription en se liant à la fois avec le domaine C-terminal (CTD) de l’ARN 
polymérase II et le facteur de transcription SPT5 qui régule l’élongation de la transcription 
(Amente et al., 2005; Kwak et al., 2003). ERH joue aussi un rôle important dans l’épissage en 
interagissant avec la protéine SNRPD3 du complexe Sm (Weng et al., 2012). Grâce à cette 
interaction ERH va, entre autres, favoriser l’épissage de l’ARN pré-messager de la protéine 
CENP-E (Centromere Protein E). La délétion du gène ERH va par conséquent provoquer des 
défauts de mitose (Weng et al., 2012). 
L’homologue d’ERH a été identifié chez la levure S. pombe et chez trois autres levures 
Schizosaccharomyces (S. octosporus, S. cryophilus et S. japonicus). Il a été nommé Erh1 
(Krzyzanowski et al., 2012). Erh1 de S. pombe est présent en faible quantité dans le 
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cytoplasme et est localisé préférentiellement dans le noyau mais exclu du nucléole et. Erh1 
joue un rôle important dans la résistance de la levure à différents stress tels que les 
variations de température et de pression osmotique ainsi que les dommages à l’ADN 
(Krzyzanowski et al., 2012). De manière intéressante l’expression de la protéine ERH 
humaine permet de rétablir un phénotype sauvage dans les cellules de S. pombe erh1∆ lors 
d'un stress osmotique mais pas dans le cas des autres stress, suggérant une conservation 
partielle des fonctions de la protéine de  la levure à l'Homme (Krzyzanowski et al., 2012).  
Par ailleurs, Erh1 de S. pombe agit dans le contrôle de la différenciation sexuelle. En 
effet, Erh1 participe au silencing des gènes méiotiques ciblés par Mmi1 et sa machinerie de 
surveillance des ARN. Toutefois, l’élimination du gène erh1 n’entraine qu’une accumulation 
modérée de certaines cibles ARNm méiotiques de Mmi1 (mei4, ssm4 et spo5) indiquant que 
Erh1 n’aurait qu’un rôle accessoire dans la dégradation des ARNm méiotiques (Yamashita et 
al., 2013). Plus récemment, il a été montré qu’Erh1 forme un complexe avec Mmi1 appelé 
EMC (Erh1-Mmi1 Complex). En plus de permettre le recrutement de la machinerie de 
surveillance aux ARNm méiotiques, EMC induit la formation d’hétérochromatine facultative 
(Sugiyama et al., 2016). 
Vu la proximité entre Erh1 et Mmi1, je me suis intéressé à l’implication de Erh1 dans la 
différenciation sexuelle.  
2. Résultats 
2.1. Création de souches mutantes pour le gène erh1 
Lorsque le gène mmi1 est éliminé des cellules un défaut de croissance très important 
est observé dû majoritairement à la levée du système d’inhibition des gènes méiotiques, 
entrainant ainsi le départ en méiose des cellules. Ce défaut de croissance est secouru par 
l’élimination du gène méiotique mei4 codant pour le facteur de transcription principal de la 
méiose (Harigaya et al., 2006). Erh1 étant potentiellement proche de Mmi1 
fonctionnellement, les souches mutantes pour erh1 ont donc été réalisées à la fois dans un 
fond génétique sauvage et un fond mutant pour mei4.  
Le gène erh1 possède une organisation génomique particulière. En effet, en plus 
d’être découpé en six petits exons de 20 à 100 paires de bases (appelés E1 à E6), sa 
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séquence codante est à cheval avec le promoteur du gène coq9 localisé sur le brin d’ADN 
opposé. Ce contexte particulier implique que l’élimination de la totalité de la séquence 
codante d’erh1 ou de coq9 provoque l’élimination du promoteur de l’autre (Fig 36). Afin de 
s’assurer que les phénotypes observés dans les mutants où la totalité de la séquence 
codante d’erh1 a été éliminée ne sont pas causés par la perte ou la diminution de 
l’expression de coq9, j’ai créé d’autres mutants dans lesquels seuls les exons 4, 5 et 6 d’erh1 
sont éliminés. Dans ces mutants, la protéine possède seulement 34% de sa séquence et le 
gène coq9 n’est pas altéré. Ces mutants ont eux aussi été réalisés dans un fond génétique 
mei4Δ.  
 
Figure 36 : Organisation génomique des gènes coq9 et erh1. Les gènes divergents coq9 et erh1 sont 
représentés respectivement en orange et bleu. Les boites colorées représentent les exons, les boites 
blanches représentent les régions non traduites (5’ UTR et introns). Les tailles des exons de erh1 (E1 
à E6) sont indiquées en paires de bases (pb) sous les flèches rouges, la taille de la séquence codante 
complète est indiquée sous la flèche bleue.   
     
2.2. La perte d’erh1 entraine un mauvais contrôle de l’entrée en méiose  
Erh1 étant impliquée dans l’inhibition de l’expression des ARNm méiotiques cibles de 
Mmi1 (Yamashita et al., 2013), nous avons voulu voir si la perte d’erh1 conduit à un 
déclenchement hors contexte de la méiose. Dans un premier temps nous avons vérifié le 
défaut de croissance des mutants obtenus. Il a été montré que l’élimination d'erh1 entraine 
un fort défaut de croissance à basse température (18°C) qui est rétablit par l’élimination de 
mei4 (Sugiyama et al., 2016). J’ai ainsi effectué un « test en goutte » sur un milieu solide 
riche, et incubé les boites à 18, 25 et 30°C. Alors qu’à 30°C les mutants erh1∆ ne présentent 
pas de défaut de pousse par rapport à une souche sauvage (WT), un défaut de croissance 
apparait à 25°C qui est encore plus prononcé à 18°C (Fig 37A). Point important, ce défaut de 
croissance disparait dans le fond génétique mei4∆, indiquant que le défaut de croissance 
dans ces cellules est probablement dû à de la méiose haploïde déclenchée par l’expression 
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de Mei4 qui n’est plus efficacement réprimée par Mmi1 et sa machinerie de dégradation des 
ARN. Ces résultats confirment les résultats obtenus par Sugiyama et al. et valident ainsi les 
mutants obtenus. Pour les souches dans lesquelles seuls les exons 4, 5 et 6 sont éliminés 
dans le fond génétique mei4∆ on n'observe pas de défauts de croissance, comme pour les 
mutants erh1∆mei4∆. Cependant, ces mutants n’ayant pas été obtenus dans le fond 
génétique sauvage, nous n’avons pas pu déterminer si l’élimination des exons 4, 5 et 6 
d’erh1 provoque ou pas de défaut de croissance à 18°C  lié à l’expression de Mei4 (Fig 37A). 
Afin de déterminer si les cellules erh1∆ enclenchent de manière intempestive le 
processus de méiose, j’ai effectué une coloration à la vapeur d’iode qui teinte en noir des 
composants contenus uniquement dans les spores. Une coloration foncée des colonies est 
donc représentative de cellules qui ont initié le processus méiotique (Fig 37B). A 25°C et 
18°C, les colonies des souches erh1∆ présentent une coloration foncée contrairement aux 
colonies de la souche sauvage confirmant ainsi l’idée qu’une partie des cellules erh1∆ sont 
sujettes à de la méiose haploïde suivie d’une formation de spores. A 30°C, il n’y a pas de 
coloration dans les cellules erh1∆, confirmant aussi que le déclenchement intempestif de la 
méiose haploïde est dépendant de la température. Comme attendu, dans les cellules avec 
un fond génétique mei4∆ la méiose est bloquée par l’absence d’expression de Mei4, les 
colonies formées par ses souches ne présentent donc pas de coloration foncée après 
exposition à la vapeur d’iode (Fig 37B). 
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Figure 37 Les cellules erh1∆ enclenchent le processus de méiose en condition ectopique.  A) Test en 
goutte réalisé en milieu riche à 18, 25 et 30°C. Les souches erh1∆ présentent un fort défaut de 
croissance à basse température par rapport aux cellules sauvages (WT) qui est restauré par l’absence 
de mei4. B) Coloration à la vapeur d’iode montrant une coloration foncée pour les colonies des 
souches erh1∆ à 25°C et à 18°C.  
 
2.3. Erh1 contribue à la mise sous silence de cibles de Mmi1 
Nos premiers résultats ont montré qu’Erh1 est importante pour la répression de la 
méiose en cycle végétatif. Pour vérifier que cet effet provient d’un mauvais « silencing » des 
ARNm ciblés par Mmi1, j’ai évalué l’accumulation de certains d’entre eux : spo5, mcp5 crs1, 
ssm4 et rec8. Tandis que les quatre premiers ARN méiotiques s’accumulent de manière 
significative dans les cellules erh1∆, l’ARNm de rec8 ne s’accumule pas de façon significative.  
J’ai ensuite analysé l’accumulation du lncRNA nam1 dont la production est contrôlée par 
Mmi1 et sa machinerie de surveillance d’ARN et qui régule l’entrée en différenciation 
sexuelle. Il apparaît que le lncRNA nam1 ne s’accumule pas dans les souches erh1∆ et 
erh1∆mei4∆ (Fig 38), indiquant qu’Erh1 n’est pas nécessaire à la dégradation de nam1. 
Par ailleurs, l’analyse des souches dont seulement les exons 4, 5 et 6 d’erh1 ont été 
éliminés montre la même accumulation des ARNs cibles de Mmi1 qu’avec les souches erh1∆ 
et erh1∆mei4∆ (Fig 38) démontrant ainsi que le phénotype de perte de « silencing » n’est 
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pas causé par la perte d’expression du gène adjacent coq9 mais bien par la perte de fonction 
d’erh1.  
 
Figure 38 : Erh1 est impliqué dans la mise sous silence d’un certain nombre d’ARNm méiotiques 
cibles de Mmi1. Quantification par RT-qPCR des ARNm méiotiques spo5, rec8, ssm4, mcp5, crs1 et du 
lncRNA nam1 à partir  d’ARN totaux extraits  des cellules erh1∆, erh1∆ mei4∆, et erh1-
exon4,5,6∆mei4∆. Les niveaux d’ARN sont comparés à ceux d'une souche sauvage et d'une souche 
mei4∆. Les enrichissements montrés avec des barres d’erreur indiquent l’écart-type pour deux isolats 
biologiques. 
 
2.4. Erh1 n’est pas nécessaire à la maturation du transcrit pervasif provenant de 
mlo3  
Les travaux réalisés précédemment au sein de l’équipe ont révélé l’importance de Mmi1 
et de sa machinerie de surveillance des ARNs dans la terminaison de transcription du lncRNA 
nam1 (Touat‐Todeschini et al., 2017, Chapitre I et II des Résultats). Nous avons donc 
déterminé si Erh1 est impliquée dans ce mécanisme de terminaison de nam1. Pour ce faire, 
j’ai quantifié le niveau des transcrit pervasifs en provenance, respectivement de nam1 et de 
mlo3. 
Les souches erh1∆ et erh1∆mei4∆ ne montrent aucune accumulation des transcrits 
pervasifs de nam1 (Fig 39A), ni de mlo3 (Fig 39B) suggérant que bien que la protéine Erh1 
soit impliquée dans la surveillance des ARNm méiotiques elle n’est pas nécessaire à la 
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terminaison de la transcription de nam1 ni à la maturation des transcrits pervasifs en 
provenance de mlo3. Les mêmes résultats sont observés pour les souches dans lesquelles les 
exons 4, 5 et 6 d’erh1 ont été éliminés (Fig 39). 
 
Figure 39 : Au locus mlo3-nam1-byr2, Erh1 n’est pas nécessaire à la terminaison de transcription ou 
à la maturation des transcrits pervasifs. Analyse par RT-qPCR à partir d’ARN totaux extraits des 
cellules sauvage (WT), mei4∆, erh1∆, erh1∆mei4∆, et erh1-exon4,5,6∆mei4∆. Les schémas au-dessus 
des histogrammes représentent l’organisation génomique du locus mlo3-nam1-byr2. Les flèches 
noires représentent l’emplacement des oligomères utilisés pour l’étape de transcription inverse, 
tandis que les traits noirs représentent la région amplifiée par la qPCR soit pour nam1 pour regarder 
l’accumulation de l’ARN nam1-Long (nam1-L) (A) ou mlo3 pour regarder l’accumulation de l’ARN 
mlo3-Readthrough (mlo3-L) (B). Les enrichissements pour A et B présentés avec des barres d’erreur 
indiquent l’écart-type pour deux isolats biologiques.  
 
Pour conclure, l’analyse initiale que nous avons conduite sur la protéine Erh1 a 
apporté une série de résultats préliminaires qui indiquent qu’Erh1 agit dans le cadre du 
« silencing » des ARNm méiotiques induit par la fixation de Mmi1 pour empêcher le 
déclenchement de la méiose lorsque les cellules sont en croissance végétative. Ces résultats 
sont en accord avec ceux obtenus par d’autres groupes (Sugiyama et al., 2016; Yamashita et 
al., 2013). En revanche, Erh1 n’est pas nécessaire à la régulation de l’entrée en 
différenciation cellulaire qui passe par le contrôle de la production du lncRNA nam1.  
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Discussion et perspectives 
 
Dans cette partie, les résultats principaux de ma thèse seront résumés, puis discutés 
à la lumière des autres travaux réalisés dans le même domaine d’étude. Nos travaux ont 
permis de nombreuses ouvertures pour de projets futurs qui seront aussi discutés.  
Les différentes études réalisées au sein de notre laboratoire ont permis de révéler un 
système de régulation ayant un rôle clé dans le contrôle de la différenciation sexuelle chez la 
levure S. pombe. Au cœur de ce système, on trouve le lncRNA nam1, la protéine de liaison à 
l’ARN à domaine YTH Mmi1, et l’exosome, une  machinerie de dégradation des ARN. Lors de 
l’entrée en différenciation, la protéine Mmi1 va être recrutée sur le lncRNA nam1 via son 
domaine YTH. Cette liaison va permettre le recrutement d’une machinerie de surveillance 
des ARN, contenant, entre autre, l’exosome et son cofacteur Cti1. Ensemble, Mmi1 et 
l’exosome vont permettre la terminaison de transcription du lncRNA nam1 afin d'empêcher 
sa transcription pervasive dans le gène byr2 localisé en aval de nam1. Nos études ont aussi 
montré que le lncRNA nam1 est produit en partie via le gène mlo3 localisé en amont de 
nam1. Le transcrit pervasif de mlo3 va être aussi pris en charge par la machinerie Mmi1-
exosome qui va induire sa maturation et ainsi produire une partie des ARNm de mlo3. Ces 
travaux ont montré que la terminaison du lncRNA nam1, mais pas celle de mlo3, nécessite 
l’exoribonucléase Dhp1 (Fig40). Enfin, nos travaux ont montré l’implication de Erh1 dans la 
machinerie de surveillance des ARN aux cibles méiotiques de Mmi1. Erh1 n'est cependant 
pas impliqué dans la maturation du lncRNA nam1.   
 
1. Contrôle de la différenciation cellulaire par le lncRNA nam1.  
1.1. Interférence de transcription médiée par nam1 en cis.  
Le contrôle de l’entrée en différenciation par nam1 se base sur l’interférence de 
transcription de celui-ci avec le gène byr2 localisé juste en aval.  Ce processus de contrôle 
d’un gène codant par la transcription d’un gène localisé à proximité de celui-ci se révèle être 
un processus de régulation assez conservé au cours de l’évolution (Hiriart et al., 2012; 
Jensen et al., 2013).  
184 
 
En effet, bien qu'il ait été montré que de nombreux lncRNAs ont une fonction dans le 
contrôle de l’expression des gènes en cis (voir Chapitre I de l’introduction), c’est parfois leur 
transcription et non le lncRNA lui-même qui est responsable de la régulation génique de 
gènes adjacents (Kornienko et al., 2013). Cette mise sous silence en cis médiée par la 
transcription est appelée interférence de transcription (Shearwin et al., 2005) mais les 
mécanismes impliqués sont encore peu caractérisés.  
La régulation génique de byr2 par le lncRNA nam1 pourrait notamment être possible 
par repositionnement des nucléosomes. En effet, le processus de transcription affecte 
directement le positionnement des nucléosomes lorsque que l’ARN polymérase progresse le 
long de l’ADN (Hughes et al., 2012; Valouev et al., 2011). Par conséquent, le passage de 
l’ARN polymérase II lors de la transcription du lncRNA nam1 pourrait impacter le 
positionnement des nucléosomes au locus byr2 inhibant sa transcription. Un exemple de ce 
type de mécanisme a été montré chez la levure S. cerevisiae, où le gène SER3 est mis sous 
silence par la transcription du lncRNA chevauchant SRG1. La transcription de ce lncRNA 
augmente la densité des nucléosomes au niveau du promoteur de SER3 qui devient alors 
transcriptionnellement inactif (Martens et al., 2004).  
Cette interférence de transcription pourrait aussi provenir de modifications des 
histones du promoteur de byr2. Certains « writers » de la chromatine interagissent avec 
l’ARN polymérase active en cours de transcription (Brookes and Pombo, 2009). Dans le cas 
du gène IME1 et du lncRNA IRT1 chez S. cerevisieae, il a été montré que la transcription de 
IRT1, en plus de bloquer la fixation du facteur de transcription POG1 (voir chapitre III de 
l’introduction), va entraîner des modifications d’histones au promoteur de IME1 via les 
« writers » SET1/2 qui se fixent sur l’ARN polymérase en cours de transcription (van Werven 
et al., 2012). Dans le cas de nam1, nos travaux montrent une absence de la marque H3K9me, 
au niveau du promoteur de byr2. Cependant cette mise sous silence pourrait faire intervenir 
d’autres marques d’hétérochromatine. Bien que peu probable, il n’est pas impossible que 
des modificateurs de la chromatine, autre que des « writers » de H3K9me, soient recrutés et 
« silencent » le promoteur de byr2. Si un tel recrutement existait il pourrait avoir lieu soit par 
interaction sur le lncRNA nam1 via Mmi1, comme pour PRC2 au lncRNA Xist (Lee and 
Bartolomei, 2013), soit en interagissant avec l’ARN polymérase en cours de transcription 
elle-même, comme le système IME1/IRT1.   
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Curieusement, dans tous les cas d’interférence de transcription connus jusque-là, 
c’est l’activation transcriptionnelle (on/off) d’un lncRNA qui va provoquer la mise sous 
silence du gène codant adjacent. Dans le cas du lncRNA nam1, nos travaux ont montré un 
mécanisme différent. En effet, le lncRNA nam1 est produit constitutivement et c’est sa 
terminaison de transcription qui est contrôlée pour empêcher l'interférence de transcription 
(Touat‐Todeschini et al., 2017).  
 
1.2. Contrôle de la terminaison par Mmi1 et l’exosome 
1.2.1. Implication de l’exosome dans la terminaison de nam1 
Nos travaux ont montré que c’est la terminaison de transcription du lncRNA nam1 
qui est l’élément critique pour la régulation du gène byr2. Cette terminaison de transcription 
est dépendante de la liaison de Mmi1 au lncRNA nam1, suggérant que Mmi1 va permettre 
de recruter les éléments nécessaires à cette terminaison de transcription. Parmi ces 
éléments, la sous-unité catalytique de l’exosome Rrp6, ainsi que le cofacteur de l’exosome 
Cti1, entrainent tous les deux une accumulation du transcrit pervasif de nam1 lorsqu’ils sont 
inactivés. Cela suggère qu'ils sont impliqués  dans la terminaison de transcription du lncRNA 
nam1. Cependant on ne peut pas exclure la possibilité que l’exosome n’agisse pas au niveau 
de la terminaison de transcription de nam1, mais dans la dégradation du transcrit pervasif 
de nam1 (nam1-L), qui ne serait alors visible qu’en l’absence de l’exosome. Malgré tout, nos 
résultats ont montré par des techniques de précipitation de la chromatine (ChIP) anti ARN 
polymérase II active, que la liaison de Mmi1 à nam1 est nécessaire à la terminaison de 
transcription de nam1 et pas seulement à la dégradation du transcrit pervasif nam1-L. 
L’exosome étant recruté par Mmi1 à ces mêmes cibles, nos résultats suggèrent qu’il est lui 
aussi impliqués dans la terminaison de transcription bien que cela reste à confirmer.  
Pour Cti1, nous n’avons pas montré s’il est recruté directement sur l’ARN de nam1. 
Cependant nos résultats montrent que son absence provoque une diminution importante du 
recrutement de Rrp6 à nam1. Qui plus est, La purification de Cti1 montre une très forte 
interaction avec l’exosome, ainsi qu’une interaction non négligeable avec Mmi1. Ces 
résultats laissent à penser que Cti1 va agir directement au sein de la machinerie de 
surveillance pour le contrôle de nam1. Mais ces résultats n’excluent pas la possibilité d’une 
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interaction indirecte de Cti1 à nam1. Il serait donc intéressant d’aller réaliser des RNA-IPs de 
Cti1 à nam1 avec ou sans Mmi1. Ces résultats permettraient de savoir si Cti1 est directement 
recruté à nam1, et si ce recrutement est Mmi1-dépendant.    
De manière intéressante, Il a été montré que l’exosome peut avoir des fonctions 
directes dans la terminaison de transcription chez la levure S. pombe (Lemay et al., 2014). 
Afin de confirmer cette hypothèse, il est prévu de réaliser comme cela a été fait pour Mmi1, 
des ChIP anti ARN polymérase II active en absence de rrp6 et cti1 pour confirmer leur 
implication dans cette terminaison de transcription de nam1. 
 
1.2.2. « Backtracking » de l’ARN polymérase  
 Dans leur étude, Lemay et al. (2014), proposent que la polymérase s’arrête 
(« pause ») en aval du site de polyadénylation, induisant sont recul (Backtracking). Ce 
« backtracking » de la polymérase permettrait d’exposer le fragment 3’ naissant qui serait 
dégradé par l’exosome déstabilisant ainsi le complexe d’élongation. L’une des hypothèses 
pour la terminaison de nam1 est que le recrutement de la machinerie de surveillance des 
ARN par Mmi1 induit la pause de la polymérase et son « backtracking », laissant ainsi exposé 
son brin 3’ accessible pour l’action de l’exosome et la libération du complexe d’élongation. Il 
serait alors très intéressant de voir si la présence de Mmi1 induit cette « pause » de la 
polymérase et ce « bactracking ». Les ChIP anti polymérase II réalisés au cours de notre 
étude ne possèdent pas une résolution suffisante pour détecter la position de la polymérase 
au nucléotide près. Cependant, par des techniques de NET-seq (Native Elongation Transcript-
sequencing) il est possible de détecter cette « pause » et ce « backtracking » (Churchman 
and Weissman, 2011). Il serait alors intéressant de voir si dans des cellules WT il y a une 
pause/bactracking de la polymérase, et si ce « backtracking » est perdu dans les mutants de 
nam1 (nam1-1) et de mmi1Δ.  
1.2.3. Clivage de l’ARN naissant nam1 
Dans le mécanisme canonique de terminaison de transcription il est nécessaire de 
cliver l’ARN au niveau de son site de polyadénylation (PAS) pour permettre l’accès de Dhp1 
au fragment naissant attaché à l’ARN polymérase. Ce clivage est normalement réalisé par les 
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endonucléase du complexe CPSF (Porrua and Libri, 2015). Cependant dans notre système, 
bien que Dhp1 soit impliqué et soit enrichi dans la purification de Cti1, on ne retrouve pas 
d’endonucléases dans l'interactome de Cti1. Ainsi, il est possible que ce soit l’activité 
endonucléolytique de Dis3 qui permette ce clivage. Au cours de ma thèse j’ai d'ailleurs 
obtenu des résultats préliminaires en accord avec cette hypothèse. En effet, en étudiant 
l’implication de Dis3 à nam1, j’ai pu observer par RT-qPCR une accumulation des transcrits 
pervasifs de nam1 (nam1-L) lorsque Dis3 est inactivée (données non montrées). Ce résultat 
n’a été réalisé qu’une seule fois et nécessite d’être reproduit. Cependant ce résultat 
préliminaire ne permet pas de distinguer si c’est l’activité endo- ou exo-nucléolytique de 
Dis3 qui est responsable de l’accumulation du transcrit nam1-L. Des mutants de Dis3 ont été 
produits dans un autre laboratoire, dans lesquels seule l’activité endonucléolytique ou seule 
l’activité exonucléolytique de Dis3 est affectée (Lemay et al., 2014). Il serait alors intéressant 
d'utiliser ces mutants et d'analyser par RT-qPCR et ChIP anti ARN polymérase II active, s'ils 
sont impactés pour la terminaison de transcription de nam1, et quelle activité de Dis3 est 
nécessaire pour cette terminaison.  
 
1.2.4. Extension des fonctions connue de Mmi1 
De manière intéressante, il a déjà été montré que Mmi1 et Rrp6 sont impliqués dans 
la production d’un transcrit pervasif par leur recrutement à un lncRNA. Cependant, dans ce 
cas-ci, il n’a pas été montré s’il s’agit d’un mécanisme de terminaison de la transcription ou 
de dégradation par l’exosome du transcrit pervasif (Shah et al., 2014). En revanche, une 
autre étude a mis en évidence une fonction de Mmi1 dans la terminaison de transcription 
des ARNm méiotiques et la formation d’hétérochromatine facultative via l’exosome, 
MTREC/NURS et l’exoribonucléase Dhp1 (Chalamcharla et al., 2015). Ces résultats ainsi que 
nos travaux montrant que la terminaison de transcription médiée par Mmi1 a aussi lieu au 
niveau des lncRNAs produits dans des régions d’hétérochromatine (Touat‐Todeschini et al., 
2017), suggèrent une extension des cibles de cette machinerie de terminaison de 
transcription non canonique via Mmi1 et l’exosome.  
Qui plus est, dans le cas du lncRNA nam1, une fonction vitale pour la cellule est 
associée à ce mécanisme inédit de régulation génique : la différenciation sexuelle. Mmi1 a 
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été initialement caractérisé comme un régulateur de l’expression des gènes méiotiques en 
cycle végétatif. En effet, Mmi1 va recruter la machinerie de surveillance à un certain nombre 
de cibles ARNm méiotiques et induire leur dégradation par l’exosome (Harigaya et al., 2006). 
Nos travaux ont montré la fonction de Mmi1 dans régulation de la MAPKKK Byr2, qui elle-
même induit l’expression de master régulateur de la méiose Ste11. En conclusion, Mmi1 va 
agir dans le processus de différenciation sexuelle, à la fois dans l’étape de méiose et d’entrée 
en différenciation. 
 
2. Le gène mlo3 et le contrôle de la différenciation sexuelle 
Nos travaux ont aussi permis de montrer, de manière très surprenante, qu’une partie 
des transcrits non-codants de nam1 proviennent de transcrits pervasifs du gène mlo3 
localisé en amont de nam1.  
Des expériences réalisées au sein du laboratoire ont montré que le clonage sur un 
plasmide du gène nam1+160nt en amont sont suffisant pour permettre l’expression de 
l’ARN de nam1 (Touat‐Todeschini et al., 2017). Ces résultats indiquent que nam1 possèdent 
son propre promoteur qui est suffisant pour induire son expression. Au locus endogène ces 
transcrits ne sont visibles que lorsque il n’y a pas de recrutement de la machinerie de 
surveillance à ce locus (nam1-1, mmi1Δ, rrp6Δ, cti1Δ), or l’accumulation de ces transcrits 
nam1 dans un mutant nam1-1 diminue de moitier lorsque le promoteur de mlo3 est éliminé 
(Fig 3F chapitre II partie Résultats). Ces résultats suggèrent que la production de nam1 est en 
partie due à la transcription pervasive de mlo3.    
De plus, les mutants nam1-1 qui présentent un fort défaut d’entrée différenciation (à 
24h, seulement 24% des cellules entrent en différenciation contre 94% pour des cellules 
sauvages) est partiellement restauré lorsque le promoteur de mlo3 est éliminé dans ces 
mêmes mutants (65% des cellules entrent en différenciation, voir Fig 3G chapitre II partie 
Résultats). Il est donc probable qu’une partie de nam1-L qui inhibe l’expression de byr2, soit 
aussi produit par la transcription pervasive de mlo3. Ce pose alors la question de la 
biogénése de ces transcrits nam1 et nam1-L par mlo3.  
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2.1. Biogénèse du lncRNA nam1 
Des mutants de Mmi1, de l’exosome et de Cti1 vont provoquer l’accumulation de 
transcrit pervasif de mlo3, appelé mlo3-L. Une des questions cruciales abordée dans cette 
étude a été de comprendre l’origine de ce transcrit pervasif.  
 
2.1.1. Production de l’ARNm de mlo3 
Il est probable que mlo3 possède un terminateur peu efficace, qui permette la 
production du transcrit mlo3-L. De manière très intéressante, les mutants nam1-1 
provoquent l’apparition de deux populations d’ARN mlo3. L’ARN mlo3-L et l’ARNm de mlo3 
en plus faible quantité que dans les cellules sauvages. Cette baisse significative du niveau 
d’ARNm de mlo3 dans les mutants où Mmi1 ne peut plus se fixer à nam1 par rapport aux 
cellules sauvages, montre qu’une partie de de la population d’ARNm mlo3 dans les cellules 
sauvages provient de la maturation de mlo3-L par Mmi1. Le fait, cependant, qu’il y ait 
toujours une partie des ARNm de mlo3 qui soient présents dans ces mutants nam1-1 
suggère que la production de l’ARNm de mlo3 provient à la fois d’une terminaison 
« classique » de mlo3 et de la maturation de son pré-ARNm par Mmi1 et sa machinerie de 
surveillance.  
La maturation de l’ARNm de mlo3 pourrait se faire via le clivage au niveau du site de 
polyadénylation (PAS) au 3’ de mlo3, pour le libérer et permettre sa polyadénylation. 
Cependant si ce mécanisme était responsable de la maturation, le fragment 5’ de nam1 qui 
serait alors exposé devrait être pris en charge par Dhp1. L’exoribonucléase Dhp1/XRN2 est 
un élément essentiel au mécanisme de terminaison de transcription canonique des ARNm. 
Après clivage par le CPSF au PAS, le brin naissant accroché à l’ARN polymérase est dégradé 
par Dhp1 se qui conduit au décrochage de l’ARN polymérase de la chromatine (Modèle 
Torpedo, voir chapitre I de l’introduction pour plus de détails). Cependant, Dhp1 montre très 
peu, voire pas, d’accumulation de transcrit pervasif de mlo3 lorsqu’il est inactivé. Ces 
résultats suggèrent qu’il n’y a probablement pas de fragment 5’ libre au niveau du PAS de 
mlo3, et par conséquent qu’il n’y a pas ou peu de clivage de mlo3-L pour produire l’ARNm de 
mlo3.   
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En revanche, on observe aussi une accumulation de ces transcrits mlo3-L dans des 
mutants rrp6Δ et cti1∆ suggérant ainsi l’implication de l’exosome dans la maturation de 
mlo3-L pour la production de l’ARNm de mlo3. Il est alors possible que la maturation de 
mlo3-L se fasse par la dégradation en 3’ de ce transcrit par l’exosome. Dans ce cas-ci, il serait 
alors nécessaire d’avoir une « barrière » ou un « contrôle » de la dégradation par l’exosome 
au niveau du PAS de mlo3, afin que l’exosome ne dégrade que le fragment 3’ de mlo3-L et 
non pas le transcrit complet (Fig40). Ce type de « dégradation contrôlé » de l’ARN par 
l’exosome a déjà été montré dans le cas de la maturation des ARNr.  
En résumé, la production des ARNm de mlo3 proviennent en partie de la maturation 
de mlo3-L par Mmi1 et l’exosome. A l’heure actuelle nos travaux ne permettent pas de 
comprendre précisément le mécanisme moléculaire qui permet la maturation du pré-ARN 
mlo3-L par Mmi1 et l’exosome. Mais de manière intéressante il a déjà été montré un lien 
important entre l’exosome et la maturation des pré-ARN (snoRNAs, et ARNm) notamment 
via son interaction avec Pab2 (Polyadenylation binding protein 2) (Larochelle et al., 2012; 
Lemay et al., 2010; Lemieux et al., 2011). 
 
2.1.2. Biogénèse de nam1 : perspectives  
Afin de comprendre l’efficacité du terminateur de mlo3 et l’implication de la machinerie 
de terminaison, il serait intéressant de réaliser des ChIP-seq anti ARN polymérase II active au 
niveau du terminateur de mlo3 dans des mutants de nam1-1, mmi1, cti1 et rrp6. Si ces 
mutants n’affectent pas la terminaison de transcription de mlo3 mais seulement la 
maturation en 3’ de celui-ci, le profil d’enrichissement de l’ARN polymérase observé à ces 
régions pour des cellules sauvages devrait rester identique dans ces mutants. Il serait aussi 
intéressant de voir si le promoteur endogène de nam1 à une fonction dans la production de 
nam1-L et l’importance de ceux-ci par rapport au transcrit produit depuis le promoteur de 
mlo3. Pour cela il serait intéressant d’aller muter le promoteur de nam1 dans les mutants 
nam1-1, de regarder l’impact d’entrée en différenciation et de comparer l’implication de ces 
transcrits produit de ce promoteur et les transcrits produit du promoteur de mlo3 (en 
comparant par northernblot les transcrits produits par nam1-1, mlo3-proΔ nam1-1 et nam1-
proΔ nam1-1).  
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Nos données montrent que l’ARNm de mlo3 est maturé par Mmi1 et probablement 
par sa machinerie de surveillance des ARN associée, il est donc aussi intéressant de 
s’intéresser aux protéines liées à la polyadénylation des ARN. La purification de Cti1 montre 
un enrichissement de la poly(A) polymérase non canonique Pla1. De plus, Pla1 et Pab2 
interagissent toutes les deux avec le complexe MTREC/NURS (Egan et al., 2014; Zhou et al., 
2015). Il serait donc très intéressant d’étudier l’impact des mutants de Pla1 et Pab2 sur la 
maturation du pré-ARNm mlo3, en quantifiant les transcrits pervasifs de mlo3 par RT-qPCR 
et northern blot dans ces mutants. Il serait aussi interessant d’aller regarder le niveau de 
polyadénylation de l’ARNm de mlo3 dans ces mêmes mutants.  
Pour finir, afin de déterminer si ce mécanisme est dépendant de l’environnement 
chromatinien de ce locus, il faudrait cloner le locus mlo3-nam1 sur un plasmide d’expression 
et transformer des cellules dans lesquelles le locus endogène a été éliminé, afin d'étudier si 
la maturation Mmi1-dépendant du pré-ARNm mlo3 a toujours lieu ou non.  
 
2.2. ARN bicistroniques 
En 1965, le prix Nobel de physiologie et médecine fût attribué à François Jacob, 
André Michel Lwoff et Jacques Monod pour leur découverte du système opéron lactose chez 
la bactérie Escherichia coli. Leurs travaux ont montré qu’une unité génomique peut contenir 
des clusters de gènes sous le contrôle d’un promoteur unique. Cette unité est alors 
transcrite sous un ARN dit « polycistronique » qui va contenir plusieurs séquences codantes 
qui seront traduites en protéines (Jacob et al., 1960).  
Dans le cas de nos travaux sur nam1, l’absence de l’exosome a permis l’identification  
d’une population de transcrits pervasifs contenant l’ARN mlo3, l’ARN non-codant nam1 et 
une partie de l’ARN de byr2 qui sont transcrits sous le contrôle du promoteur unique de 
mlo3. Ce long transcrit ressemble donc à un ARN bicistronique. Ce « pseudo-ARN 
bicistronique » nécessite de la terminaison/maturation par la machinerie de surveillance des 
ARN guidée par Mmi1 pour permettre la production de l’ARNm de mlo3 et du lncRNA nam1. 
Qui plus est, nos travaux montrent que l’ARN bicistronique produit par mlo3 va être, au 
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moins en partie, responsable de la mise sous silence de byr2 et du contrôle de l’entrée en 
différenciation sexuelle.  
 
2.3. « Moonlighting ARN » 
Ce système de production du lncRNA nam1 soulève une question essentielle quant 
au rôle du gène mlo3. En effet, mlo3 code pour une protéine impliquée dans l’export des 
ARNm (Thakurta et al., 2005) et qui est aussi impliquée dans la formation 
d’hétérochromatine facultative (Reyes-Turcu et al., 2011). Cependant nos travaux montrent 
que le gène mlo3 va avoir une double fonction, il va en effet permettre la production de son 
ARNm et de la protéine Mlo3, mais aussi permettre la production du lncRNA nam1 et le 
contrôle de l’entrée en différenciation.  
Les « moonlighting » protéines, ont été décrites il y a plus de 20 ans, comme étant 
des protéines, souvent des enzymes, ayant des rôles multiples. En effet,  une même enzyme 
peut, en plus de son activité catalytique, avoir des fonctions structurales au sein d’un 
complexe, ou contenir des sites de liaisons multiples à d’autres protéines (Jeffery, 1999). De 
la même manière se pose la question de l’existence de « moonlighting ARN», où un même 
ARN pourrait avoir plusieurs fonctions distinctes. Chez S. pombe, au vu de nos travaux, on 
peut considérer que l’ARN de mlo3 a des fonctions « moonlighting » via son ARNm et son 
transcrit pervasif. Cette fonction de « moonlighting ARN » pourrait très bien être plus 
répandue au cours de l’évolution, suggérant que la complexité au sein d’une cellule ne 
s’explique pas seulement par le nombre de protéines et d’ARN, mais aussi par cette facette 
de multifonctionnalité de ces éléments  (Jeffery, 2016). 
Afin de différencier la fonction de Mlo3 et de son ARN, il serait intéressant d’étudier 
l’impact de mutations ponctuelles dans la séquence codante de mlo3, qui déstructureraient 
la protéine sans impacter l’ARN (en dehors de sa séquence primaire). Si le système mlo3-
nam1-byr2 en cis n’est pas impacté dans ces mutants, la fonction de mlo3 dans l’entrée en 
différenciation sexuelle serait alors uniquement due à la production du lncRNA nam1 et pas 
à la protéine Mlo3.   
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3. Le recrutement de l’exosome à ses cibles n’est pas suffisant pour 
activer sa fonction  
Afin de décomposer la fonction des différents acteurs de la machinerie de 
surveillance des ARN à nam1, nous avons créé un système de recrutement artificiel en 
utilisant le système λN-5BoxB (Voir chapitre II des résultats). Grâce à ce système nous avons 
pu mettre en évidence que Mmi1 est non seulement  nécessaire au système de surveillance, 
mais aussi que son simple recrutement à nam1 (nam1-DSRΔ) est suffisant pour restaurer un 
phénotype sauvage d’entrée en différenciation sexuelle.  
Il est à noter que le défaut d'entrée en différenciation cellulaire est plus important  
pour les mutants dans lesquels la délétion de toute la partie DSR est éliminée à nam1 (nam1-
DSRΔ) que pour des mutants de mmi1Δ ou de nam1-1. Ce phénotype de stérilité complète 
est identique au phénotype observé dans les mutant byr2Δ (Wang et al., 1991). Il est alors 
possible que la séquence éliminée contienne d’autres séquences régulatrices importantes 
pour le contrôle de nam1 indépendamment de Mmi1. Cependant, l’impact de Mmi1 sur 
l’entrée en différenciation étant très important, ces mécanismes régulateurs 
supplémentaires, s’ils existent, seraient mineurs dans le système de régulation de nam1.  
Nous avons par la suite appliqué ce même système de recrutement artificiel aux 
nucléases de l’exosome nucléaire Dis3 et Rrp6, de même qu’aux cofacteurs Mtl1 et Cti1 qui 
agissent dans la régulation de nam1. Contrairement aux résultats obtenus avec Mmi1, nos 
données montrent  que le seul recrutement de ces protéines n'est pas suffisant pour 
restaurer un phénotype sauvage d’entrée en différenciation sexuelle dans les mutants 
nam1-DSRΔ::5BoxB. Qui plus est, le recrutement de ces protéines à nam1 ne permet pas de 
terminer les ARN nam1-L, et de manière beaucoup plus surprenante ne permet pas non plus 
de dégrader l’ARN de nam1. La dégradation des ARN étant la fonction principale de 
l’exosome, ces résultats suggèrent que recruter l’exosome par ses nucléases ou les 
cofacteurs Cti1 et Mtl1 n’est pas suffisant pour permettre son activité de dégradation.  
Dans ce système de recrutement artificiel, les protéines sont étiquetées (TAG) au 
niveau de leur parties N-terminales et surexprimées. Afin de vérifier que ce n’est pas le TAG 
en N-terminal ou la surexpression qui empêchent le fonctionnement de l’exosome, les 
protéines ont été aussi étiquetées en C-terminal et exprimées avec leur promoteur 
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endogène. Dans ces nouvelles souches les résultats ont été parfaitement identiques aux 
premiers et ne montrent pas d’effets dans la dégradation ni dans la terminaison de 
transcription de nam1. De plus, ces différentes souches ne présentent aucun défaut de 
croissance suggérant que la fusion du peptide λN n’affecte pas la fonction de l’exosome. 
Ces résultats soulèvent des questions importantes quant au fonctionnement de 
l’exosome. En effet, ils montrent que son simple recrutement à une cible n’est pas suffisant 
pour activer sa fonction de dégradation in-vivo. Il a déjà été montré que l’exosome seul 
montre une activité exonucléase assez faible in-vitro (Mitchell et al., 1997) qui pouvait 
s’expliquer par l’absence des cofacteurs. Cette observation pourrait aussi expliquer 
l’absence de dégradation de nam1 lorsque l’on recrute artificiellement Rrp6 et Dis3 à ce 
locus. Cependant dans notre étude, le recrutement des cofacteurs Cti1 et Mtl1 ne montre 
pas non plus d’activité exonucléase. Or la purification de Cti1 montre une interaction très 
forte avec l’exosome (Voir chapitre II de la partie résultats) suggérant que le recrutement de 
Cti1 à un locus ciblé devrait aussi permettre le recrutement de l’exosome. Il est possible que 
l’exosome pour exercer sa fonction à nam1 nécessite des activateurs (protéines ou signaux) 
supplémentaires qui sont recrutés par Mmi1 en même temps que l’exosome et qui sont 
essentiels à la fonction de l’exosome in-vivo. Une telle fonction d’une (ou plusieurs) 
protéine(s) activatrice(s) ou un signal d’activation, permettrait ainsi un contrôle très fin de 
l’activité de l’exosome et de sa spécificité au sein du noyau.  
Ce système de recrutement artificiel validé pour Mmi1, il serait intéressant de voir si 
le recrutement d’autres protéines de la machinerie de surveillance des ARN permettrait de 
retrouver un phénotype sauvage d’entrée en différenciation dans les souches où la séquence 
DSR de nam1 a été éliminée. Il serait donc intéressant d’étiqueter avec λN des protéines 
dont la fonction semble plus proche de Mmi1, telles que Red1 (Sugiyama and Sugioka-
Sugiyama, 2011), Iss10 (Yamashita et al., 2013) ou la protéine Erh1 (Sugiyama et al., 2016), 
toujours dans le but de décrypter le fonctionnement de la machinerie de surveillance des 
ARN aux cibles de Mmi1.  
 
4. Le rôle de la protéine Erh1 dans la machinerie de surveillance des 
ARN 
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4.1. Erh1 et dégradation des ARNm méiotiques 
Erh1, aussi appelée ERH chez les métazoaires et chez la drosophile, est une protéine 
très conservée au cours de l’évolution qui est impliquée dans l’élongation de la transcription 
(Amente et al., 2005) et l’épissage chez les métazoaires (Weng et al., 2012), montrant ainsi 
qu'ERH a un lien très fort avec l’ARN. Chez S. pombe, Erh1 est essentielle à la suppression 
des ARNm méiotiques ciblés par Mmi1 en cycle végétatif (Sugiyama et al., 2016b; Yamashita 
et al., 2013). 
Par ailleurs, nos résultats montrent que l’absence d’Erh1 déclenche de la méiose 
haploïde. Ces résultats peuvent s’expliquer par l’absence de dégradation des ARNm 
méiotiques qui sont alors exprimés et vont enclencher le processus méiotique. Ces cellules 
étant haploïdes, cela entraîne une importante létalité. Curieusement,  cette létalité due à la 
méiose haploïde n’est observée qu’à basse température contrairement aux mutants de 
Mmi1 qui montrent un défaut de croissance beaucoup plus fort même à des températures 
normales de croissance (30-32°C). Ces différences de phénotypes suggèrent que bien 
qu'Erh1 soit impliqué dans la mise sous silence des ARNm méiotiques, Mmi1 possède 
d’autres fonctions qui ne sont pas partagées avec Erh1.  
Erh1 et Mmi1 semblent fortement interagir physiquement entre elle (Sugiyama et al., 
2016b). Cependant nos travaux ont montré qu'Erh1, contrairement à Mmi1, n'agit pas au 
lncRNA nam1. Ce résultat suggère que la machinerie de surveillance des ARN aux gènes 
méiotiques et aux lncRNAs ne soit pas complètement identique. De même, Erh1 ne va pas 
agir à toutes les ARNm méiotiques ciblées par Mmi1, confirmant une certaine spécificité 
d’action d'Erh1 pour ses cibles. 
 
4.2. Interactome de Mmi1 et Erh1 
Les protéines de la famille ERH ont une masse moléculaire d'environ 12kDa. Cette 
petite taille et l’absence de domaines catalytiques, ainsi que leurs multiples rôles dans la 
répression de la transcription, l’élongation de la transcription, l’épissage, la traduction et la 
mise sous silence des gènes, suggèrent que la fonction des protéines ERH se fait par la 
modification de l’activité des partenaires avec qui elles interagissent.  
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L’interactome de la protéine Erh1 montre un enrichissement très important de la 
protéine Mmi1 suggérant une interaction très forte entre ces deux protéines. De manière 
plus faible, les complexes CCR4-NOT et MTREC/NURS (cofacteurs de l’exosome) sont aussi 
enrichis (Sugiyama et al., 2016) avec Erh1. Il a été montré que ces deux complexes 
interagissent avec Mmi1 (données du laboratoire, Egan et al., 2014; Lee et al., 2013; 
Simonetti et al., 2017; Zhou et al., 2015). Cependant, la purification de la protéine Red1 du 
complexe MTREC/NURS permet un enrichissement de Mmi1 mais pas d'Erh1 (Egan et al., 
2014; Lee et al., 2013; Zhou et al., 2015). De la même manière, la purification de CCR4-NOT 
permet l’enrichissement de la protéine Mmi1 mais pas de la protéine Erh1 (Ukleja et al., 
2016). Qui plus est, la purification de Cti1 effectuée dans notre équipe permet une fois de 
plus l’enrichissement de Mmi1 mais pas d'Erh1. L’ensemble de ces résultats montre que 
l’interactome de Mmi1 est probablement très dynamique. Il est possible que la fixation de 
Erh1 à Mmi1 puisse affecter l'interaction de Mmi1 à ses autres partenaires protéiques. En 
effet, bien qu’Erh1 et Mmi1 interagissent fortement dans la cellule, la purification des 
différents sous-complexes qui interagissent avec Mmi1 ne permet pas de purifier Erh1. Il 
n’est cependant pour le moment pas possible d’éliminer la possibilité que la petite taille 
d’Erh1, la rende peu détectable par spectrométrie de masse.  
Afin de mieux comprendre la dynamique d’interaction de ces complexes avec Mmi1 
et Erh1, il serait intéressant de purifier Mmi1 dans des mutants dépourvus du gène erh1. 
Cette purification permettrait de mieux comprendre l’implication d’Erh1 dans l’interactome 
de Mmi1. En effet, il est possible que l’interaction d'Erh1 à Mmi1 masque des domaines 
d’interaction de Mmi1 avec d’autres complexes, et par conséquent modifie la composition 
de la machinerie de surveillance selon les différentes cibles ARN de Mmi1. Pour compléter 
cette étude d'identification de partenaires protéiques, il serait aussi intéressant de réaliser 
une purification par split-tag TAP. Cette technique permet une double purification en 
utilisant deux protéines "étiquette" différentes. Une première purification est effectuée sur 
une protéine A puis une deuxième avec une protéine B. L’interactome  final obtenu sera le 
complexe contenant à la fois les protéines A et B (Puig et al., 2001). Cette technique réalisée 
en purifiant Mmi1 puis Erh1 permettrait d’identifier la machinerie de surveillance associée à 
Mmi1 lorsque celle-ci est associée à Erh1. Pour finir, il serait très intéressant par la suite de 
créer des mutants de délétions partielles de Mmi1, afin d’identifier/cartographier ses 
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domaines d’interaction avec Erh1, MTREC/NURS-Cti1-exosome, CCR4-NOT et le spliceosome. 
L’ensemble de ces résultats permettrait une meilleure compréhension des différentes 
machineries de surveillance de l’ARN associées à Mmi1 et ainsi d’éclaircir les mécanismes 
moléculaires par lesquels Mmi1 contrôle la surveillance, l’épissage et la terminaison de 
transcription de ses différentes cibles ARN.  
 
4.3. Ciblage des ARN par Mmi1 et Erh1 
Chez les métazoaires, ERH forme des homodimères en solution (Arai et al., 2005; 
Wan et al., 2005). Ainsi, il est possible qu'Erh1 puisse aider à la dimérisation de Mmi1 afin 
d’améliorer sa liaison à l’ARN. En effet il a déjà été montré que la dimérisation des protéines 
peut être essentielle à leur fixation à l’ARN. Ceci a notamment été montré avec les protéines 
STAR (Signal Transduction and Activation of RNA) qui contiennent des domaines de 
dimérisation essentiels à leur fonction et à leur fixation à l’ARN. Dans le cas de Mmi1-Erh1, il 
est possible que des homodimères d'Erh1 se fixant à Mmi1 aident à la fixation de celui-ci sur 
des ARN où les motifs UNAAAC (Yamashita et al., 2012) ne sont pas en densité suffisante 
pour permettre son recrutement. En effet, des travaux du laboratoire ont pu mettre en 
évidence que Mmi1 pouvait cibler des ARN avec une faible densité de motifs. Afin de vérifier 
l’implication d'Erh1 dans le recrutement de Mmi1 à ces cibles, il serait intéressant de réaliser 
des techniques de RNA-IP anti Mmi1 dans des mutants du gène erh1 et d'analyser si 
l'absence d'Erh1 entraine  la perte (ou non) de la fixation de Mmi1 à ses différentes cibles.  
Dans l’ensemble les résultats obtenus sur Erh1 par notre équipe et les autres laboratoires 
ouvre un très grand champ d’investigation pour mieux définir et comprendre les 
mécanismes moléculaires mis en jeu par Mmi1 à ces ARN cibles.  
 
5. Conservation du système chez les autres organismes 
Bien que le système de régulation du lncRNA nam1 dans le contrôle de la 
différenciation sexuelle soit pour le moment complétement inédit, la forte conservation de 
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tous les acteurs qui composent la machinerie de surveillance des ARNs à Mmi1 suggère que 
des systèmes similaires ont pu être conservés au cours de l’évolution.  
5.1. Conservation des acteurs au cours de l’évolution 
5.1.1. Le domaine YTH 
La protéine Mmi1 reconnait ces cibles ARN via son domaine YTH. Le domaine YTH est 
un très conservé de la levure à l’Homme (Stoilov et al., 2002). Chez les humains, il y a cinq 
protéines à domaine YTH, YTHDF1-3 et YTHDC1-2, mais une seule chez S. cerevisiae, MRB1, 
et chez S. pombe, Mmi1.  
La structure du domaine YTH contient une cage aromatique très conservée. Cette 
cage aromatique reconnait de manière très spécifique la modification N6-methyladénosine 
(m6A) de l’ARN (Li et al., 2014; Luo and Tong, 2014; Wang et al., 2014). Cependant, la 
protéine Mmi1, possède une modification de cette cage aromatique qui va empêcher la 
fixation à de l’ARN méthylé m6A in-vitro (Wang et al., 2016a). De plus, le motif UNAAAC 
reconnu par Mmi1, n’est  pas reconnu par les domaines YTH des protéines humaines et de S. 
cerevisiae (Wang et al., 2016a).  
La modification m6A est l’une des modifications les plus prévalentes de l’ARNm et 
des lncRNAs chez la plupart des eucaryotes (Dominissini et al., 2012). Cette modification est 
impliquée dans de nombreux processus cellulaires tel que la stabilité de l’ARN, la 
transcription, la traduction, la différenciation cellulaire, ou encore la réponse au stress (Wu 
et al., 2017). Cependant cette modification n’a jamais été rapportée chez S. pombe et il a été 
montré que les homologues des ARN méthylatransférases, METTL3 et METTL14, responsable 
de la déposition de la marque m6A chez l’humain ne sont pas présentes chez S. pombe (Fu et 
al., 2014). Il se pourrait que la levure fissipare ait adaptée un autre système de 
reconnaissance des ARN favorisant une reconnaissance basée sur une séquence spécifique 
de cibles ARN.   
La protéine YTHDC1 humaine, localisée dans le noyau, est impliquée dans l’épissage 
des pré-ARNm en interagissant avec des facteurs d’épissage (Xiao et al., 2016). La protéine 
Mmi1 qui possède aussi une localisation nucléaire (Harigaya et al., 2006), a elle aussi un lien 
important avec la régulation de l’épissage (Chen et al., 2011). Ces résultats suggèrent, 
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malgré la différence des mécanismes de reconnaissance des ARN cibles, une conservation 
partielle des fonctions des protéines à domaine YTH.  
 
5.1.2. Complexes MTREC/NURS, TRAMP et NEXT  
Bien que chez la levure S. cerevisiae la protéine Mtr4 ne soit présente que dans le 
complexe TRAMP ou seule (LaCava et al., 2005), chez les humains, Mtr4 est présente dans le 
complexe TRAMP-like mais aussi dans le complexe NEXT (Lubas et al., 2011). Curieusement, 
chez la levure S. pombe, on retrouve deux homologues de Mtr4, l’un appelé Mtr4 associé au 
complexe TRAMP, et l’autre appelé Mtl1 (Mtr4-like protein 1) présent dans le complexe 
MTREC/NURS (Egan et al., 2014; Lee et al., 2013; Zhou et al., 2015). Il semble qu’une très 
grande conservation des fonctions de ces deux complexes persiste de la levure S. pombe 
jusqu’à l’Homme. En effet, les complexes TRAMP de S. pombe et de l’Homme sont tous deux 
impliqués dans la maturation des ARNr tandis que les complexes MTREC/NURS de S. pombe 
et NEXT de l’Homme sont quant à eux impliqués dans la surveillance des ARNs cryptiques 
(Lee et al., 2013; Lubas et al., 2011). 
D’autre part, le mécanisme de fixation de Mtr4 à l’exosome semble être différent 
pour les protéines Mtl1 et Mtr4 de S. pombe. En effet, des études structurales de l’exosome 
de S. cerevisiae  ont montré que la partie N-terminale de Mtr4 sert d’accroche à l’exosome 
par un trimère formé de cette partie N-terminale et les parties N-terminales des protéines 
Rrp6 et Cti1 (Schuch et al., 2014). La partie N-terminale de Mtr4 formant une structure en 
hélice α, essentielle à son attache à Rrp6-Cti1, semble être très conservée au cours de 
l’évolution (Schuch et al., 2014). Chez S. pombe, Mtr4 possède cette séquence N-terminal en 
hélice α, en revanche Mtl1 ne la possède pas malgré la très grande conservation entre Mtl1 
et Mtr4 (53% d’identité et 97% d’homologie, donnée bio-informatique). Ceci Suggère un 
mécanisme différent de recrutement de l’exosome par Mtr4 et Mtl1. Il est possible que cette 
fixation passe en partie par la protéine Red1, qui interagit fortement avec la protéine Mtl1 
(Lee et al., 2013). Afin de mieux comprendre la fixation de Mtr4/Mtl1 à l’exosome, j’ai 
réalisé au cours de ma thèse des mutants partiels de la partie N-terminale soit de Mtr4 soit 
de Mtl1, cependant ces mutants ne montrent aucun phénotype visible (accumulation d’ARN 
cibles, défaut de croissance) (résultats non montrés). Ces résultats suggèrent qu’il existe 
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probablement un autre point d’accroche de Mtr4 à l’exosome in-vivo, et qu’il est probable 
que ce soit ce point d’accroche qui est utilisé préférentiellement par Mtl1. Il serait donc 
intéressant de réaliser des délétions partielles des protéines Mtr4 et Mtl1 afin de déterminer 
leur domaine d’interaction avec l’exosome. Ces résultats nous permettraient une meilleure 
compréhension des mécanismes de recrutement de l’exosome par ses cofacteurs, et 
d’étudier la conservation de ces mécanismes au cours de l’évolution.  
 
5.1.3. Spécificité de ciblage de l’exosome à ses cibles 
L’une des questions essentielle concernant la dégradation des ARN par l’exosome est 
celle du ciblage et de la spécificité de l’exosome à ces cibles. En effet, parmi la myriade 
d’ARN codants et non-codants à dégrader ou à maturer, il est nécessaire pour la cellule de 
contrôler très finement l’activité de l’exosome à ses différentes cibles. Chez la levure S. 
cerevisiae le complexe NNS reconnait de manière séquence spécifique les différentes cibles 
ARN non-codants qui seront dégradées par l’exosome (Tudek et al., 2014), cependant ce 
système ne semble pas être conservé chez les autres organismes. Le complexe TRAMP 
comprend la protéine Air1 qui possède une spécificité de reconnaissance des cibles ARN de 
l’exosome chez les différents organismes étudiés (Schmidt and Butler, 2013). Mais pour ce 
qui s’agit du complexe MTREC/NURS chez S. pombe, les différents études réalisées, en plus 
des travaux du laboratoire, montrent que seule Mmi1 apporte la spécificité de 
reconnaissance à de nombreuses cibles, dont les ARNm méiotiques et les lncRNAs (Touat‐
Todeschini et al., 2017; Zhou et al., 2015; Egan et al., 2014; Lee et al., 2013). Il est alors 
possible de considérer Mmi1 comme un cofacteur de l’exosome et un composant à part 
entière du complexe MTREC/NURS.  
 
5.1.4. Régulation génique par terminaison de transcription de lncRNAs chez 
l’homme.  
 Le mécanisme de régulation génique par le lncRNA nam1 est unique en plusieurs 
points : par le contrôle de la régulation génique d’un gène codant via la terminaison de 
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transcription d’un lncRNA transcrit constitutivement, mais aussi par la biogénèse de ce 
lncRNA provenant d’un gène codant en amont de celui-ci.  
Chez l’homme, des mécanismes de régulation génique par la terminaison de 
transcription ont aussi été découverts. Il a notamment été montré que certains lncRNA 
contiennent des pré-miRNA  en 3’ de leur séquence. La maturation de ces pré-miRNA par 
Drosha, va induire la terminaison de transcription des lncRNAs et empêcher ainsi la 
transcription pervasive avec des gènes localisés en aval de ces lncRNAs à plusieurs endroits 
du génome (Dhir et al., 2015). Ceci suggère que ces mécanismes de régulation génique 
médiés par la terminaison de transcription sont probablement des mécanismes plus 
répandus que ce l’on pense à l’heure actuelle.  
D’autre part, la génération du lncRNA nam1 via mlo3 nous montre un mécanisme 
assez unique de biogénèse des lncRNAs. Il serait intéressant d’étudier chez les humains si ce 
mécanisme découvert chez S. pombe est si unique que ça. En effet, les transcrits pervasifs ne 
peuvent être détectés qu’en absence de l’exosome qui va prendre en charge leur 
dégradation et la maturation des pré-ARNm produits du gène localisé en amont. Une étude 
in silico des données de transcriptomique réalisée sur les mutants de l’exosome, déjà 
existants dans la littérature (Preker et al., 2011; Szczepińska et al., 2015), permettrait de voir 
si parmi les transcrits pervasifs observés, en plus des CUTs/PROMPTs, une nouvelle 
population de lncRNAs produits de transcription pervasive de gènes codants apparait, et si 
ces transcrits sont associés à de l’interférence de transcription et à des fonctions 
biologiques.  
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Figure 40 : Modèle d’action de la machinerie de surveillance des ARN guidée par Mmi1 dans la 
terminaison de nam1 et maturation de l’ARNm mlo3.  Dans des cellules sauvages, Mmi1 va être 
recruté sur la séquence DSR de l’ARN nam1. Mmi1 recrute l’exosome et son cofacteur Cti1 à nam1. 
Ensemble ils vont induire la terminaison de transcription de nam1 pour permettre la production de 
l’ARNm de byr2. En parallèle ils vont aussi aider à la maturation de l’ARNm de mlo3 possiblement par 
dégradation partielle du readtrough de transcription de mlo3 (mlo3-L) par l’exosome. Les ARNm de 
mlo3 sont donc produit par la terminaison classique, et par la maturation de mlo3-L via Mmi1 et 
l’exosome 
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Conclusion Gé né ralé 
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L’étude des lncRNAs est actuellement un domaine majeur afin de mieux comprendre 
les mécanismes globaux de régulation génique au sein des cellules. Plus un organisme se 
complexifie au cours de l’évolution, plus son génome non-codant a tendance occuper une 
importance majeure dans la régulation de ses gènes.  
Nos travaux apportent un mécanisme inédit de régulation génique par un lncRNA 
dans le contrôle de la différenciation sexuelle. Ce mécanisme fait intervenir la protéine de 
liaison à l’ARN Mmi1, l’exosome et son cofacteur Cti1. Ensemble ils vont empêcher 
l’interférence de transcription en cis d’un gène localisé en aval du lncRNA. Nos travaux 
montrent aussi que la biogénèse de ce lncRNA est dépendant d’un gène localisé en amont 
qui va être maturé en 3’ par cette même machinerie Mmi1-Exosome.  
Ces travaux révèlent un mécanisme moléculaire d’action d’un lncRNA dans un 
processus vitale de la cellule, la différenciation sexuelle. La conservation de la machinerie 
impliquée dans ce système chez les autres eucaryotes suggère que ce type de régulation par 
un lncRNA peut être répandue et essentielle à la régulation des gènes chez les eucaryotes 
supérieurs.  
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